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 La production des ARN ribosomaux (ARNr) est une étape fondamentale dans la 
biogenèse des ribosomes et représente près de 60% de l’activité transcriptionnelle. 
Cette activité a lieu au sein du nucléole qui est une structure dynamique variant de 
volume selon la croissance, et conservée dans le monde eucaryote. La production 
des ARNr et la formation du nucléole sont entièrement dépendantes de l’activité d’un 
unique complexe multiprotéique : l’ARN polymérase I (ARN pol I). Au cours de ma 
thèse nous avons étudié le fonctionnement de l’ARN pol I chez la levure de bière S.
cerevisiae à différents niveaux allant du rôle des sous unités composant ce complexe 
multiprotéique, à sa matrice d’ADN jusqu'aux rôles des gènes d’ADNr dans 
l’organisation tridimensionnelle du génome. 
Cette introduction de thèse se déclinera donc en trois parties traitant chacun de ces 
aspects. Nous commencerons par décrire les constituants et le fonctionnement de la 
machinerie de transcription de l’ARN polymérase I, dans une deuxième partie nous 
parlerons de mécanismes permettant de réguler sa transcription. Enfin nous 
discuterons de l’organisation spatiale des génomes eucaryotes et plus 
particulièrement celui de S. cerevisiae. 
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Structure et fonctions de l’ARN polymérase I 
Préambule
Le paradigme fondamental de la biologie moléculaire proposé par Francis Crick en 
1958 s’appuie encore aujourd’hui sur l’existence universelle de mécanismes 
permettant la conversion d’un ADN en ARN (Crick, 1958). L’année suivante, Weiss 
valide cette hypothèse découvrant dans des cellules de mammifères une activité 
ARN polymérase ADN dépendante (ARN pol) (Weiss and Gladstone, 1959). Cette 
découverte fut suivie peu après par la purification d’ARN pol dans différentes 
espèces de bactéries par Michael Chamberlin et Jerard Hurwitz, corroborant ainsi le 
postulat initial de Crick de l’existence d’ARN pol dans tous les organismes
(Chamberlin and Berg, 1962). D’intenses recherches ont ensuite été consacrées à la 
caractérisation de ce complexe multi-protéique. Ces investigations furent 
récompensées en 1959 par le prix Nobel de médecine attribué à l’espagnol Severo 
Ochoa pour la caractérisation d’une ARN pol qui de manière anecdotique se révéla 
une décennie plus tard, être une enzyme de dégradation (Ochoa, 1959) . 
Dans les années soixante, les travaux menés sur la bactérie Escherichia coli ont
permis de dévoiler les premières ébauches structurales d’une ARN pol. Cette
enzyme est alors décrite comme un complexe de grande taille (0.5 MDa) formant 
une structure catalytique appelée « core enzyme » se combinant avec une famille de 
facteurs σ assurant la reconnaissance des promoteurs des gènes (Chamberlin and 
Berg, 1962; Zhang et al., 1997). Il s’avérera par la suite que cette structure 
« simplifiée » constituée de 5 sous-unités α2ββ’ω est à la base de l’ensemble des 
ARN pol ADN dépendantes multimériques du monde du vivant (Figure 1A). Depuis, il 
a été établi que chez les archaebactéries, une enzyme unique est responsable de la 












Figure1: A- Structure générale des ARN pol bactériennes, archées, et eucaryotes. En bleu est 
représenté "le core enzyme" commun aux trois ARN pol bactérienne, archée, et eucaryote. Les sous 
unités supplémentaires communes retrouvées chez les Archées et les eucaryotes sont représentées en 
violet.  B- Structure générale de l'ARN pol eucaryote. Les domaines indiqués dans cette figure repré-
sentent les différentes régions conservées entre les ARN pol eucaryotes. (adaptée de Finn Werner et 
DinaGrohmann, 2010)
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Les travaux menés chez les eucaryotes ont mis à jour une situation plus complexe. 
L’activité ARN pol n’est pas portée par un complexe enzymatique unique mais par 
plusieurs. Chez les eucaryotes, la séparation de l’activité de transcription nucléaire 
dans trois fractions protéiques distinctes et les travaux de Kedinger révélant une 
sensibilité à l’α-amanytine différentielle selon les fractions testées, ont permis de 
révéler l’existence de trois ARN pol nucléaires (Kedinger et al., 1970; Roeder and 
Rutter, 1970). 
I-Structure conservée de l’ARN polymérase I
I-1-Conservation évolutive des ARN polymérases
Les ARN pol sont retrouvées dans des organismes évolutivement distants expliquant 
certains phénomènes de spéciation; cependant leurs modes de fonctionnement se 
basent sur des processus hautement conservés au cours de l’évolution. Les 
similitudes structurales et mécanistiques des ARN pol multimériques suggèrent que 
le dernier ancêtre commun aux archées, bactéries et eucaryotes, avait une structure 
proche de l’ARN pol trouvée actuellement chez la bactérie (Werner and Grohmann, 
2011) (Figure 1A).
 Les études biochimiques, génétiques et structurales sur S. cerevisiae ont fait que 
l’ARN pol II de cet organisme est aujourd’hui la mieux caractérisée des ARN pol 
eucaryotes. Pour cette raison, nous nous appuierons essentiellement dans cette 
partie, sur des données concernant l’ARN Pol II de levure S. cerevisiae lorsque nous 
parlerons des ARN pol eucaryotes. Cependant, étant donné la conservation des 
différentes sous-unités des trois ARN pol eucaryotes, on pourra croiser les 
différentes informations structurales d’une ARN pol à l’autre (Voir tableau 1). 
Bactéries Archées S. cerevisiae






























































Tableau 1: Classification des sous-unités d'ARN pol bactériennes, archéennes, et de S.
cerevisiae. Les sous-unités spécifiques sont indiquées en rouge. *queue CTD.
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L’ensemble des ARN pol bactériennes, archéennes et eucaryotes partagent les 
sous-unités 52ββ’ω (Figure 1A). Ces sous-unités constituent le « core enzyme »,
elles sont essentielles à la fonction de transcription. Le core enzyme se structure 
autour des deux grandes sous-unités ββ’ formant le site catalytique (Cramer et al., 
2008; Sweetser et al., 1987). Autour de ce « core enzyme», on retrouve des 
polypeptides 5qui sont requis pour les fonctions basiques de l’ARN pol. Parmi ces 
fonctions, l’association avec l’ADN est essentielle et est permise par le canal ADN 
qui est une structure d’environ 7nm chargée positivement. Compte tenu de sa 
longueur, on estime qu’environ 20 paires de bases pourraient être engagées dans 
une enzyme en cours d’élongation (Cramer et al., 2001; Rice et al., 1993). Le canal 
d’ADN aboutit à la poche catalytique permettant de stabiliser la bulle de transcription 
et d’ouvrir l’ADN en amont. Le « clamp » (la pince) permet, lors de sa fermeture, une 
association efficace avec l’ADN (Figure 1B). Ce « core enzymatique » combiné au 
facteur σ chez la bactérie est suffisant pour assumer une activité de transcription 
spécifique. Autour de cette structure ancestrale, on retrouve chez les eucaryotes et 
les archées un certain nombre de sous-unités qui ne sont pas directement impliqué 
dans le processus catalytique. La plupart de ces composants structuraux optimisent 
les fonctions essentielles de l’ARN pol en favorisant un repliement optimum des 
sous-unités ou en facilitant les contacts avec la matrice d’ADN en cours de 
transcription ou de l’ARN néosynthétisé. 
 Parmi ces domaines on distingue « le stalk » (la tige) surnommé ainsi du fait de la 
protubérance qu’il forme au-dessus du « clamp » (Figure 1B). Cette structure, 
absente chez la bactérie, permet d’augmenter l’ouverture du complexe enzymatique 
au moment de l’initiation et de la processivité pendant l’élongation (Hirtreiter et al., 
2009; Naji et al., 2008). Une plate-forme d’assemblage est également requise chez 
les ARN pol multimériques (Figure 1B). Chez les procaryotes, les 2 sous-unités α
suffisent à assumer cette fonction alors que les ARN pol eucaryotiques et archéenne 
nécessitent deux sous-unités supplémentaires (Rpb10 et Rpb12). Deux 
« mâchoires», peu développées chez les bactéries sont également présentes de part 
et d’autre du canal ADN de l’ARN pol eucaryotes. La mâchoire supérieure, présente 
chez la bactérie grâce au repliement de la sous-unité β, est davantage proéminente 
dans le cas de l’ARN pol eucaryote du fait de la présence de la sous-unités Rpb9. La 
mâchoire inférieure absente chez la bactérie est formée par Rpb5 et RpoH
respectivement chez l’ARN Pol II eucaryotes et chez les archées (Figure 1B) (Hirata 
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et al., 2008; Korkhin et al., 2009). Ces mâchoires interagiraient avec l’ADN et 
participeraient aux changements de conformations de l’ARN pol entre la phase
d’initiation et l’élongation (Bartlett et al., 2004; Cramer et al., 2001).
Les ARN pol des trois royaumes bactériens, archéens et eucaryotes sont constituées 
autour d’un ensemble de motifs conservés. L’ARN pol de bactérie permettant de 
définir une ARN pol minimale correspondant à environ 25% de la masse totale de 
l’enzyme eucaryote et archéenne. L’établissement des structures cristallographiques 
de ces complexes enzymatiques a permis d’illustrer à quel point ils étaient 
structurellement conservés. Dans ce sens, les trois ARN pol eucaryotes partagent 
des structures très proches, et ne diffèrent que par un certain nombre de motifs 
spécifiques de leurs fonctions. (tableau1) 
I-2- Les ARN polymérases nucléaires eucaryotes
Chacune des 3 ARN pol nucléaires eucaryotes est dédiée à une fonction particulière. 
L’ARN pol I est responsable de la transcription d’un gène unique codant pour le 
transcrit précurseur des grands ARN ribosomiques (ARNr). Cette spécialisation de 
l’ARN pol I semble être partagée chez tous les eucaryotes même si dans le cas du 
trypanosome, l’ARN Pol I transcrit aussi des gènes codant pour des protéines de 
surfaces (Gunzl et al., 2003). Contrairement à l’ARN pol I, l’ARN pol II se distingue 
par la multiplicité des gènes dont elle assure la transcription (près de 90% du 
génome). Ces transcrits sont sous la forme d’ARN messagers (ARNm), de petits 
ARN nucléaires (snARN) et nucléolaires (snoARN). Il est maintenant clairement 
établi que l’ARN pol II assure également la transcription de régions intergéniques 
donnant naissances à des ARN cryptiques (Wyers et al., 2005). Enfin, l’ARN pol III
synthétise l’ARNr 5S, les ARN de transferts (ARNt) et un certains nombre de petits 
ARN nucléaires non traduits (pour revue (Chédin et al., 1998)).
Comme nous l’avons expliqué précédemment, en dépit de leurs divergences 
fonctionnelles, les ARN pol eucaryotes partagent une structure commune. Elles sont 
toutes les trois constituées d’un cœur multimérique de 12 sous-unités comprenant le 
« core enzyme bactérien » et des sous-unités paralogues. Les sous-unités dites 
« paralogues » sont contenues dans une seule des trois ARN pol, mais possèdent un 
homologue fonctionnel dans les deux autres ARN pol eucaryotes (tableau 1). Enfin, 
on retrouve aussi les sous-unités dites « spécifiques » qui, comme leur nom 
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l’indique, sont spécifiques de chacune des trois ARN pol eucaryotes.  
I-3-Sous-unités spécifiques des ARN polymérases eucaryotes
L’ARN pol II se distingue des autres ARN pol par la présence sur la plus grande de 
ses sous-unités d’une extension de la partie C terminal appelée « queue CTD ». Elle 
est composée d’une structure peptidique très particulière constituée de répétions (27 
chez la levure, 52 chez l’humain) d’une séquence consensus YSPTSPS (Allison et 
al., 1988; Corden et al., 1985). De manière prévisible au regard de la structure des 
autres ARN pol, cette structure n’est pas nécessaire à l’activité catalytique. 
Cependant, la queue CTD est requise pour la croissance in vivo (Allison et al., 1988; 
Zehring et al., 1988). Le rôle principal de la queue CTD est de constituer une plate-
forme de recrutement ou de stabilisation des facteurs nécessaires à la transcription 
par l’ARN Pol II et à la maturation de ses transcrits. Ce rôle est régulé par des 
activités kinases ayant pour cibles les répétitions des sérines de l’heptatide 
consensus. La phosphorylation différentielle de la queue CTD est un mécanisme 
spécifique de régulation de l’ARN pol II (Buratowski, 2003).
L’ARN pol III contient cinq sous-unités spécifiques partagées en deux groupes. 
Rpc31/ Rpc34/ Rpc82 forment un complexe proche du « clamp » de l’ARN pol II
(Proshkina et al., 2006). En leur absence l’ARN pol III peut transcrire de manière non 
spécifique, mais la transcription promoteur-dépendante est abolie (Wang and 
Roeder, 1997; Werner et al., 1992). Elles semblent être importantes pour l’initiation
de la transcription (Thuillier et al., 1995). Le second groupe est composé des sous-
unités Rpc53 et Rpc37. Ces sous-unités spécifiques interagissent avec Rpc11 et 
seraient impliquées dans la terminaison afin d’assurer un système de recyclage 
efficace de l’ARN pol III entre la terminaison et l’initiation (Landrieux et al., 2006; 
Proshkina et al., 2006). 
L’ARN pol I contient deux sous-unités spécifiques Rpa34 et Rpa49 (Gadal et al., 
1997; Huet et al., 1975; Liljelund et al., 1992). La délétion de RPA34 n’entraine 
quasiment aucun défaut de croissance ; a contrario, l’absence de Rpa49 confère un 
phénotype de cryosensibilité et une croissance lente à 30°C. L’étude du rôle de ces 
deux sous-unités spécifiques est un des axes de recherche détaillés dans cette 
thèse. Dans le but de comprendre quels peuvent être leurs rôles spécifiques dans la 
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transcription, nous allons nous efforcer de décrire dans la partie suivante la structure 
et le fonctionnement de l’ARN pol I. 
II- Transcription par l’ARN polymerase I
Préambule
L’ARN pol II transcrit la majorité du génome, alors que l’ARN pol I est spécifique 
produit un seul type de transcrits, l’ARNr. Paradoxalement, en considérant le 
pourcentage d’ARN produit dans la cellule, la tendance est inversée. En effet, l’ARN
pol I est la plus active en transcription et représente à elle seule, près de 60% de 
l’activité transcriptionnelle de levures S. cerevisiae en croissance (Warner, 1999) 
(Figure 2). 
Pour assurer cette fonction essentielle, la transcription par l’ARN pol I présente
certaines spécificités. La transcription par l’ARN pol I se déroule dans une structure 
nucléaire particulière : le nucléole (Figure 3A). De plus chacun de ces gènes peut 
être transcrit de manière simultanée par plus d’une centaine d’ARN Pol I. Ces 
propriétés permettent de visualiser les régions transcrites par l’ARN pol I en
microscopie électronique après étalement de la chromatine où l’on distingue les ARN 
pol actives en transcription à la suite l’une de l’autre et flanquées d’un ARN néo 
synthétisé (Miller  and Beatty, 1969). Ces structures particulières ont été nommées
« arbre de Miller » (Figure 3B). Ces caractéristiques impliquent des mécanismes 




















Figure 2: Représentation de l'activité de chaque ARN pol eucaryotes. L'activité transcription-
nelle de chacune des ARN pol eucaryotes est  indiquée en pourcentage en fonction de l'activité 
transcriptionnelle totale. La colonne de droite représente la taille des régions ciblées par chacune 
des ARN pol par rapport à l'ensemble des régions transcrites. (Les pourcentages indiqués sont 















Figure 3: A- Coupe de noyau de levure S. cerevisiae après cryofixation  observée en microsco-
pie électronique à transmission. On distingue clairement l'enveloppe nucléaire séparant le cyto-
plasme et le nucléoplasme. On peut noter l'importante densité en ribosomes dans le cytoplasme. Au 
sein du noyau, le nucléole se distingue par sa densité aux électrons. (photographie obtenue par I. 
Léger-Silvestre) B- Étalement de la chromatine d'un gène d'ADNr transcrit par l'ARN pol I.  La position 
5' et 3' du gène sont indiquées ainsi qu'un exemple d'ARN pol I, d'ARNr et de boules terminales.  
(photographie obtenue par I. Léger-silvestre) C- Photographie de microscopie électronique de noyau de 
S. cerevisiae après fixation chimique. La souche D306-5D présente un phénotype de thermosensibilité 
induit par une mutation du gène codant dans la grande sous-unité Rpa190. Le passage à 37°C conduit 
à une désorganisation du nucléole avec l'apparition de structure compacte et un décollement de l'enve-
loppe nucléaire (adaptée deTrumtel et al. 2000).
400nm
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II-1- ARN Pol I et la biogenèse des ribosomes
Dans les organismes eucaryotes, la biogenèse des ribosomes est un processus 
central et nécessaire à la croissance. Elle nécessite près de 80% de l’énergie dans 
les cellules en prolifération et fait l’objet d’une régulation précise (Moss and 
Stefanovsky, 2002). La perte du contrôle de la synthèse des ribosomes est d’ailleurs 
un des aspects essentiels du développement tumoral puisqu’une production accrue 
de ribosomes est nécessaire à la croissance et à la prolifération des cellules 
malignes(Drygin et al., 2010).
Les ribosomes sont de larges complexes ribonucléoprotéiques de 4.2 MDa chez les 
eucaryotes et 2.5 MDa chez les bactéries dont les ARN occupent près de 50% de la 
masse moléculaire totale. Ils sont constitués de deux sous-complexes 60S et 40S
(Svedberg, unité de coefficient de sédimentation) qui sont tous deux produits dans le 
nucléole avant d’être transportés séparément dans le cytoplasme. La petite sous-
unité 40S est composée de l’ARNr 18S auquel s’associent 33 protéines 
ribosomiques ainsi que des facteurs d’assemblages. La sous-unité 60S est 
composée des autres produits de maturation des transcrits de l’ARN Pol I (ARNr 
28S, 5,8S), de l’ARNr 5S transcrit par l’ARN Pol III et de 49 protéines ribosomiques.
La biogenèse des ribosomes chez les eucaryotes est un processus largement 
conservé au cours de l’évolution. Elle requiert une multitude d’étapes co-et post- 
transcriptionnelles finement régulées et organisées dans l’espace et le temps. Une 
description détaillée du processus de biogenèse des ribosomes sortirait du cadre de 
cette thèse ; nous nous contenterons d’une description brève des étapes principales. 
La biogenèse des ribosomes est initiée dans le nucléole où le précurseur des grands 
ARN ribosomiques est synthétisé par l’ARN pol I. Cet ARN va alors subir des 
modifications de bases à des positions précises via des petits ARN guides (les 
snoARN). Ces snoARN vont permettre notamment des méthylations de l’oxygène en 
position 2’ des riboses et des conversions d’uridines en pseudouridines (pour revue 
(Lafontaine and Tollervey, 1998)). Cette maturation fait intervenir un grand nombre 
de snoARN mais aussi d’une série d’exo et d’endonucléases aboutissant à la 
production des formes matures des ARN ribosomiques de 18S, 5,8S et 25S. Dès les 
étapes précoces de leur maturation ces ARNr sont associés à 78 protéines
ribosomiques et plus de 200 facteurs non ribosomiques. Le pré-ARNr complexé à 
ces protéines formerait une particule de 90S (Udem and Warner, 1972). Ce 
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précomplexe va être ensuite converti en précurseurs des sous-unités de 40S et 60S 
(Udem and Warner, 1972). 
La synthèse des ribosomes requiert donc un couplage entre maturation et 
transcription particulièrement efficace. L’existence de ce phénomène de couplage 
explique la présence de boules terminales situées à l’extrémité des ARN naissants 
synthétisés par l’ARN Pol I observées dès 1969 sur les arbres de Miller (Figure 3-B). 
Malgré leur découverte précoce par Oskar Miller la nature moléculaire de ces 
structures n’a été identifiée que récemment. Ces boules terminales ont été 
renommées « SSU processsome » (Dragon et al., 2002) et contiennent le Sno ARN 
U3 et les protéines UTP. Ces protéines UTP sont requises pour l’accumulation des 
pre-ARNt, et se repartissent en trois sous-complexes UTP-A ou t-UTP, UTPB et 
UTP-C. La déplétion des constituants du complexe UTP-A ou t-UTP réduit la 
synthèse de l’ARNr 35S, suggérant une dépendance entre la transcription et la 
maturation de l’ARNr 35S (Gallagher et al., 2004). Une étude ultérieure suggère que 
les t-UTP ne provoquent pas un défaut transcriptionnel, mais entraineraient 
rapidement la dégradation des pré-ARNs naissants par TRAMP et l’exosome (Wery 
et al., 2009).
La biogenèse des ribosomes s’articule donc principalement autour du 
fonctionnement de l’ARN pol I. Son fonctionnement est spécifique d’une région 
singulière du noyau dédiée aux étapes précoces de biogenèse des ribosomes : le 
nucléole.
II-2- transcription de l’ARN Pol I spécifique d’une région nucléaire: le nucléole
II-2-a-le nucléole : « une usine à transcription »
Le nucléole est le lieu d’activité de l’ARN pol I et conséquemment de l’accumulation 
d’une énorme quantité de transcrits et de protéines impliquées dans leur maturation.
Cette abondance de particules ribonucléoprotéiques rend sa détection aisée, il fut 
d’ailleurs identifié dès le 18ème siècle par Fontana(Fontana, 1781). 50 années plus 
tard, le nom de nucléole lui fut attribué par Valentin (Valentin, 1836). Les progrès 
technologiques, notamment en microscopie électronique, ont permis d’avoir une idée 
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précise de sa morphologie. Le nucléole apparaît comme une structure nucléaire 
proéminente dense aux électrons après l’utilisation de contrastant comme le citrate 
de plomb ou l’acétate d’uranyl (Figure 3A). Sur cette coupe de levure, on peut noter 
le grand nombre de ribosomes dans le cytoplasme qui illustre parfaitement l’énorme 
besoin en ribosomes de la cellule (Figure 3A).
II-2-b-Structure du nucléole
Le nombre et la forme du nucléole varient selon les organismes. Chez S. cerevisiae
on distingue une seule structure nucléolaire, chez les mammifères on peut compter 
de 1 à 5 nucléoles. Cette différence s’explique par le fait que chez S. cerevisiae
l’ensemble du locus d’ADNr est porté par un seul chromosome alors que chez 
l’Homme il est réparti sur différents chromosomes. Ces régions sont appelées les 
NOR (Nucleolar Organizer Region) et sont considérées comme les domaines 
organisateurs du nucléole (Bouteille and Hernandez-Verdun, 1979). 
La structure nucléolaire présente une certaine hétérogénéité qui reflète l’existence de 
trois sous-domaines. Le centre fibrillaire (FC) apparaît comme une région peu 
contrastée contenant des fibrilles et entourés par une deuxième région ; le 
composant fibrillaire dense (DFC) (Schwarzacher and Wachtler, 1993). Le nombre 
de FC n’est pas constant et serait corrélé à l’état de croissance de la cellule. La 
densité de FC au sein du nucléole irait en augmentant dans une phase de 
croissance rapide (Schwarzacher and Wachtler, 1993). Le FC serait composé 
essentiellement par l‘ADNr, l’ARN Pol I, les facteurs de transcription de l’ARN Pol I 
(Schwarzacher and Wachtler, 1993) et des transcrits naissants d’ARNr peuvent aussi 
y être trouvés (Thiry and Lafontaine, 2005). 
Il a été proposé que la présence de FC ne serait pas partagée par l’ensemble des 
organismes eucaryotes et serait apparu au cours de l’évolution. Ainsi, la levure ne 
contiendrait pas de centre fibrillaire (Thiry and Lafontaine, 2005). Pourtant, des 
images obtenues en microscopie électronique obtenues sur la levure S. cerevisiae
permettent de visualiser des structures similaires morphologiquement à des FC 
(Léger-Silvestre et al., 1999).
Les FC sont entourés par une autre structure apparaissant plus dense aux 
électrons : le composant fibrillaire dense (DFC). Il serait le lieu d’accumulation des 
transcrits d’ARNr (Cmarko et al., 2000; Puvion-Dutilleul et al., 1997). La localisation 
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exacte de l’ARN pol I active en transcription est une controverse scientifique. Pour 
Mais et ses collaborateurs la transcription aurait lieu uniquement dans le FC alors 
que les travaux de Koberna et al. proposent qu’elle ait lieu dans le DFC, le FC serait 
occupé par l’ADNr non transcrit (Koberna et al., 2002; Mais and Scheer, 2001). De 
manière consensuelle, il paraît raisonnable de postuler que l’interphase FC/DFC est 
le lieu de synthèse de l’ARNr dans le nucléole. 
Enfin, en poursuivant cette description morphologique dans le sens de la progression 
des étapes de biogenèse des ribosomes, on retrouve le DFC en contact avec le 
composant granulaire (GC) (Cmarko et al., 2000). Dans cette région le pre-ARN, 
sous forme de pré-ribosome, poursuit sa maturation par une série de clivage endo et 
exo-nucléotidique et des modifications telles que des pseudo-uridinylations. L’ARNr 
va alors poursuivre son assemblage avec les protéines ribosomiques responsables 
de la formation de la grande et de la petite sous-unité. Au-delà du GC, les particules 
pré-ribosomiques néosynthétisées sont libérées du nucléole, où elles sont retenues 
(Gadal and Nehrbass, 2002). Elles sont ensuite exportées par le pore nucléaire. On 
peut d’ailleurs noter la fréquence élevée de contact entre le nucléole et l’enveloppe 
nucléaire chez la levure comme chez les mammifères (Geraud et al., 1989) (Figure 
3A). Cette proximité pourrait favoriser les intenses échanges nucléo-cytoplasmiques 
nécessaires à la synthèse des ribosomes, à la fois pour l’import des protéines 
ribosomiques néosynthetisées et pour le recyclage des facteurs d’assemblage et 
l’export des pre-ribosome tardifs (Lechertier et al., 2007). Les pré-ribosomes finissent 
leur maturation dans le cytoplasme (clivage du 5.8s pour la 60S, modification de 20S 
à 18S chez la levure ou 18S-E à 18S chez les mammifères). 
II-2-c-Dynamique nucléolaire
Une différence importante entre les cellules de mammifères et les champignons 
unicellulaires tel que S. cerevisiae tient au fait que ces derniers ont une « mitose 
fermée » sans rupture de l’enveloppe nucléaire. Au contraire, celle-ci disparaît 
pendant la mitose des cellules animales ou végétales. Chez les métazoaires, le 
nucléole se désassemble pendant la prophase et se reconstitue en fin de mitose au
moment de la télophase. Il est à noter que certains composants nucléolaires 
impliqués dans la transcription par l’ARN Pol I, comme UBF restent à proximité de 
l’ADNr pendant la division (Roussel et al., 1996). En dehors du cycle cellulaire, le 
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nucléole n’est pas une structure stable mais une structure dynamique qui change de 
taille et de morphologie selon les conditions de croissance. Ces changements de 
morphologie sont le reflet de l’activité de cette « usine à transcription » (pour revue
(Hadjiolov, 1985; Schwarzacher and Wachtler, 1993). Des souches de S. cerevisiae
où l’ADNr génomique a été supprimé et inséré sur un plasmide transcrit par l’ARN 
Pol II présente un nucléole désorganisé (Oakes et al., 1993; Trumtel et al., 2000). De 
la même manière, le nucléole est désorganisé lorsque une souche contenant un 
allèle thermosensible de la plus grande sous unité de l’ARN pol I est observée dans 
des conditions restrictives (Figure 3C). Ce compartiment est donc spécifique et 
révélateur de l’activité transcription de l’ARN pol I (Sirri et al., 2008).
Outre les changements de morphologie globaux du nucléole, les approches de 
FRAP (Fluorescence Recovery After Photobleaching) ont aussi permis de souligner 
la dynamique moléculaire au sein du nucléole (Phair and Misteli, 2000). Il a ainsi pu 
être montré que le nucléole est soumis à un flux constant d’échange de protéines 
avec le nucléoplasme. De plus, il est important de noter que le nucléole n’est pas 
seulement impliqué dans les étapes précoces de la biogenèse des ribosomes. Les 
expériences de spectrométrie de masse ont montré que le nucléole contient une 
multitude de facteurs impliqués dans de nombreuses fonctions telles que la
réparation, la réplication, l’épissage (Andersen et al., 2005; Andersen et al., 2002).
Le nucléole par cette concentration interne de facteurs va servir à l’accomplissement 
de certaines fonctions telles que la transcription de gènes codant pour des ARN de 
transfert (Bertrand et al., 1998) ou la séquestration de kinases du cycle cellulaire 
(Shou et al., 1999). A ce titre une dérégulation de l’activité de transcription de l’ARN 
pol I entrainera une déstructuration du nucléole et aura un effet délétère sur la 
biogenèse des ribosomes mais aussi des conséquences sur une pléiotropie de 
fonctions cellulaires (Boisvert et al., 2007).
II-3-L’unité de transcription
Les gènes d’ADNr furent parmi les premiers gènes eucaryotes étudiés. Les gènes
d’ADNr de Xénope sont les premiers qui furent isolés (Birnstiel et al., 1966) et clonés 
(Morrow et al., 1974). La structure générale des gènes ribosomiques peut être 
divisée en deux régions : la région codant pour le précurseur des grands ARN 
ribosomiques et les espaces intergéniques (IGS1 et IGS2) (Figure 4).
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Figure 4: Organisation du locus d'ADNr. A- Représentation d'un tandem de gène d'ADNr de S. cerevi-
siae. La région entre les deux gènes d'ADNr contient les séquences d'initiation de la transcription. RFB: 
Barriere de fourche réplication. E-PRO: promoteur bi-directionnel ARN pol II. UAS: Upstream activating 
sequence. CE: « Control Element ». ARS: « autonomous replication sequence ». B- 2 Unités d'ADNr 
d'Homo sapiens sont représentées. UCE: « Upstream Control Element ». « CE: Control élément ».
IGS1 IGS2
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La taille des transcrits générés à partir de l’ADNr varie; il est d’environ 6 kb chez la 
levure et de 13 kb chez les mammifères. Cette différence est essentiellement due à 
la différence de taille des espaceurs externes (ETS) et internes (ITS) des régions 
transcrites. Une fois transcrit, le précurseur est maturé pour aboutir aux formes 
d’ARNr mature (28S, 18S et 5.8S chez les mammifères).  
Les régions intergéniques contiennent les séquences responsables de la réplication 
et de la transcription. Ainsi, on retrouve une origine de réplication et des régions 
promotrices et terminatrices de la transcription par l’ARN pol I. Tout comme la région 
transcrite, cette séquence intergénique a une taille variable allant de moins de 5 kb 
chez la levure à plus de 30 kb chez l’Homme (Figure 4).
Chez la levure S. cerevisiae et chez les mammifères, par des approches de délétion 
au niveau de la région intergénique, les domaines nécessaires à la transcription ont 
été identifiés. La région de -148 à +8 semble suffisante pour la transcription et fut 
donc définie comme la région promotrice chez la levure S. cerevisiae (Musters et al., 
1989). Des analyses supplémentaires par mutagénèse ont permis de révéler deux 
domaines distincts : de -148 au nucléotide -50 et de -28 au nucléotide +8 (Figure 4).
Le domaine en aval est strictement requis pour la transcription promoteur spécifique 
et a été nommé Core Element (CE), la seconde zone appelée UAS (Upstream 
Activating Sequence) a, comme son nom l’indique, un effet stimulateur.  
Chez les mammifères, l’organisation du promoteur est également bipartite et 
conservée (Figure 4B). On retrouve le Core Element, il est essentiel et s’étend des 
régions -45 à +18, tandis que le domaine amont nommé « Upstream Control 
Sequence » (UCS) correspond aux régions des nucléotides -156 à -107 (Figure 4)
(Jones et al., 1988; Learned et al., 1985; Learned et al., 1986). Malgré la 
conservation organisationnelle apparente, on n’observe aucune conservation de 
séquence de la levure à l’Homme, si ce n’est une forte proportion de 
déoxynucléotides A/T dans la région +1. Il est d’ailleurs intéressant de noter que le 
principal complexe d’initiation mammifère SL1 n’est ni interchangeable de l’Homme à 
la levure, ni de l’Homme à la souris. Les séquences d’initiation et les protéines 
impliquées dans ce processus semblent être en partie « espèce spécifique » 
(Learned et al., 1985) (Voir chapitre I, II-6). 
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II-4-Le locus d’ADNr
Dans la levure S. cerevisiae, environ 10% du génome est représenté par les 
répétitions des gènes d’ADN ribosomiques organisées en tandem sur le 
chromosome XII. Bien que la plupart des eucaryotes contiennent ces répétitions, leur 
nombre varie selon les espèces. Ainsi, dans le monde eucaryote le nombre de 
répétitions peut varier de 100 à 10 000 (Hadjiolov, 1985; Long and Dawid, 1980).
Dans un génome de cellules de mammifères, leur nombre est évalué à 400 mais, 
contrairement à S. cerevisiae, ces répétitions sont réparties sur cinq paires de 
chromosomes (XIII, XIV, XVV, XXI, XXII). Chez l’humain, des études s’appuyant 
notamment sur la technique de peignage de l’ADN ont permis de démontrer qu’une 
partie des répétitions d’ADNr était non canonique, et probablement non fonctionnelle
(Caburet et al., 2005). De plus, il est important de noter que ces gènes d’ADNr ne 
sont pas tous actifs en transcription aussi bien chez la levure que chez les 
métazoaires. On estime que seulement 50% des gènes sont actifs en transcription 
(Conconi et al., 1989). Nous reviendrons sur cette spécificité en détail dans un 
chapitre ultérieur de cette thèse (Chapitre II, III-1)
II-5-Réplication et maintien du nombre de copie du locus d’ADNr
Malgré les évènements de recombinaison et l’instabilité génomique inhérente à des 
structures de gènes répétés, le nombre de copies d’ADNr contenu dans la plupart 
des organismes est stable. Cependant plusieurs organismes ont la capacité de faire 
fluctuer le nombre de copies d’ADNr selon les conditions de croissance. Chez la 
levure S. cerevisiae, le mécanisme de maintien du nombre de copies d’ADNr a été 
particulièrement étudié par l’équipe du Dr Kobayashi. Les variations du nombre de 
copies sont notamment dépendantes de l’origine de réplication (ARS) et d’une région 
capable de bloquer la fourche de réplication (RFB). Lors de l’activation d’une ARS, le 
domaine RFB permet la progression de la fourche de réplication dans la direction de 
la transcription du 35S, mais pas dans le sens opposé (Kobayashi et al., 1992; 
Kobayashi and Horiuchi, 1996). La protéine Fob1 est requise pour cette fonction
(Kobayashi and Horiuchi, 1996).
Dans le cas de mutations provoquant l’absence de sous-unité  essentielle de l’ARN 
pol I (Rpa 135) (maintenue en vie par une construction artificelle permettant la 
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transcription de l’ARNr 35S sous contrôle d’un promoteur fort par l’ARN Pol II), on 
observe une diminution drastique du nombre de répétitions de gènes d’ADNr, la 
réintroduction de la sous-unité manquante induit alors une restauration du nombre 
initial de copies (Kobayashi et al., 1998). Cette restauration n’est possible qu’en 
présence de Fob1 qui semble donc jouer un rôle primordial dans ce mécanisme.  
L’amplification se ferait de la manière suivante ; la fourche de réplication se propage 
jusqu’au RFB où une cassure double brin va apparaitre au niveau du site de fixation 
de Fob1. La réparation de cette cassure pourra se faire par recombinaison 
symétrique entre chromatides sœurs ou par recombinaison asymétrique ; cette 
dernière entraine une variation de la taille du locus d’ADNr (Figure 5). Une région 
particulière située dans l’IGS1 est directement impliquée dans la régulation de ce 
mécanisme. Il s’agit du promoteur bi-directionnel E-PRO qui selon son activité va 
favoriser l’un ou l’autre de ces processus. En absence de répression par Sir2, ce 
promoteur est activé, on observe alors une activité de transcription par l’ARN pol II. 
Sur son passage, l’ARN pol II va déplacer les cohésines présentes dans cette région.  
Le complexe cohésine forme un anneau autour des chromatides soeurs afin 
d’assurer leur cohésion (pour revue (Nasmyth and Haering, 2009)). Chez la levure, la 
cohésine est localisée exclusivement entre les gènes transcrits dans des directions 
divergentes : c’est la transcription active qui positionne la cohésine à ces sites et non 
la séquence d’ADN (Lengronne et al., 2004). La conséquence de l’activation du 
promoteur E-Pro sera alors un appauvrissement local en cohésine qui va favoriser 
les recombinaisons asymétriques et donc la variation du nombre de copies d’ADNr 
(Figure 5) (Kobayashi and Ganley, 2005).
La réplication est bloquée et une cassure 
double brin apparait au niveau du site de
fixation de FOB1.   
E-Pro activéE-Pro inactivé
Nombre de copies reste stable Changement du nombre de copies 
Recombinaison asymétrique des chromatides soeursRecombinaison symétrique des chromatides soeurs
Figure 5:  Model d'amplification du locus d'ADNr. L'activité du promoteur bi-directionel E-Pro va 
influer sur l'augmentation du nombre de copies de l'ADNr. La protéine Sir2 empêcherait l'activité de 
transcription de l'ARN pol II sur ce promoteur. Cette inhibition permet le maintien des cohésines et 
favorise la recombinaison entre les chromatides soeurs sans amplification du locus après la coupure 
double brin au niveau de la barrière de réplication. En absence d'inhibition, l'activité de transcription va 
déplacer les cohésines. Cette déstabilisation permet des phénomènes de recombinaison asymétrique 
conduisant à une variation du nombre de gènes d'ADNr. (Adapté de Kobayashi et al. 2011).
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La compréhension de ces mécanismes a permis chez la levure S. cerevisiae de 
disposer de souches avec un nombre de copies plus ou moins important et maintenu 
stable par la délétion de Fob1. Ces souches sont utilisées pour les travaux décrits 
dans cette thèse et constituent des outils essentiels pour comprendre l’influence du 
nombre de copies sur la transcription par l’ARN pol I.  
II-6- Initiation de la transcription par l’ARN polymérase I
 L’ARN pol I, tout comme les autres ARN pol, ne peut se lier directement à l’ADN des 
séquences promotrice. Seul la reconnaissance du complexe de pré-initiation par 
l’ARN pol I permettra sa fixation et la transcription spécifique. La compréhension du 
mécanisme d’initiation ne pouvait donc se faire sans une caractérisation préalable 
des facteurs impliqués dans l’assemblage du complexe de pre-initiation. Dans le cas 
des cellules de mammifères, l’identification de ces facteurs a été menée en 
fractionnant des extraits cellulaires et en testant leur activité ARN polymérase sur 
une matrice d’ADNr (Grummt, 1981; Zomerdijk et al., 1994a). Chez la levure, des 
approches génétiques ont été d’avantage utilisées (Nogi et al., 1991) permettant 
d’identifier une kyrielle de mutants défectifs pour la transcription de l’ADNr (mutant 
rrn pour « rRNA synthesis défective »). Par cette approche de nombreux gènes 
codant pour des protéines directement impliquées dans l’initiation de l’ARN pol I ont 
été caractérisés (Nogi et al., 1991). On peut citer entre autres les protéines Rrn3, 
Rrn6, Rrn9, Rrn10, Rrn11 impliquées dans l’initiation ou les sous-unités de l’ARN pol 
I Rpa135, Rpa12, Rpa43. La combinaison des approches génétiques et 
biochimiques a donc permis d’identifier chez la levure S. cerevisiae et chez les 
mammifères la majeure partie des facteurs impliqués dans l’initiation de la 
transcription par l’ARN pol I. On peut néanmoins noter que chez la levure, ce crible 
ne permet d’identifier que les protéines ayant pour seul rôle la production de l’ARNr 
et exclut les protéines possédant une autre fonction essentielle. 
II-6- a- Formation du complexe d’initiation chez S. cerevisiae.
Chez S. cerevisiae, le recrutement de l’ARN pol I requiert l’intervention de deux 
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complexes d’initiation qui lui sont spécifiques, le Core Factor (CF) et l’Upstream 
Activating Factor (UAF). Le CF est composé des protéines identifiées par Nogi en
1991, Rrn6, Rrn7 et Rrn11 (Keys et al., 1994; Lalo et al., 1996). On retrouve dans 
UAF les protéines Rrn5, Rrn9, Rrn10, les autres membres de ce complexe sont les 
deux histones H3-H4 et le facteur Uaf30 (Keener et al., 1997b; Keys et al., 1996; 
Siddiqi et al., 2001). Ces deux complexes UAF et CF vont assurer la reconnaissance 
de la région promotrice aboutissant ainsi à la formation du complexe de pré-initiation.
UAF et le CF se fixeront respectivement sur les régions UAS et CE. L’effet 
stimulateur de l’UAF est fortement dépendant de la présence de TBP, même si cette 
protéine ne semble pas associée de manière stable avec ce complexe (Steffan et al., 
1998). TBP, par ses capacités d’interactions avec le complexe UAF et le CF pourrait 
permettre de relier ces deux complexes (Lalo et al., 1996; Steffan et al., 1998).
 Ce complexe composé alors d’UAF, du CF et de TBP est alors reconnu 
spécifiquement par l’ARN pol I qui se doit d’être associée au facteur d’initiation Rrn3 
pour avoir la capacité d’être recrutée au niveau du PIC (Complexe de Pré initiation) 
(Figure 6). On peut noter que la sous-unité Uaf30 contenue dans UAF est nécessaire 
pour la répression de la transcription de l’ADNr par l’ARN Pol II. 
In vitro, les complexes recombinants ne permettent pas la production efficace 
d’ARNr. Il est possible que des facteurs activateurs restent à identifier ou que la 









































Figure 6: Complexe d'initiation de l'ARN pol I. A-Chez S. cerevisiae  l'ARN pol I est recrutée après son 
association avec Rrn3 et la formation du complexe d'initiation comprenant TBP, le complexe UAF 
(Upstream Activating Factor), et le CF (Core Factor). La protéine  Hmo1 ne semble pas être requise pour 
l'initiation mais est localisée sur toute la séquence transcrite dont la région promotrice. B- Chez Homo
Sapiens, on retrouve le complexe SL1 essentiel à la formation du PIC et au recrutement de l'ARN pol I. 
UBF joue un rôle stimulateur dans l'initiation et est localisé sur les régions promotrices et les séquences 
transcrites.
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II-6- b- Recrutement de l’ARN polymérase I
Seulement une minorité d’ARN pol I contenue dans un noyau est active en 
transcription (Milkereit et al., 1997). Il existe donc au sein des cellules différentes 
formes d’ARN pol I. Les ARN pol I compétentes pour l’initiation sont associées à 
Rrn3.
La protéine Rrn3 fut découverte à partir du crible génétique mené dans l’équipe du 
Dr Nomura en 1991 (Nogi et al., 1991). Cette protéine essentielle est très conservée 
puisqu’on la retrouve chez les mammifères (Bodem et al., 2000), chez la levure S.
pombe (Imazawa et al., 2002), et chez S. cerevisiae. La létalité due à la délétion du 
gène RRN3 chez la levure S. cerevisiae est d’ailleurs partiellement supprimée par 
l’expression de son équivalent humain TIF1-A (Moorefield et al., 2000). Rrn3 est 
recrutée sur l’ARN pol I via une interaction avec Rpa43 (Peyroche et al., 2000). Elle 
pourrait ensuite servir de point d’ancrage entre l’ARN pol I et le Core Factor (par une 
interaction avec Rrn6) ou le complexe SL1 (Selectivity factor) respectivement chez S.
cerevisiae et chez les mammifères (Miller et al., 2001; Schnapp et al., 1993). La 
fonction de Rrn3 est donc bien établie mais un débat persiste quant à la capacité de 
l’ARN pol I à se fixer sur le promoteur en absence de Rrn3.  
Chez les mammifères, Shnapp et al ont montré que l’ARN Pol I pourrait être recrutée 
en absence de Rrn3 (Schnapp et al., 1993), mais sans permettre l’initiation de la 
transcription, alors que les résultats du laboratoire de Zomerdijk infèrent vers 
l’impossibilité de l’ARN Pol I seule de s’associer aux régions promotrices (Miller et 
al., 2001). Dans le cas de la levure, il a été publié que l’ARN Pol I ne pouvait être 
recrutée au promoteur en absence de Rrn3 aussi bien in vivo qu’in vitro (Milkereit 
and Tschochner, 1998; Yamamoto et al., 1996). Aprikian et al. en 2001, ont pourtant 
montré qu’un recrutement était possible sans rrn3 mais formerait un complexe non 
compétent pour la transcription ; cette donnée fut confortée chez les mammifères par 
Cavanaugh en 2008 (Aprikian et al., 2001; Cavanaugh et al., 2008). L’ensemble de 
ces résultats implique donc que Rrn3 est essentielle à la formation d’un complexe 
d’initiation compétent pour assumer une activité de transcription. L’association avec 
une ARN Pol I sans rrn3 formerait un complexe inactif pour la transcription,
potentiellement inhibiteur. 
Le recrutement de l’ARN pol I associée à Rrn3 est suivi du démarrage de la 
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transcription avec l’ouverture de la double hélice d’ADN. L’ARN pol I est alors 
capable de catalyser la formation des premiers nucléotides mais sans aucun 
déplacement du complexe le long de l’ADN. Il s’agit de la phase de transcription 
abortive. Ces étapes nécessitent des arrangements structuraux de l’ARN pol I et le 
relargage du facteur Rrn3 (Beckouet et al., 2008; Milkereit and Tschochner, 1998). 
II-6- c- Formation du complexe d’initiation chez les mammifères.
En dépit d’une absence d’homologie de séquence au niveau des régions 
promotrices, il existe une conservation de l’organisation bi-partite du promoteur de 
l’ADNr entre S. cerevisiae et les mammifères. Au même titre que le facteur Rrn3 qui 
apparait très conservé, on peut supposer une conservation des protéines impliquées 
dans la formation du complexe d’initiation chez les mammifères. Toutefois, la 
caractérisation de ces facteurs n’a laissé apparaître que peu d’homologie de 
séquences de l’Homme à la levure. Aucune information sur la structure tri-
dimentionnelle n’étant disponible, on ne peut que spéculer sur une conservation de 
structure.
Ces protéines ont été identifiées pour la plupart par des approches biochimiques 
menées chez la souris et l’Humain ; parmi elles on trouve les protéines du complexe 
SL1 (appelé TIF-1B chez la souris) et UBF (Figure 6).
SL1 (Selectivity factor) est un complexe protéique nécessaire à l’initiation de la 
transcription (Clos et al., 1986; Learned et al., 1985). Il doit son nom à sa capacité de 
rétablir l’initiation de la transcription sur les promoteurs humains en présence de 
facteurs de transcription de souris alors que le facteur SL1 de souris ne peut stimuler 
dans ce cas la transcription (Learned et al., 1985). Chez la souris ce complexe 
apparaît conservé mais il n’est pas fonctionnellement interchangeable in vitro avec
son homologue humain. 
 SL1 forme un complexe de 300 kDa composé de la TBP associée à des TAF (« TBP 
associated factors »). Il s’agit des TAFI110, TAFI63, TAFI48 chez l’humain et TAFI95,
TAFI68, TAFI48 chez la souris (Comai et al., 1994; Heix et al., 1997; Zomerdijk et al., 
1994b). Malgré l’identification de ces facteurs à la fin des années 1990, la 
reconstitution in vitro du complexe d’initiation par des formes recombinantes des 
quatre protéines du complexe SL1 ne semble pas suffisante pour induire la 
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transcription (Heix et al., 1997). Ce résultat négatif peut s’expliquer par l’existence de 
facteurs supplémentaires requis pour l’activité de transcription de l’ARN Pol I. La 
découverte dix ans plus tard dans les cellules humaines d’une quatrième TAF, 
TAFI41, par l’équipe de Zomerdijk illustre cette possibilité (Gorski et al., 2007). 
UBF est une protéine à cinq boites HMGB retrouvée au niveau des séquences 
promotrices des gènes d’ADNr. UBF coopérerait avec SL1 pour organiser le 
complexe d’initiation (Bell et al., 1988; Learned et al., 1986). Cette protéine a été 
purifiée sur la base de son affinité pour la séquence activatrice (UCE) et sa capacité 
à stimuler l’ARN pol I in vitro (Bell et al., 1990; Pikaard et al., 1989). Par sa capacité 
à structurer l’ADN, la fixation d’UBF entrainerait la formation d’une boucle sur l’ADN, 
ou enhanceosome, générant une structure favorable à l’assemblage du PIC (Bazett-
Jones et al., 1994). Le rôle stimulateur d’UBF sur l’initiation semble unanimement 
reconnu mais le mécanisme d’action prête encore à débat. Nous reviendrons 
spécifiquement sur le rôle d’UBF dans la deuxième partie de l’introduction (Chapitre 
II, IV-3).
Il est tentant de faire le parallèle entre le système de transcription humain et de 
levure S. cerevisiae. SL1 semble être l’équivalent fonctionnel du Core Factor en dépit 
d’une homologie de séquence très faible, ils sont tous deux requis pour la 
transcription basale (Keener et al., 1998; Lin et al., 1996; Schnapp and Grummt, 
1991). Seule la sous-unité Rrn7 semble partager une homologie de séquence avec 
TAFI68 (Boukhgalter et al., 2002). Il a récemment été montré que les protéines Rrn7 
et TAF163 partagent des homologies structurales et sont fonctionnellement 
équivalentes aux facteurs TFIIB (Knutson and S, 2011; Naidu et al., 2011).  Les deux 
systèmes d’initiation partagent donc d’importantes similarités fonctionnelles (Rrn3 et 
Tif1A, CF et SL1, TBP humaine et de levure) même si le rôle d’UBF chez l’homme et 
d’UAF chez la levure semble différent. 
II-7- Elongation de l’ARN polymérase I
Nous expliciterons dans une partie ultérieure la régulation de l’élongation de l’ARN 
pol I par des facteurs en « trans ». Cette partie est consacrée à la description 
générale du processus d’élongation commun aux trois ARN pol eucaryotes. Nous 
nous appuierons principalement sur les données évolutives pour comprendre quels 
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sont ces mécanismes généraux de l’élongation. 
Au cours du cycle de transcription, le phénomène de translocation délimite la fin de 
l’initiation et le début du processus d’élongation. Ce changement d’activité se traduit 
par la synthèse des premiers nucléotides et implique une séparation de l’ARN pol I 
du complexe d’initiation. 
L’élongation de la transcription est un processus discontinu, l’ARN pol ne se déplace 
pas à vitesse constante. En fonction de contraintes physiques (chromatine, topologie 
de l’ADN) elle peut moduler ou arrêter transitoirement sa progression. Pour évaluer 
l’élongation, deux paramètres sont à prendre en compte ; la vitesse d’élongation (le
nombre de nucléotides polymérisés par seconde) et la processivité, c’est-à-dire le 
nombre de nucléotides polymérisés par évènement d’initiation.  
Pour assumer cette fonction d’élongation, impliquant l’apparition d’un complexe ARN 
pol-ARN-ADN, des changements de conformation sont requis. L’ARN pol I interagit à 
la fois avec l’ADN matrice, l’hybride ADN_ARN et le transcrit naissant (Brueckner et 
al., 2009).
Chez les archées et les eucaryotes le « stalk » (Figure1) peut interagir avec l’ARN 
mais du fait de la dynamique de cette interaction, il est difficile d’obtenir des données 
structurales permettant une modélisation exacte de cette interaction. Cette région 
n’est pas conservée chez les procaryotes mais dans ce cas la protéine NusA permet 
l’interaction avec l’ARN (Ha et al. 2010).  
Le rôle du « stalk » présent sur les ARN pol eucaryotes semble particulièrement 
important pour l’élongation. En effet, dans le cas de l’ARN pol Archée, l’absence du 
« stalk » diminue in vitro la processivité (Hirtreiter et al., 2009) et l’efficacité de 
transcription des grands gènes. Le « stalk » faciliterait l’interaction avec les transcrits 
naissants et repositionnerait le « clamp » dans une position favorable à l’élongation 
(Armache et al., 2005). De même chez S. cerevisiae, l’absence de Rpb4 diminue la 
présence de l’ARN pol II sur la partie 3’ des gènes les plus grands (Runner et al., 
2008). Le « stalk » est donc requis pour l’élongation des grands gènes. Au vu de la 
taille des gènes d’ADNr, le « stalk » constitué dans l’ARN Pol I de Rpa43 et Rpa14 
pourrait avoir un rôle déterminant dans la phase d’élongation. Les données 
cristallographiques apportées par l’équipe de P. Cramer en 2007 ont d’ailleurs 
permis de montrer que le « stalk » de l’ARN pol I a une structure particulière se 
distinguant de l’ARN Pol II (Kuhn et al., 2007). Enfin, le facteur Rrn3 se fixe chez 
l’ARN Pol I sur le « stalk », et serait impliqué dans la structure de ce dernier. De ce 
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fait, il a été suggéré un rôle de Rrn3 dans l’élongation. La structure de Rrn3 associé 
au « stalk » n’a pas encore été caractérisé structuralement en complexe avec Pol I 
(Grohmann and Werner). 
En résumé, l’élongation est un processus central qui fait intervenir des mécanismes 
conservés. Son étude semble particulièrement pertinente sur un gène de grande 
taille telle que l’ADNr, puisque à une vitesse de transcription estimée à 50 
nucléotides par seconde, la transcription d’un gène d’ADNr de S. cerevisiae prendrait 
environ 2 min durant lesquelles l’ARN pol peut accélérer, s’arrêter ou encore se 
dissocier de la matrice ADN (Cavanaugh and Thompson, 1985; Dundr et al., 2002; 
French et al., 2003). 
II-8-Topoisomérase et transcription ARN Pol I.
Préambule
Tout comme la réplication, le phénomène de transcription soumet la fibre d’ADN à 
des contraintes mécaniques pouvant altérer sa structure. À titre d’exemple, le super 
enroulement en amont de la fourche de réplication forme des structures vrillées qui
empêchent la progression du réplisome. Des protéines sont spécialisées pour 
résoudre le stress topologique infligé par ces processus ADN dépendants. Etant 
donné l’activité transcriptionnelle intense de l’ARN Pol I, il est évident que ce type de 
protéine a un rôle central et nécessaire dans la transcription des gènes d’ADNr.  
II-8-a-les topoisomérases. 
En 1970, James Wang caractérise pour la première fois chez E. coli une enzyme 
capable de relaxer les supertours négatifs de la double hélice d’ADN (Pour revue 
(Kyrpides et al., 1996). Cette découverte est fondamentale puisqu’elle permet de 
valider l’existence de processus tel que la réplication qui sans topoisomérase sont 
théoriquement impossibles. Cette découverte fut suivie par la caractérisation dans 
des cellules de souris d’une activité enzymatique relaxant les super tours positifs et 
négatifs. Ces enzymes sont en fait présentes chez tous les organismes vivants: 
procaryotes, archaebactéries, eucaryotes et virus, elles assurent le maintien du 
degré d’enroulement, empêchent la formation de nœud et permettent la séparation 
des chromosomes (Goto and Wang, 1985; Holm et al., 1985; Wang, 2002). Ces 
protéines appelées topoisomérase sont essentielles à la viabilité de la cellule. Au 
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sein d’un même organisme, l’évolution a fait apparaître des variations de séquences 
entre différentes topoisomérases entraînant des modifications de la fonction de ces 
enzymes. L’action simultanée de ces différentes enzymes assure le maintien du 
degré de superenroulement, la séparation des chromatides en mitose et empêche la 
formation des nœuds. Il existe plusieurs classes de topoisomérases avec parfois des 
rôles antagonistes(Roca, 1995). 
La topoisomérase de type I, divisée elle même en deux sous type IA et IB, agit sous 
forme de monomères et effectue des coupures simples brin dans l’ADN permettant le 
passage de l’autre brin à travers la coupure simple brin (Type IA) ou la libre rotation 
autour de l’autre simple brin (Type IB). La topoisomérase II se présente ,elle, sous 
forme d’homodimères et va assurer une coupure double pour relâcher des stress de 
torsions ou permettre la séparation des chromatides notamment pendant la mitose. 
Le dimère se lie à l’ADN sur un segment nommé « G » et capture un autre segment 
nommé T après la captation de deux molécules d’ATP (Roca, 1995). L’hydrolyse 
d’un ATP permet le passage du brin T à travers le segment G, ce dernier ayant été 
clivé. L’hydrolyse du second ATP permettra au complexe topoisomérase de relâcher 
le segment T et de pouvoir potentiellement réinitier un cycle.  
II-8-b-les topoisomérases et transcription par l’ARN Pol I. 
L’activité transcriptionnelle intense de l’ARN pol I nécessite l’intervention de 
topoisomérases pour soulager les stress torsionnels. Dans les cellules eucaryotes, 
deux topoisomérase majeures sont liées au stress induit par la transcription : Top1 et 
et Top2 (Wang, 2002). Dans la plupart des situations, même si leurs mécanismes 
d’action sont différents, elles peuvent se substituer l’une à l’autre et résoudre des 
torsions négatives et positives. L’activité de ces topoisomérases est donc requise 
pendant la transcription qui crée des super tours positifs en amont de l’ARN pol et 
négatif en aval. Chez la levure, l’action de ces topoisomérases est requise pour la 
synthèse des ARNr (Brill et al., 1987b; Yamagishi and Nomura, 1988). La synthèse 
du pré-ARN n’est que peu affectée en absence de Top1 mais la déplétion simultanée 
de Top1 et Top2 compromet définitivement la transcription des gènes d’ADNr. Un 
lien génétique entre TOP1 et RPA34  a été suggéré par Olivier Gadal en 1997 
(Gadal et al., 1997). En effet, la sous-unité Rpa34 devient essentielle en absence de 
la topoisomérase I. Ce lien entre la sous-unité Rpa34 et Top1 a été observé ensuite 
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en double hybride (Beckouet et al., 2011). Bien que la nécessité d’une activité 
topoisomérase pour l’activité ARN Pol I soit évidente, l’implication exacte de ces 
protéines est encore peu comprise. Brill a tenté d’élucider l’implication des Top1 et 
Top2 sur la transcription de l’ADNr. En utilisant des constructions génétiques dont la 
transcription dépend par l’ARN Pol I, il a montré que les topoisomérases sont 
principalement requises pour l’élongation de l’ARN Pol I sur des grands gènes, 
l’initiation étant moins affectée. En effet, l’accumulation de supertours négatifs 
générés par l’ARN Pol I facilite l’ouverture des régions promotrices et donc l’initiation, 
a contrario, les super tour positifs s’accumulant devant l’ARN Pol I empêchent sa 
progression (Brill et al., 1987a; Brill et al., 1987b). L’action des topoisomérases 
permet de lever ce point de blocage. Ce rôle des topoisomérases dans la 
transcription ARN Pol I a été confirmé récemment par deux publications du groupe 
de D. Tollervey et de A. Beyer(El Hage et al., 2010; French et al., 2010). Dans ces 
études, les auteurs montrent que la Top1 interviendrait principalement pour corriger 
les torsions négatives après le passage de l’ARN Pol I. En absence de la Top1, on 
aurait alors l’apparition de larges bulles d’ADN simple brin générées par l’ARN Pol I 
en élongation (Figure 7) (French et al., 2010). De plus l’absence de Top1 favoriserait 
un phénomène caractérisé chez E. coli qu’est la formation des R-Loop (Drolet,
2006). Les R-loop correspondent à la formation d’hybrides ARN-ADN hors de la bulle 
de transcription. Ces hybrides ARN-ADN sont très stables et bloquent l’élongation 
(Tous and Aguilera, 2007). L’absence de Top1 conduit à la formation de telles 
structures dans l’ADNr chez S. cerevisiae (Figure 7). Ce phénomène délétère pour la 
transcription est logiquement amplifié en absence de l’activité RNase H qui permet 
de dégrader les hybrides ARN-ADN (El Hage et al., 2010). Concernant Top2, son 
rôle semble d’avantage lié aux relâchements des supertours positifs en amont de 
l’ARN Pol I, son absence entraine un ralentissement de l’élongation de l’ARN Pol I 
(French et al., 2010). Ces études et les travaux de Lavelle concernant la topologie de 
l’ADN suggèrent que Top1 et Top2 peuvent tous deux agir sur les supertours 
négatifs et positifs pendant l’élongation de l’ARN Pol I. Cependant les matrices 
d’ADN présentes derrière et devant l’ARN Pol I constituent des substrats plus 
accessibles respectivement pour la Top 1 et la Top 2(Salceda et al., 2006). Ainsi, la 
Top1 serait requise pendant l’élongation par l’ARN Pol I pour éviter la formation de 
« R-loop » et la Top2 résoudrait l’accumulation de super tours positifs rencontrés par 
l’ARN Pol I (El Hage et al., 2010; French et al., 2010; Lavelle, 2008). 
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Figure 7: Rôle des topoisomérases 1 et 2 dans la transcription ARN pol I. A-Photographie d'un gène 
d'ADNr transcrit par l'ARN pol I en absence de Top1, observé en microscopie électronique. Les photo-
graphies 1 et 2 correspondent à des grossissements des régions correspondantes indiquées par une 
flèche (1) et (2). B- Schematisation des conséquences de l'absence de Top1 (4), Top2 (2) et de la 
RNase H (5). En absence de la Top2, on observerait une accumulation de stress torsionnel positif en 
amont de l'ARN pol I. Au contraire l'absence de la Top1 provoque du stress torsionnel négatif après le 
passage de l'ARN pol I se traduisant par l'apparition de "R-loop" et de "topo-bubble" (4). L'absence de 




II-9- Terminaison de la transcription
La terminaison de la transcription est un évènement crucial puisqu’il permet à la fois 
le relargage du transcrit néo-synthétisé et le recyclage efficace de l’ARN pol I. Les 
premières expériences in vitro à partir de facteurs purifiés ont permis de définir la
région terminatrice située juste en aval de la région codante pour le précurseur des 
grands ARNr (Lang et al., 1994). Chez S. cerevisiae, le terminateur est une 
séquence notée T1 située 13 nucléotides après la région transcrite, chez les 
mammifères le terminateur se décline sous forme de 8 répétitions (notées T1-T8) 
situées 21 nucléotides en aval de la région transcrite (Grummt et al., 1985; Grummt 
et al., 1986). Les études menées dans ces deux organismes ont permis d’identifier 
une protéine s’accrochant à l’ADN au niveau de ces terminateurs. Il s’agit de la 
protéine Reb1 et TTF1 respectivement chez S. cerevisiae et chez les mammifères 
(Grummt et al., 1986; Lang and Reeder, 1993). L’accrochage de cette protéine serait 
responsable de l’arrêt de la polymérase en cours d’élongation promouvant ainsi la 
terminaison à proximité d’une région riche en pyrimidine (Lang et al., 1994). Les 
protéines Reb1 et TTF1 contiennent un domaine de liaison à l’ADN qui apparaît 
conservé, d’ailleurs ces deux protéines sont interchangeables in vitro (Kuhn et al., 
1990). La conservation de ces protéines renforce l’idée de leur importance dans le 
processus de terminaison. L’utilisation de matrices d’ADN immobilisées a montré que 
la région terminatrice et le facteur de pause Reb1 sont requis, mais pas suffisants 
pour la dissociation du complexe ternaire (ARN-ADN-ARN pol) (Lang et al., 1994; 
Mason et al., 1997). L’étude de Reb1 dans le cadre de la terminaison de l’ARN Pol I 
est compliquée par la fonction essentielle de Reb1 comme facteur de transcription 
Pol II (Morrow et al., 1990). La terminaison de la transcription ne se limite pas à 
l’arrêt de l’élongation, mais nécessite le décrochage du complexe ternaire et la 
libération du transcrit, il existe probablement d’autres protéines que Reb1 impliquées 
dans le processus de terminaison.  
Des études plus récentes ont confirmé l’existence de nouvelles protéines impliquées 
dans la terminaison de l’ARN pol I qui agiraient selon un mécanisme commun à 
l’ARN Pol II. Il s’agit de la terminaison en « torpédo » (Kawauchi et al., 2008; Kim et 
al., 2004; West et al., 2004). Ce mécanisme impliquerait une « RNase III–like 
endonucléase » Rnt1 qui reconnaît et clive des structures en boucles sur le pre-ARN. 
 33
Ainsi, de manière co-transcriptionnelle, Rnt1 va cliver en 3’ le transcrit dans l’ETS 
libérant le précurseur des ARNr (Kufel et al., 1999). Une exonucléase (Rat1) va 
ensuite intervenir en association avec l’hélicase Sen1 pour assurer la dégradation de 
la région 5’, résultant du clivage de Rnt1, jusqu’à la dégradation complète de l’ARN 
restant associé à l’ARN Pol I. Cette dégradation entrainera une déstabilisation de 
l’ARN pol provoquant son décrochage (Figure 8-A) (El Hage et al., 2008; Kawauchi 
et al., 2008). Récemment, il a été suggéré que la kinase Gcr3 prendrait part à ce 
processus en maintenant la phosphorylation sur le produit de clivage de Rnt1. Cette 
phosphorylation permettrait l’action de Rat1 pour conclure efficacement le processus 




































5S région 3' 35S  région 5' 35S
Figure 8: Terminaison de l'ARN pol I chez S. cerevisiae. A- (1) Le transcrit néoshynthétisé par l'ARN 
pol I  forme une structure secondaire reconnu par Rnt1. (2) Rnt1 va cliver le pré-ARNr. (3) On assiste 
alors à la dégradation complète du transcrit par Rat1, en absence de clivage Rrnt1, un second clivage 
semble pouvoir se produire en T1 où l'ARN pol I est en pause au contact de Reb1 (3) entrainant la termi-
naison (D'après El Hage et al. 2011, Braglia et al. 2010). B- Photographie en microscopie électronique 
de la région comprise entre la région 3' du gène d'ADNr et le gène 5S (Flèche grise). Les flèches noires 
présentent les ARN pol qui ne sont pas présentes dans un contexte sauvage et montrant le défaut de 
terminaison induit par l'absence de Rpa12. (D'après Prescoot et al. 2004)
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Les deux modèles de terminaison par Reb1/TTF1 ou par « torpédo » ne sont pas en 
contradiction et apparaissent au contraire complémentaire. En effet, si le clivage par 
Rrnt1 n’a pas lieu, un second clivage en T1 peut avoir lieu. Ce second clivage n’est 
possible que si l’ARN pol est en pause grâce à l’action de Reb1 (Braglia et al., 2011).
De même, en absence de Rnt1 un second site de terminaison T2 situé juste avant la 
région couverte par Fob1 est impliqué dans l’arrêt de la transcription (Braglia et al., 
2011; Reeder et al., 1999). 
Enfin, il est à noter que la délétion de REB1 ou de RNT1 chez S. cerevisiae cause un 
défaut de terminaison moins important que celui observé dans le cas de la délétion 
du gène RPA12 (Kawauchi et al., 2008; Prescott et al., 2004). Rpa12 est impliquée 
dans la terminaison puisqu’en son absence, on observe sur des arbres de Miller des 
ARN pol I dans les espaces intergéniques (Figure 8-B). Ce débordement de l’ARN 
pol I hors des séquences transcrites illustre un défaut de terminaison et semble 
responsable d’un défaut de croissance chez S. cerevisiae et chez S. pombe
(Imazawa et al., 2001; Nogi et al., 1993). Rpa12 est une sous-unité de l’ARN pol I 
composée de deux parties : le domaine N-Terminal permet l’accrochage aux autres 
sous unité de l’ARN pol I alors que le domaine C-terminal de Rpa12 contient une 
homologie de séquence avec TFIIS (Van Mullem et al., 2002). TFIIS est un facteur 
de transcription de l’ARN pol II permettant le clivage du transcrit (Wind and Reines, 
2000). L’équivalence avec TFIIS a été confirmée par l’équipe de Cramer en montrant 
que cette sous-unité Rpa12 était capable de promouvoir le clivage du transcrit sur un 
complexe d’élongation en pause (Kuhn et al., 2007). Conséquemment, l’ARN Pol I 
possède en son sein une activité intrinsèque de clivage médiée par Rpa12, et ne 
semble pas nécessiter comme l’ARN pol II un facteur supplémentaire tel que TFIIS 
(Tschochner, 1996). Cette activité de clivage serait une actrice majeure du 
processus de terminaison, mais pas seulement. Elle pourrait s’avérer utile dans le 
cas d’un blocage d’une ARN pol I en cours d’élongation permettant son décrochage.
Ce phénomène, dans lequel TFIIS est un acteur clef, a été caractérisé pour le 
moment uniquement dans le cas de l’ARN Pol II (Saeki and Svejstrup, 2009).
II-10- Recyclage de l’ARN polymérase I
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Nous venons de décrire le rôle de TTF1 et de Reb1 dans la terminaison. Cependant 
la littérature suggère que TTF1 et Reb1 pourraient avoir d’autres fonctions, 
notamment dans le recyclage de l’ARN pol I permettant une ré-initiation plus efficace. 
En effet, ces protéines se fixent non seulement sur le terminateur mais aussi sur une 
séquence d’environ 200 pb située en amont du promoteur, et nommée terminateur
proximal T0 (Vogelauer et al., 1998). Chez les mammifères, tout comme chez S.
cerevisiae, cette séquence influe sur l’initiation de la transcription par l’ARN pol I 
(Grummt et al., 1986); (Kulkens et al., 1992). Reb1 serait capable de s’oligomériser 
et de se fixer à la fois sur le terminateur et la séquence T0 ce qui conduirait à 
l’apparition d’une boucle permettant de mettre en contact les régions terminatrices et 
initiatrices. Ainsi les ARN pol I finissant un cycle de transcription pourraient être 
directement engagées dans un nouveau processus d’initiation (Kulkens et al., 1992). 
Chez les mammifères, il est maintenant admis qu’il existe un contact entre les 
régions promotrices et terminatrices des gènes d’ADNr ; TTF1 a été décrit comme 
capable d’organiser de tel repliement (Nemeth et al., 2008). Les facteurs TTF1 et 
Reb1 seraient alors des facteurs organisateurs qui structurent les unités d’ADNr afin 
de faciliter la transcription (Figure 9).













Figure 9: Modèle d'action de la protéine Reb1 dans le mécanisme de recyclage de l'ARN pol I.
La protéine Reb1 peut se fixer à la fois sur la séquence de terminaison T1 et au niveau du terminateur 
proximal T0. L'oligomérisation de Reb1 au niveau de ces sites permettrait un rapprochement du 
promoteur des sites de terminaison. La promiscuité de ces deux régions aux rôles antagonistes favori-
serait la réinitiation de la transcription par l'ARN pol I. 3 unités de transcription sont représentées en 
rouge, en vert et en noir sur chacune d'entre elles, est indiquée la zone d'accrochage de Reb1. Le 
schéma du bas représente l'organisation de ces deux unités en cas d'oligomérisation de Reb1. 
(D'après Kulkens et al. 1992).
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III-Fonction des deux sous-unités spécifiques de l’ARN Pol I
Nous avons vu dans l’introduction que l’ARN pol I de S. cerevisiae est formée de 14 
sous-unités. Dix de ses sous-unités forment le core catalytique commun avec l’ARN 
pol archéenne. Les quatre sous-unités restantes Rpa14, Rpa34, Rpa43 et Rpa49 ne 
sont pas requises pour l’activité catalytique. Ces sous-unités sont impliquées dans le 
fonctionnement spécifique de l’ARN pol I.
 Rpa43 et Rpa14 forment un hétérodimère spécialisé dans le recrutement du facteur 
Rrn3. Cette interaction est requise pour la spécificité de l’initiation de la transcription 
par l’ARN pol I et ne peut avoir lieu avec les autres ARN pol. D’ailleurs, la structure 
de la « tige » (« stalk ») formée par Rpa43 et Rpa14 est un attribut structural 
spécifique de l’ARN Pol I (Kuhn et al., 2007). 
Les sous-unités Rpa34 et Rpa49 ont été découvertes il y a plus de 30 ans et n’ont 
pas d’équivalent dans les autres ARN pol eucaryotes et archéennes, nous allons 
décrire ici les informations sur la fonction de ces deux sous-unités.  
III-1-Sous-unités spécifiques de l‘ARN polymérase I : Rpa34 et Rpa49
Ces deux polypeptides ont été caractérisés comme étant des composants de la 
polymérase I chez la levure dès 1975 par Huet (Huet et al., 1975). Dans cette 
publication, Huet avait décrit une forme de polymérase, obtenue après certaines 
conditions de purification, appelé Pol A* où Rpa34 et Rpa49 étaient absents. In vitro,
il s’avère que cette forme Pol A* et l’enzyme complète ont une transcription non 
spécifique équivalente sur matrice d’ADN double brin. 
 Ces deux sous-unités ont alors été définies comme faiblement associées à l’ARN 
pol I et n’intervenant pas dans l’activité catalytique de l’ARN pol I. Les études qui ont 
suivi ont montré que ces sous-unités n’étaient pas essentielles à la survie, même si 
l’invalidation de RPA49 provoque un phénotype de cryosensibilité (Gadal et al., 
1997; Liljelund et al., 1992).
III-2-Conservation évolutive de Rpa34 et Rpa49 
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Chez la levure de fission S. pombe ou chez les mammifères, la plupart des sous-
unités composant l’ARN pol I semblent conservées avec celles retrouvées chez S.
cerevisiae (tableau 2). Cependant, la conservation des sous-unités spécifiques 
Rpa34 et Rpa49 apparait moins évidente.  
Chez la levure S. pombe, un équivalent de Rpa49 de S. cerevisiae a été identifié en 
2003 ; il s’agit de la protéine Rpa51. Elle a été définie comme une sous-unité non 
essentielle à l’activité catalytique mais nécessaire à l’ARN pol I pour assurer un haut 
taux de transcription (Nakagawa et al., 2003). Concernant Rpa34, aucun équivalent 
n’a été identifié dans chez l’Homme et chez S. pombe.
Chez les mammifères, il a été suggéré que Rpa34 et Rpa49 soient respectivement 
équivalentes aux protéines humaines CAST (CD3 -associated signal transducer) 
(PAF49 chez la souris) et PAF53 (polymerase associated factor 53Kda) (Panov et 
al., 2006b). Ces deux polypeptides sont en effet décrits comme associés à l’ARN pol 
I chez l’Homme et présentent des homologies de séquences avec Rpa34 et Rpa49
(Figure 10). Chez la souris, ces deux sous-unités sont retrouvées et peuvent être 
séparées de la polymérase sous certaines conditions chromatographiques donnant 
une polymérase Pol A, qui comme Pol A* de levure est capable d’assurer une 
transcription non spécifique (Hanada et al., 1996; Yamamoto et al., 2004). Il est 
intéressant de noter que ces deux protéines CAST et PAF53 ont toutes deux été 
décrites comme capables d’interagir avec le facteur UBF et d’influer directement sur 
l’initiation de la transcription (Hanada et al., 1996; Seither et al., 1997) ,(Panov et al., 
2006). De plus, il a été proposé que ces deux facteurs faiblement associés à l’ARN 
pol I pourraient participer directement à la régulation de la transcription étant donné 
que leur localisation nucléolaire est corrélée à la croissance. En effet, PAF53 et 
CAST chez la souris sont délocalisées du nucléole dans un milieu de croissance 
cellulaire pauvre en nutriment (Hanada et al., 1996; Yamamoto et al., 2004), même si 
cette relocalisation n’est pas toujours observée dans le cas de Paf53 (Seither et al., 
1997).









































   ?
Rpa51
Tableau 2: Conservation évolutive des sous unités d'ARN pol d'humain, de S. pom e, et de S. cere-
visiae. Les sous unités spécifiques sont indiquées en rouge. ? signifie qu'aucune protéine n'a encore 






























Figure 10: Structure de l'ARN pol I. A- Représentation de l'ARN pol II,  le cercle rouge montre la locali-
sation  probable de l'hétérodimère Rpa34-Rpa49 d'après Khun et al.2007.  Les données cristallographi-
que  à partir de l'ARN pol II ne font apparaitre aucune densité dans cette région, contrairement à l'ARN 
pol I. B- Schéma de l'agencement des différentes sous unités au sein de l'ARN pol I. En gris foncé est 
représenté le core enzyme, en gris clair les sous unités communes entre les 3 ARN pol eucaryotes et 
archéennes et en rouge les sous unités spécifiques.
 91
Enfin, des tests de complémentation hétérospécifiques par CAST et PAF53 ont été 
menés chez la levure S. cerevisiae pour conclure quant à leur conservation 
fonctionnelle. Aucune des complémentations par CAST ou PAF53 n’a pu corriger un 
phénotype provoqué par l’absence respective de Rpa34 ou Rpa49 (Nakagawa et al., 
2003; Panov et al., 2006). Ce résultat négatif, additionné à la faible homologie de 
séquence entre ces différentes protéines (Figure 11), empêche de trancher quant à 
la conservation de la fonction de ces deux sous-unités humaines avec leurs 
équivalents putatifs chez S. cerevisiae. La partie résultat de cette thèse traitera, entre 
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Figure 11 : Alignement des équivalents supposés de Rpa34 (S. cerevisiae) chez les levures 
(S.pombe, Y.lipolytica) et des vertébrés (P. marinus et H. sapiens). A- Localisation des domaines 
de similarité entre orthologues de levure S. pom e, . ipo ica et des vertébrés . marin s et H. sapi-
ens. Les domaines I et II ont été identifiés en utilisant MACAW  et sont présents chez tous les ortho-
logues. Le domaine III correspond à une distribution atypique de résidus chargés. a.a(acides aminés) 
B- Domaine de similarité I et II. Les alignements sont réalisés à partir des domaines identifiés par 
MACAW, avec T-Coffee . C- Distribution des résidus chargés dans le domaine III.  Les cartes acido-
basiques des orthologues humains et de S. cerevisiae sont réalisées avec DNA strider.(A-acide, 
B-basique)D, E: Similarités de séquences entre les protéines Rpa49 (S. cerevisiae), Paf53 
(Homo sapiens), SpRpa49 (S. pombe). D- Distribution des domaines conservés sur la séquence 
protéique de Rpa49 de S. cerevisiae. Le domaine III correspond à la conservation des propriétés 
basiques de l'extrèmité C-terminal dans les trois espèces. E- Domaines de similarités entre Rpa49, 
PAF53, SpRPA49. Les domaines I et II ont été identifiés par alignement de séquences par T-coffee. 
Le domaine I correspond à la zone d'intéraction de la sous-unité de S. cerevisiae Rpa49 avec Rpa34. 
a.a;acide amine.
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III-3-Rôle des sous-unités spécifiques de l’ARN Pol I
Chez la levure S. cerevisiae, les rôles de ces deux sous-unités Rpa34 et Rpa49 ont 
rapidement été liés. Une interaction entre ces deux protéines a en effet été suggérée 
dès 1997, l’absence de l’une provoquant la déstabilisation de l’autre (Gadal et al., 
1997; Huet et al., 1975). Pourtant, les premières données structurales de Bischler 
concernant Rpa34 et Rpa49 au sein de l’holoenzyme indiquaient que ces deux sous-
unités étaient distantes (Bischler et al., 2002). Bischler et ses collaborateurs avaient 
utilisé les données de microscopie électronique à 1,6 nm de résolution pour avoir 
une idée précise des contours de l’ARN Pol I (Bischler et al., 2002; De Carlo et al., 
2003). Ils ont ensuite comparé cette structure à celle obtenue en présence d’anti-
corps spécifique de Rpa34 et de Rpa49. Une nouvelle densité sur les contours tri-
dimensionnels de l’ARN Pol I est observée au microscope électronique et est due 
aux anticorps et donc à la présence des sous-unités ciblées. 
Par des approches différentes, l’équipe de P. Cramer a obtenu des donnés 
concordantes avec une possible interaction de ces sous-unités. Dans cette étude 
Kuhn et ses collaborateurs se sont d’abord appuyés sur les donnés 
cristallographiques de l’ARN Pol II obtenues en 2001 (Cramer et al., 2001). La 
comparaison de cette structure avec celle de l’ARN Pol I visualisée par microscopie 
électronique a révélé la forte conservation structurale entre les deux complexes 
multimériques (Armache et al., 2003; Cramer et al., 2001). On retrouve dans les 
deux structures la région catalytique, les mâchoires, ou encore la pince avec une 
forme comparable. A contrario, des régions se distinguant de cette structure pourront 
être considérées comme potentiellement liées à la présence des sous-unités 
spécifiques de l’ARN Pol I. Dans le but d’identifier ces régions, ils ont comparé la 
structure 3D de l’ARN Pol I en absence ou en présence de Rpa34 ou de Rpa49. Le 
déficit de densité électronique des deux formes incomplètes (rpa34∆, rpa49∆) est 
logiquement associé aux sous-unités manquantes et se situe dans les deux cas à 
l’arrière de l’ARN pol I suggérant qu’elles s’associent l’une à l’autre (Figure 10). Cette
protrusion formée par les deux sous-unités spécifiques Rpa34 et Rpa49 n’est pas 
retrouvée dans l’ARN Pol II. (Figure 11-A-B) 
Enfin, dans cette étude il a été montré que Rpa34 et Rpa49 présenteraient des 
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homologies structurales avec les facteurs Rap74 et Rap30 appartenant aux 
complexes TFIIF. TFIIF est un facteur de transcription de l’ARN pol II qui semble 
avoir différents rôles mais la fonction qui semble la mieux caractérisée est celle liée à 
l’élongation (Conaway et al., 2000; Dvir et al., 2001). L’effet positif de TFIIF sur 
l’élongation a été étudié in vitro et in vivo. Cette homologie suggère que Rpa49 
pourrait avoir un rôle dans l’élongation par l’ARN pol I.  
La partie expérimentale de cette thèse permettra d’apporter de nouvelles 
informations sur le rôle et la conservation de ces deux sous-unités. Je présenterai les 
données concernant Rpa34 et Rpa49 issues de l’étude de l’équipe de Cramer 
publiée en 2010, concomitante à mon étude, dans la partie résultats. Je reviendrai 
donc plus tard sur les nouvelles données apportées par l’équipe de Cramer et les 
confronterai à nos résultats(Geiger et al., 2010). 
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CHAPITRE II:  
Régulation de la transcription par l’ARN 
polymérase I 
Préambule
 Chez E. coli, tout comme chez les eucaryotes, le contenu en ribosomes varie selon 
la croissance. La synthèse d’ARNr est donc soumise à une régulation permanente, 
permettant de répondre aux besoins de la cellule. Des changements de conditions 
nutritionnelles, environnementales ou de stress sont des stimuli suffisants pour 
adapter le taux de synthèse des ARNr (Grummt, 1999; Nomura, 1999; Warner, 
1999). La transcription de l’ADNr par sa complexité peut être régulée à différents 
niveaux, cette caractéristique lui confère une plasticité et une capacité d’adaptation 
unique. Nous allons nous intéresser dans cette partie aux mécanismes impliqués 
dans le processus de régulation transcriptionnelle de l’ARN pol I. Deux voies 
majeures de régulation de la synthèse de l'ARN ribosomique ont été décrites: la 
modulation du nombre de PIC (complexes de pré-initiation) et les mécanismes 
modulant l'activité de l’ARN Pol I (indépendamment de la formation des PICs). Nous 
nous focaliserons dans un premier temps sur la régulation de l’ARN Pol I par des 
facteurs protéiques influençant  le processus d’initiation et d’élongation. Puis nous 
aborderons des aspects davantage liés à la chromatine. Nous insisterons notamment 
sur le rôle des protéines HMGB et des nucléosomes qui déterminent l’accessibilité 
du locus d’ADNr pour l’ARN Pol I et sa capacité de transcription.  
I-Régulation de l’initiation
L’initiation est un processus essentiel puisqu’il va déterminer le nombre d’ARN pol I 
actives en transcription. L’organisation des régions promotrices montre une certaine 
conservation entre la levure et les mammifères mais la caractérisation des facteurs 
d’initiation au sein de ces organismes n’a révélé que peu d’homologie de séquence 
(Chapitre I, II-6). On suppose maintenant que les complexes protéiques de 
mammifère SL1/TIF1B sont équivalents au « Core Factor » de levure, car ces deux 
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complexes se lient au promoteur basal. Cependant, ces deux complexes d’initiation 
partagent très peu d’homologie (Keener et al., 1998; Schnapp and Grummt, 1991).
De même, le facteur UBF serait équivalent à Hmo1 mais un rôle d’Hmo1 dans 
l’initiation n’a jamais été montré. Dans cette partie, nous nous contenterons de traiter 
des mécanismes de régulation liés à des facteurs d’initiation qui semblent 
fonctionnellement conservés de l’Homme à la levure S. cervisiae.
I-1-Rrn3 et la voie TOR
Chez S. cerevisiae, la voie TOR (Target Of Rapamycine) régule la biogenèse des 
ribosomes au niveau transcriptionnel et traductionnel, et joue un rôle primordial pour 
coupler la capacité de croissance des cellules avec la formation des ribosomes 
(Powers, 2004). La voie TOR est étroitement conservée de la levure à l’Homme.
L’inhibition de cette voie peut être déclenchée par la rapamycine. L’utilisation de 
cette drogue mime des conditions pauvres en nutriments ou de quiescence et 
conduit à une diminution de la transcription par l’ARN Pol I, mais aussi de la 
transcription des gènes codant pour des protéines ribosomiques ou des ARNt qui 
sont synthétisés par l’ARN Pol II et l’ARN pol III respectivement (Powers and Walter, 
1999). La voie TOR est donc un processus central qui coordonne l’activité des trois 
ARN pol eucaryotes mais dont la mécanistique n’est pas encore entièrement 
élucidée (Figure 12). Cependant, il semble acquis qu’un des processus de régulation 
est dépendant de la phosphorylation de certaines protéines cibles. Rrn3 est l’une 
d’entre elles (Cavanaugh et al., 2002). Comme nous l’avons expliqué 
précédemment, l’ARN pol I in vivo et in vitro n’est pas capable d’engager un cycle de 
transcription si elle n’est pas associée à Rrn3 (Milkereit and Tschochner, 1998; 
Yamamoto et al., 1996). À ce titre Rrn3 semble être une cible de choix de la voie 


















Figure12: Schéma du mode de régulation potentiel par la voie TOR. Sch9 peut être phosphorylé 
par TORC1, ces deux kinases font parties des deux effecteurs principaux. Sch9 peut permettre l'activa-
tion du facteur Rrn3, empêcher l'effet des protéines inhibitrices Maf1 sur la transcription par l'ARN pol 
III et phosphoryler Stb3, Dot6, Tod6, Rpd3L pour réguler l'activité de l’ARN pol II sur la transcription des 
gènes codant pour des protéines ribosomiques. En présence de rapamycine l'absence de ces phos-
phorylations par TORC1 et Sch9 provoque une diminution de la transcription. (Adapté de Huber et al. 
2009, Wei et al, 2009).
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Il a été montré que chez la levure S. cerevisiae les complexes Rrn3-ARN Pol I sont 
en quantité limitée en phase stationnaire (Milkereit and Tschochner, 1998). La 
réduction de ces complexes effectifs en transcription serait due à une dégradation de 
Rrn3 après inactivation de la voie TOR mais surtout à une diminution de la synthèse 
de nouvelles protéines Rrn3 (Philippi et al., 2010) alors que la quantité d’ARN pol I 
resterait stable. L’importance du facteur Rrn3 dans la régulation de la transcription 
est parfaitement illustrée par l’utilisation de la souche mutante CARA (pour 
Constitutive Association de Rrn3 et A43). Cette souche contient une modification 
génétique permettant l’expression constitutionnelle de la protéine Rpa43 fusionnée à 
Rrn3. Dans ces conditions, on observe une résistance accrue à la rapamycine et un 
maintien de la transcription par l’ARN Pol I, mais aussi de la transcription par l’ARN 
Pol II et du 5S par l’ARN Pol III (Laferté et al., 2006). Rrn3 est donc une cible
clairement établie de la rapamycine mais qui n’influence pas seulement la régulation 
de la transcription par l’ARN Pol I mais aussi celle de l’ARN Pol II et l’ ARN Pol III. 
Cette conclusion, faisant de Rrn3 une protéine centrale dans la réponse à la 
rapamycine, est cependant à nuancer puisqu’une étude récente suggère que la 
diminution de la quantité des protéines ribosomiques est un évènement suffisant 
pour réduire la transcription par l’ARN Pol I (Reiter et al., 2010). Le travail de l’équipe 
du Docteur Warner publié en 2007 pourrait expliquer pourquoi la souche CARA est 
davantage résistante à la rapamycine concernant la transcription des gènes codants 
pour les protéines ribosomiques. Le complexe CURI serait impliqué ; Utp22 et Rrp7 
sont liées aux pré-ARNr en cours de transcription, si la transcription par l’ARN pol I 
diminue, ces protéines sont relarguées et forme le complexe CURI en s’associant à 
CK2 et Ifh1. Une partie des protéines Ifh1 ne peut donc plus stimuler la transcription 
des gènes codant pour les protéines ribosomiques. Il est possible que l’effet observé 
dans la souche CARA après traitement à la rapamycine soit dû au fait que la 
transcription par l’ARN pol I est maintenue grâce à la fusion Rpa43-Rrn3, en
conséquence les protéines Utp22 et Rrp7 ne forment pas immédiatement le 
complexe CURI et la transcription dépendante de Ifh1 peut se poursuivre plus 
longtemps(Rudra et al., 2007). Il semble donc trop simple de réduire la réponse à la 
rapamycine à l’inhibition de seulement une des trois ARN pol ; ces études renforcent 
au contraire l’idée d’interdépendance des 3 ARN pol et d’une régulation systémique 
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ciblant ces trois machineries de transcription. La protéine Sch9 pourrait être à la 
base de cette régulation(Huber et al., 2011).
Chez les mammifères, l’importance du facteur TIF1-A dans la transcription par l’ARN 
Pol I a vite été établie. Les premières expériences de transcription in vitro à partir 
d’extraits de cellules en quiescence ont montré que l’ARN Pol I était inactive mais 
que la transcription pouvait être activée par l’ajout d’extrait issu de cellule en phase 
de croissance. Le facteur responsable de cette activation a été identifié comme étant 
TIF1A (Buttgereit et al., 1985). En phase de quiescence, chez les mammifères TIF1A 
est délocalisé du nucléoplasme vers le cytoplasme ce qui explique l’incapacité à 
initier la transcription. Le facteur Rrn3/Tif1A est donc une cible conservée au cours 
de l’évolution pour réguler la synthèse d’ARNr.  
Il semblerait que cette régulation se fasse autour de modification post-
traductionelles, notamment des phosphorylations. Il a notamment été proposé que la 
phosphorylation de la sous-unité Rpa43 serait déterminante quant à la capacité de 
Rrn3 d’être recrutée (Peyroche et al., 2000). Cependant, une analyse systématique 
du rôle de chacun des sites de phosphorylation identifiés sur Rpa43 a été réalisée et 
ne confirme pas l’importance de ces phosphorylations dans le recrutement de Rrn3 
(Gerber et al., 2008). Il reste possible que certains sites de phosphorylation n’aient 
pas été explorés, mais ces données ne sont pas en faveur d’une régulation via la 
phosphorylation de Rpa43. La régulation pourrait se faire par des phosphorylations 
directement sur Rrn3. Des études récentes (Li et al., 2006a; Tsang et al., 2010) de
l’équipe de Steven Zheng ont montré que la sérine thréonine kinase TOR était 
localisée spécifiquement sur le promoteur des gènes d’ADNr chez la levure S.
cerevisiae et chez les mammifères. Cette localisation est dépendante des conditions 




TFIIH est un complexe multi-protéique de grande taille (510 kDA) conservé chez 
l’Homme et chez la levure S. cerevisiae. Ce facteur hétéromultimérique semble 
impliqué dans différentes fonctions. Il est par exemple impliqué dans les processus 
de réparation de l’ADN par excision de nucléotides (NER) qui prend en charge la 
réparation des lésions dues aux ultraviolets (Egly, 2001), son activité requiert 
notamment une double activité ADN hélicase portée par Rad3 et Rad25 chez la 
levure.
Les données actuelles sur ce facteur TFIIH indiquent qu’il interviendrait davantage
dans le processus d’initiation. En effet, il ne semble pas être enrichi dans la 
séquence transcrite mais plutôt au promoteur des gènes d’ARN Pol II (Mayer et al., 
2010). TFIIH possède en son sein la protéine Kin28 qui semble essentielle à la 
transcription par son activité kinase car elle phosphoryle la sérine 5 de la queue 
CTD. Cette phosphorylation participe à la phase de translocation de l’enzyme (pour 
revue (Conaway et al., 2000). Il se pourrait également que l’activité hélicase de 
Rad25 participe à l’ouverture de la bulle de transcription (Holstege et al., 1997; 
Holstege et al., 1996). L’équipe de Grummt en 2002 a proposé une fonction du 
facteur TFIIH dans la transcription par l’ARN pol I chez les mammifères. Cette
hypothèse repose sur deux faits expérimentaux : TFIIH stimule la transcription de 
l’ARN Pol I in vitro, et on observe la présence de ce facteur en microscopie dans le 
nucléole. Un rôle de TFIIH chez S. cerevisiae est également suggéré du fait que des 
mutants de TFIIH présentent des défauts de transcription de l’ARN Pol I. Les auteurs 
suggèrent que le rôle potentiel de TFIIH dans la transcription par l’ARN Pol I 
concernerait l’initiation car ces mutants de TFIIH (Kin28-ts et tbf1-ts) ont un 
phénotype comparable à un mutant d’initiation de l’ARN pol I (rpa43-ts) (Iben et al., 
2002). Le rôle précis de TFIIH dans la transcription par l’ARN pol I reste malgré tout 
assez mal connu.
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II-Facteurs d’élongation impliqués dans la transcription par l’ARN
pol I.
Préambule
 Coupar et Chesterton en 1975 par des expériences menées sur des foies de rats 
proposaient que la variation du taux d’élongation serait un facteur déterminant pour 
réguler la transcription par l’ARN Pol I plutôt que le nombre d’ARN pol chargées sur 
l’ADNr (Coupar and Chesterton, 1975). Cette théorie n’est pas tombée en désuétude 
puisqu’elle fut reprise 20 ans plus tard par Tom Moss (Stefanovsky et al., 2006).Pour
comprendre la régulation du cycle de transcription de l’ARN Pol I, il semble donc 
nécessaire d’appréhender non seulement l’initiation de la transcription mais aussi les 
étapes postinitiatrices. En effet, la processivité, la vitesse d’élongation et la capacité 
d’outrepasser les contraintes topologiques rencontrées par l’ARN pol I vont 
influencer directement sur sa capacité à transcrire et sur le devenir des transcrits. À
ce titre, la quantité d’ARN Pol I engagée en transcription à un moment T peut ne pas 
être directement liée à la quantité d’ARN produits, d’où la nécessité de caractériser 
et de comprendre le fonctionnement de facteurs de transcription impliqués dans 
l’élongation par l’ARN pol I.
II-1-Facteurs d’élongation de l’ARN Pol II
 Chez les eucaryotes, la majorité des études concernant le rôle de ces facteurs ont 
d’abord été menées sur l’ARN pol II et leur importance n’est plus à démontrer. Ces 
facteurs sont à la base de processus clefs permettant d’influer directement sur la 
processivité de l’ARN pol II et sur la vitesse de synthèse du transcrit. De plus, des 
études récentes suggèrent également que ces facteurs peuvent entrainer des 
phénomènes de pauses transcriptionnelles favorisant le « capping » du transcrit 
directement lié à son devenir. Enfin, ils permettent à l’ARN pol d’outrepasser 
certaines contraintes topologiques ou chromatiniennes pouvant moduler ou arrêter 
temporairement l’ARN pol II en phase d’élongation.  
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La phosphorylation de la queue CTD, présente sur la plus grande sous-unité de 
l’ARN pol II, a longtemps été présentée comme nécessaire et suffisante pour le 
recrutement de ces facteurs. Cependant, des études récentes ont montré d’une part 
que la queue CTD n’était pas essentielle au recrutement de ces facteurs de 
transcription, même si elle y contribue (Mayer et al., 2010) et que certains de ces 
facteurs avaient une capacité d’interaction directe avec l’ARN pol I (Birch et al., 2009; 
Viktorovskaya et al., 2011). Ces études, et d’autres plus antérieures que nous allons 
décrire dans les paragraphes suivants, tendent à montrer que le fonctionnement de
l’ARN pol I est aussi soumis à une régulation par des facteurs d’élongation dont la 
plupart seraient communs à l’ARN pol II.
II-2-Facteurs d’élongation communs à l’ARN Pol I et à l’ARN Pol II
La caractérisation de facteurs de transcriptions impliqués dans la régulation de 
l’élongation de l’ARN Pol I n’est pas aisée. Cette difficulté tient principalement au fait 
que les facteurs caractérisés sont également connus pour réguler l’activité de l’ARN 
pol II. Cette double spécificité peut poser des problèmes d’interprétation sur le lien
direct ou non avec les phénotypes observés étant donné l’interdépendance des trois 
ARN pol eucaryotes (Laferté et al., 2006). L’identification de liens physiques et 
génétiques de certains de ces facteurs de transcription avec les sous-unités 
spécifiques de l’ARN pol I, Rpa34 et Rpa49, ne permet pas de s’affranchir totalement 
de ces contraintes d’interprétation mais constituent des arguments solides pour 
soutenir l’hypothèse d’un lien entre ces facteurs et l’ARN pol I. 
Dans ce sens, l’équipe de Schneider a utilisé la souche invalidée pour le gène 
RPA49 pour identifier des facteurs d’élongation liés à l’ARN Pol I par des approches 
génétiques. Il avait été montré précédemment que l’absence de Rpa49 altérerait
l’élongation par l’ARN Pol I (Beckouet et al., 2008; Kuhn et al., 2007). Ce défaut en 
fait une cible de choix pour des approches de cribles génétiques permettant
d’identifier dans des doubles mutants des facteurs d’élongation qui amélioreraient 
(suppresseur) ou altèreraient (synthétique létal) la croissance. De manière 
schématique, les gènes identifiés comme suppresseurs seront considérés comme 
des facteurs limitant l’élongation et les synthétiques létaux comme des régulateurs 
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positifs de l’élongation. Par cette approche, ont été identifiées des protéines définies 
comme étant des facteurs de transcription (tableau 3) de l’ARN Pol I. 
  Dans une étude récente, l’équipe de Patrick Cramer a classé les facteurs 
d’élongation impliqués dans la transcription par l’ARN pol II en trois groupes selon 
leurs profils de répartition sur les gènes dont ils régulent la transcription (Mayer et al., 
2010). Le groupe 1 est composé de Spt4, Spt5, Spt6, le groupe 2 est composé de 
Elf1 et Spn1 et le groupe 3 de Spt16, Paf1, Ctk1, Bur1 (figure 13). On peut noter que 
tous les facteurs du groupe 1 sont des suppresseurs alors que les facteurs du 
groupe 2 et 3 sont synthétiques létaux en combinaison avec la délétion de RPA49
suggérant des rôles différents dans l‘élongation de l’ARN pol I. Dans la partie 
suivante, j’ai donc choisi de décrire ces facteurs et leurs rôles potentiels dans 











































Figure 13: Profil de répartition moyen de facteurs de transcription sur 339 gènes de taille moyenne chez S. 
cerevisiae (1238 nucléotides+/_ 300). On peut distinguer trois groupes de facteurs de transcription selon leur 
profil de répartition sur les gènes (Adapté de Mayer et al 2010).
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 Ce facteur de transcription a la particularité d’être conservé à travers l’évolution, on 
retrouve un équivalent chez les procaryotes (NusG), les archées (RpoE/NusG) et les 
eucaryotes (spt4/spt5) (Figure 14A). Les rôles décrits pour ces deux facteurs sont 
multiples. De manière générale, ils permettraient de stimuler l’élongation de la 
transcription, d’augmenter le processivité par la fermeture du « clamp » et de 
permettre le couplage de processus co-transcriptionels (réparation, « capping », et 
traduction chez les procaryotes) en induisant des pauses durant la transcription 
(Burmann et al., 2010; Palangat et al., 2005; Proshkin et al., 2010).
Deux études récentes (Klein et al., 2011; Martinez-Rucobo et al., 2011) ont permis 
de démontrer la conservation structurale de ces facteurs à travers l’évolution et la 
conservation des zones d’interactions de ces facteurs avec l’ARN Pol II. Il a été 
montré dans ces études qu’une des propriétés conservées de Spt4/spt5 est de 
bloquer les acides nucléiques près du centre actif, de stabiliser la bulle de 
transcription et de rendre l’ARN pol en cours d’élongation plus processive (Figure 14-
A-B). Ce mécanisme rendrait la transition entre l’initiation et l’élongation irréversible. 
Cette activité serait essentiellement portée par le domaine NGN (« Nus G N-terminal 
domain ») alors que les fonctions de couplage transcriptionnel décrit précédemment 
seraient d’avantage liées aux domaines KOW (pour Kyprides, Ouzounis, Woese 
(Kyrpides et al., 1996) dont le nombre varie selon les espèces (Figure 14-A). Un rôle 
eucaryote spécifique est également rempli par le domaine C terminal de Spt5 qui 
peut recruter d’autres complexes impliqués dans l’élongation (PAFc : Polymerase II 
Associated Factor) après phosphorylation (Liu et al., 2009).
Chez la levure S. cerevisiae, Spt4 et Spt5 ont été caractérisés comme 
potentiellement liés à l’activité de transcription par l’ARN pol I du fait que plusieurs de 
ses sous-unités co-purifient avec Spt5 (Schneider et al., 2006). Il a été ensuite 
montré par immuno-précipitation de la chromatine (ChIP) que Spt4 et Spt5 sont 
associés au locus d’ADNr (Schneider et al. 2006). Les travaux qui ont suivi ont 
permis de préciser les rôles de Spt4/spt5 sur l’ADNr. Grâce à des versions mutantes 
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Figure 14: A- Représentation schématique des différentes protéines équivalentes à Spt4/Spt5 
dans les règnes  procaryote, eucaryote et archéen. Chez la bactérie, la protéine Spt4 n'est pas 
conservée, cependant la protéine NusG est équivalente à Spt5. B- Représentation sous deux angles 
différents de la localisation de Spt4/ Spt5 sur l'ARN pol II eucaryote. Comme on peut le voir en rouge 
ces deux protéines sont situées en proximité immédiate du "clamp" (la pince). 
(Adaptée de Martinez-Rucobo, 2011)
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 Spt4 n’est pas essentielle mais sa délétion entraine une réduction significative du 
nombre de copies d’ADNr, et un défaut de maturation des ARNr. Cependant, dans 
cette étude, on n’observe qu’une faible diminution du taux de synthèse d’ARNr, pas 
de défaut significatif de la processivité de l’ARN pol I (observé dans le cas de l’ARN 
pol II dans un spt4-∆) (Mason and Struhl, 2005). Il est donc difficile de conclure quant 
à un rôle direct de Spt4 sur la transcription par l’ARN pol I. Il se peut que la fonction 
principale de Spt4 vis à vis de l’ARN Pol I soit d’aider Spt5 à assurer sa fonction. 
Deux publications récentes ont été plus loin pour comprendre la fonction de Spt5
(Anderson et al., 2011; Viktorovskaya et al., 2011). Il a été montré que Spt5 est 
capable d’interagir avec de nombreux facteurs impliqués dans la transcription par 
l’ARN Pol I. En effet, Spt5 peut interagir avec Rpa190, Rpa 135, Rpa49, Rpa34 et 
Rrn3. La méthode utilisée ici de GST pull down et l’absence de contrôle négatif ne 
permettent pas de conclure formellement quant à l’existence de ces interactions. 
Spt5 est une protéine essentielle ce qui a conduit à utiliser des versions mutantes 
pour étudier son rôle. L’une d’entre elles (spt5 C292R) est capable de supprimer le 
phénotype de cryosensibilité d’une souche rpa49-∆. Ce mutant de Spt5 altère 
significativement le taux de synthèse d’ARNr sans pour autant changer le nombre 
d’ARN Pol I par gène, ni le nombre de copies d’ADNr. Ce phénomène peut
s’expliquer par une différence dans la vitesse d’élongation. Par une approche de 
microscopie électronique en étalement de Miller, il a également été montré dans ces 
études que l’absence de Spt5 entrainait une réorganisation du positionnement des 
ARN pol I le long du gène d’ADNr. Sur de nombreux gènes on observe un nombre 
plus important d’ARN Pol I en 3’ qu’en position 5’ proche du promoteur. Dans un 
contexte sauvage, en présence de Spt5 la situation inverse est observée. L’auteur 
explique ce phénomène par la conservation chez l’ARN pol I du mécanisme de 
pause effectuée par Spt5 sur l’ARN Pol II chez la drosophile (Wu et al., 2003) même
si ce phénomène n’a pas été observé pour l’ARN Pol II de levure S. cerevisiae.
Pour conclure, il semble établi que Spt5 intervienne dans l’élongation par l’ARN pol I 
même si sa fonction n’est pas clairement élucidée. Il semblerait que ce rôle soit 
double. D’une part Spt5 augmenterait la vitesse de transcription par une action 
directe ou en permettant le recrutement du complexe Paf (Polymerase II Associated
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Factor) (voire ci-dessous)(Zhang et al., 2010). D’autre part, il est suggéré que Spt5 
puisse intervenir dans la pause, l’absence de pause pourrait améliorer le phénotype 
de croissance d’une souche rpa49-∆. Une autre hypothèse serait qu’en absence de 
Spt5, l’ARN pol I en élongation est plus instable conduisant au décrochage des ARN 
pol I bloquées ou défectives probablement abondantes dans le cas d’une souche 
rpa49-Δ. Cette dernière hypothèse pourrait expliquer pourquoi Spt5 améliore la 
croissance d’une souche Rpa49-∆(Anderson et al., 2011).
II-4-Spt6
Spt6 est un facteur de transcription très conservé au cours de l’évolution. Chez la 
levure S. cerevisiae, Spt6 est connu pour influer sur la chromatine au cours de 
l’élongation par une activité d’histone chaperonne. Spt6 est d’ailleurs capable 
d’assembler des histones sur une matrice d’ADN in vitro (Close et al., 2011). Il est 
également important de noter que l’invalidation de Spt6 supprime l’inactivation du 
complexe remodeleur de chromatine Swi/Snf (Neigeborn and Carlson, 1987; 
Swanson and Winston, 1992) et entraine une diminution globale de fixation des 
histones (Kaplan et al. 2003 	). Récemment, il a été montré que Spt6 a la 
capacité d’interagir directement avec l’ADN double brin et avec l’ARN pol II (Close et 
al., 2011). Spt6 semble avoir également des fonctions indépendantes d’un rôle 
d’histone chaperonne puisque cette protéine est conservée chez les procaryotes. 
Chez l’Homme, ce facteur est également capable de stimuler l’élongation par l’ARN 
pol II in vitro (Endoh et al., 2004). 
Spt6 a donc différents rôles : facteur d’élongation, histone chaperonne. Il est alors 
difficile de savoir si ce facteur est directement impliqué dans l’élongation par l’ARN 
pol I. Il est néanmoins intéressant de souligner que Spt6 semble particulièrement 
requise pour maintenir une structure nucléosomale des gènes hautement transcrits 
(Ivanovska et al., 2011), ce qui pourrait lui conférer un rôle dans la région la plus 
activement transcrite du génome : l’ADNr. Le rôle de ce facteur dans la transcription 
par l’ARN Pol I reste à confirmer. Très récemment, une étude double hybride atteste 
l’existence de contact entre Rpa43 et Spt6 (Beckouet et al., 2011).
II-5-Spt16
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Spt16 appartient au complexe FACT (Facilitate Chromatin Transcription) qu’il forme 
avec son partenaire la protéine Pob3. Cet hétérodimère est bien conservé chez les 
eucaryotes, à l’exception d’une région de Pob3 qui contient un domaine HMGB. 
Chez S. cerevisiae, ce domaine est absent mais est remplacé par la protéine HMGB 
Nhp6 qui est alors nécessaire à l’activité FACT (Formosa, 2008; Stillman). Le 
complexe FACT est décrit comme capable d’interagir avec les nucléosomes grâce à 
son domaine de liaison à l’ADN mais aussi par la capacité de Pob3 et de Spt16 de 
contacter les histones (VanDemark et al., 2008). Il a notamment été montré que 
FACT stimulerait la transcription en déstabilisant l’octamère d’histone par le 
relargage du dimère H2A-H2B (Figure 15) (Orphanidies and Reinberg, 2000). 
Chez les mammifères, l’équipe de Zomerdijk a étudié le rôle de FACT dans la 
transcription par l’ARN pol I. Ils ont identifié Spt16 comme co-purifiant avec l’ARN pol 
I, et confirmé sa présence sur l’ADNr par immunoprecipitation de la chromatine. Une 
diminution de la quantité de Spt16 par ARN interférence conduit à une diminution de 
synthèse du pre-ARN de l’ordre de 50%. Cependant en utilisant la technique de 
protection à la nucléase S1 avec un oligonucléotide complémentaire des 40 premiers 
nucléotides de ce pré-transcrit, on retrouve une quantité équivalente d’ARN indiquant 
que la diminution observée de la quantité du transcrit primaire en absence de Spt16 
serait liée à un défaut d’élongation (Birch et al., 2009). Cette étude montre 
l’intervention de FACT dans le fonctionnement de l’ARN Pol I. 
Dans le cas S. cerevisiae, l’implication de Spt16 comme facteur d’élongation n’a pas 
été démontrée, cependant en consultant les résultats d’un crible génétique utilisant 
des versions hypomorphes de gènes essentiels, il apparaît qu’une version 
hypomorphe de l’allèle codant pour SPT16 est synthétique létale avec RPA49
(Davierwala et al., 2005). Ce lien génétique suggère la conservation du processus 











Figure 15: Représentation du mode d'action probable des protéines du complexe FACT. (1) La 
présence de nucléosomes pourrait constituer un point de blocage pour le passage de l'ARN pol I. (2)
Spt16 et Pob3 sont capables de se fixer directement sur l'ADN ou sur les nucléosomes. A partir de là, 
ce complexe pourrait permettre de relarguer un hétérodimère H2A-H2B de l'octamère d'histone 
(Stillman et al. 2010, Vandemark et al. 2008). De plus, il a été suggéré que le complexe FACT pourrait 




Le complexe Paf1 (Paf1c) est constitué de 5 protéines : Cdc73, Ctr9, leo1, Rtf1 et 
Paf1. La caractérisation de Paf1C comme un facteur de transcription de l’ARN pol II 
a largement été documentée. Il a été décrit initialement comme facteur d’initiation car 
Paf1c est capable de faciliter l’initiation en influant sur la fixation de TBP sur la boite 
TATA (Stolinski et al., 1997). Paf1c semble également impliqué dans l’élongation car 
il peut interagir avec les facteurs d’élongation Spt4/Spt5 et avec les protéines de 
FACT (Squazzo et al., 2002). De plus, Paf1c a la capacité de stimuler l’élongation 
aussi bien in vivo qu’in vitro (Chen et al., 2009; Rondon et al., 2004). Enfin, Paf1c 
peut recruter le complexe methyltransférase COMPASS permettant la méthylation 
des lysine 4 et 79 de l’histone H3 chez la levure (Krogan et al., 2003) mais aussi 
chez la drosophile (Adelman et al., 2006) et chez l’humain (Zhu et al., 2005). Paf1c 
est donc directement acteur de la transcription par l’ARN pol II. 
Deux études récentes de l’équipe de Schneider ont suggéré un rôle de Paf1C dans 
la transcription par l’ARN Pol I(Zhang et al., 2010). En 2009, ils ont d’abord montré 
que Paf1C immunopreciptait avec l’ADNr et que son absence diminuait le taux de 
synthèse des grands ARNr sans pour autant changer drastiquement le nombre 
d’ARN pol engagées en transcription. Dans la publication suivante un lien de létalité 
synthétique avec RPA49 a été mis en évidence et il a été montré que Paf1c purifié 
augmente la vitesse de transcription par l’ARN pol I dans une expérience de run off. 
L’intervention de Paf1c dans l’optimisation de la transcription de l’ARN pol I semble 
donc admise mais il est important de noter qu’aucune interaction de Paf1 n’a été 
mise en évidence avec l’ARN pol I, posant ici la question de son recrutement. 
L’ensemble de ces résultats, pour la plupart récents et encore spéculatifs suggère 
fortement que certaines des protéines intervenant dans l’élongation de l’ARN Pol II
opèrent également avec l’ARN Pol I (Figure 16). Certaines études, notamment celle
concernant FACT et Spt5 font plus que suggérer un rôle de ces facteurs dans 
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*Dans le cas de ces 2 gènes essentiels, il s'agit d'un lien génétique avec RPA49 et une version mutée ou 
hypomorphe respectivement pour Spt5 et Spt16.
(H) Caractérisé chez l'Homme
? non étudié 
Figure 16: Résumé des informations concernant différents facteurs de transcriptions impliqués dans la 
transcription par l'ARN pol I et l'ARN pol II.
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En effet, il est intéressant de souligner que chez la levure S. cerevisiae une mutation 
ou l’absence des facteurs Spt4, Spt5, Paf1, entrainent tous un défaut de maturation 
du 35S. Gallagher et ses collaborateurs ont suggéré en 2004 que le SSU 
processome contenu dans les boules terminales décorant les ARNr naissants 
pourraient influencer sur la transcription (Gallagher et al., 2004). L’étude réalisée par 
Schneider en 2007 a renforcé la notion d’interdépendance entre l’étape d’élongation 
et celle de la maturation de l’ARNr 35S. Une mutation (rpa135-D784G) dans le site 
actif de l’ARN pol I provoque un défaut d’élongation et conduit également à des 
défauts de maturation du pré-ARNr et d’assemblage des ribosomes(Schneider et al., 
2007). Cette donnée soutient l’hypothèse que les défauts de maturation observés 
peuvent être la conséquence d’un défaut d’élongation de l’ARN pol I et non la cause.
Il est probable que dans le futur des études in vitro et in vivo soient nécessaires pour 
aller plus loin dans la compréhension de ces mécanismes d’élongation de l’ARN Pol I 
qui, comme des études le suggèrent, seraient l’étape clef dans la régulation de la 
synthèse des grands ARNr ( pour revue (Moss et al., 2006)). 
II-7- La nucléoline
Depuis sa caractérisation, il y a 38 ans (Orrick et al., 1973), la nucléoline a été 
impliquée dans de nombreuses fonctions : transport nucléocytoplasmique, 
assemblage des ribosomes, régulation de la structure chromatinienne, la 
transcription de gènes d’ARN Pol II, et la maturation des transcrits (Ginisty et al., 
1998a; Ginisty et al., 1998b). Cette protéine très conservée de l’Homme à la levure 
est donc impliquée dans une pléiotropie de fonctions, cependant le fait que la 
nucléoline est la protéine non ribosomique la plus abondante du nucléole et qu’elle 
semble avoir une fonction dans la transcription, renforce l’idée d’une fonction 
spécifique dans la synthèse des ARNr. 
Des expériences ont démontré l’existence d’une relation entre la nucléoline et la 
transcription par l’ARN Pol I. Il a notamment été montré que l’altération de 
l’expression de la nucléoline par ARN interférant bloque la synthèse du pré-ARNr 
(Rickards et al., 2007).
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 Même si la nucléoline semble capable de stimuler la transcription de l’ARN Pol II 
(Angelov et al., 2006), ses fonctions in vivo semblent spécifiques du fonctionnement 
d’une seule des 3 ARN pol eucaryotes, l’ARN Pol I. En 2002, Roger et al. ont montré 
que l’injection de nucléoline dans des oocytes de xénope entraine une baisse de 
l’accumulation du pré-ARNr alors que dans le même temps la transcription Pol II et 
Pol III n’est pas affectées. Les auteurs, par des tests de transcription, ont également 
montré que la séquence du promoteur est déterminante quant à la possibilité d’action 
de la nucléoline. Ils n’observent des effets sur la transcription uniquement si la région 
transcrite est flanquée en 5’ d’une séquence promotrice d’ARN Pol I et pas d’ARN 
Pol II (Roger et al., 2002). Une autre étude en 2007 sur des cellules HeLa, montre 
par des expériences de ChIP que la nucléoline est enrichie sur la région transcrite de
l’ADNr et ne l’est pas dans l’espace intergénique de l’ADNr ou sur les gènes 
transcrits par l’ARN Pol II et ARN Pol III (Rickards et al., 2007). Cette étude, 
initialement menée pour identifier des facteurs ayant une activité FACT, montre que 
la nucléoline est importante pour la transcription par l’ARN pol I et possède une
activité FACT. D’ailleurs, depuis 2006, l’équipe de Philippe Bouvet a montré que la 
nucléoline avait des propriétés d’histones chaperones, notamment grâce à sa queue 
N terminale acide (Angelov et al., 2006). Dans cette publication, la capacité de la 
nucléoline d’améliorer significativement l’efficacité des machineries de remodelage 
de la chromatine SWI/SNF et ACF est mise en évidence. La nucléoline permet aussi 
un recyclage et une déstabilisation plus efficace de l’octamère d’histone en facilitant 
le décrochage des dimères H2A-H2B (Mongelard and Bouvet, 2007). La nucléoline 
répond aux critères définissant une protéine à activité FACT, c’est-à-dire facilitant la 
transcription sur une matrice chromatinienne. Cette activité FACT portée par la 
nucléoline, tout comme celle portée par Spt16, semble impliquée dans la 
transcription par l’ARN pol I.
IV-Régulation Chromatinienne
Préambule
Pendant longtemps la régulation de la transcription de l’ARN Pol I a été décrite 
comme dépendante de deux mécanismes : l’initiation et le nombre de gènes 
accessibles à la machinerie de transcription. Comme nous venons de le voir d’autres 
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mécanismes comme l’élongation rentrent en jeu pour réguler le taux de synthèse. 
Dans cette partie nous allons aborder un point qui influence toutes les régulations 
préalablement décrites, il s’agit des régulations chromatiniennes de l’ADNr qui 
s’échelonnent à deux niveaux : à l’échelle globale du locus d’ADNr où l’on peut 
observer des modulations des ratios entre copies actives et inactives en 
transcription, et à l’échelle du gène où des changements chromatiniens peuvent 
faciliter ou empêcher la transcription par l’ARN pol I. 
III-1-Dynamisme du locus d’ADNr : rôle du ratio copies actives/inactives 
Historiquement, les gènes d’ADNr ont été les premiers à avoir été visualisés en 
microscopie électronique. Ces structures ont été apparentées à des « arbres de 
Noël » laissant apparaître des transcrits naissants autours d’un axe formé par la 
matrice d’ADN (Miller  and Beatty, 1969). Les travaux menés par Oscar L Miller, Jr et 
ses collaborateurs en 1969 ont ainsi permis de mettre en évidence l’hétérogénéité 
transcriptionnelle des répétitions des gènes d’ADNr. Cette approche basée sur 
l’étalement de la chromatine et l’observation au microscope électronique permet de 
visualiser sur un gène les ARN Pol I actives en transcription flanquées de leurs ARN, 
alors que d’autres gènes adjacents en sont dépourvus (Figure 17). La technique 
d’étalement de la chromatine de Miller consiste à réaliser une lyse hypotonique des 
cellules permettant à la chromatine de sortir du noyau. La préparation cellulaire est 
ensuite centrifugée sur une grille de microscopie électronique permettant d’observer 
les fibres de chromatine s’échappant du noyau (Osheim et al., 2009). 
Il a ainsi été montré que chez la majorité des organismes eucaryotes, les gènes 
ribosomiques sont répartis en deux populations distinctes, les régions actives (Figure 
17-B) et inactives transcriptionnellement (Figure 17-A). Il semble maintenant établi 
que l’ADNr inactif contient des nucléosomes espacés de manière régulière 
contrairement à l’ADNr actif (Dammann et al., 1993; Sogo and Thoma, 1989). Ces
nucléosomes semblent visualisable par ces étalements de chromatine en se basant 
sur des critères morphologiques, néanmoins, aucune caractérisation moléculaire 
avec des anticorps couplés à des grains d’or n’a pu être réalisée pour confirmer qu’il 











Exemple d'un nucléole étalé par la technique dite
de "Miller spread". On repère aisément les régions 
denses entourées d'ARN qui représente les gènes 




deux gènes d'ADNr 500nm
Exemple d'un gène d'ADNr actif en transcription
Figure 17: A- Exemple d'un nucléole de levure S. cerevisiae dont la chromatine a été étalé et contras-
tée avant observation au microscope électronique.  Exemple d'un gène actif en transcription 
(Panneau de droite). (Albert et al, 2011) et photographie d'Isabelle Léger silvestre. B- Visualisation 
d'une copie d'ADNr considérée comme "fermée", c'est à dire non-transcrite. On distingue d'ailleurs 
des structures nucléosomales. (revue Albert et al. 2011)
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En se basant sur cette organisation chromatinienne différente, la technique de 
photopontage au psoralène s’est avérée un outil essentiel. Le psoralène est un agent 
s’intercalant dans l’ADN double brin et qui génère des liaisons covalentes après 
irradiation aux UV. Le psoralène se fixe moins efficacement sur les matrices d’ADN 
contenant des nucléosomes « canonique ». Les différences d’incorporation de 
psoralène seront alors révélées par migration sur gel d’agarose, l’ADN ayant 
incorporé le plus de psoralène aura une migration ralentie. Cette fixation différentielle 
du psoralène peut également être révélée par microscopie électronique où l’on 
aperçoit après dénaturation de l’ADN des structures simples brins en boucles de la 
taille correspondante à celle couverte par un nucléosome (environ 140 paires de 
base), l’ADN non nucléosomal apparaît sous forme double brin (Dammann et al., 
1993) (Figure 18). Cette technique de « psoralen cross linking » a renforcé l’idée de 
l’hétérogénéité chromatinienne au sein du locus d’ADNr, et a permis de quantifier le 
rapport existant entre gènes ouverts et fermés. Ainsi, chez la levure S. cerevisiae et 
chez les mammifères on estime que seulement une partie (environ 50%) des gènes 
d’ADNr sont actifs en transcription. Dans le cas des eucaryotes supérieurs, les 
signaux de stress, l’absence de nutriment ou la présence de facteurs de croissance 
entrainent des changements du taux de transcription par l’ARN Pol I sans pour 
autant nécessiter une variation du nombre de gènes accessibles pour la transcription 
(Stefanovsky et al., 2006). Au contraire, la littérature suggère que le ratio entre gènes 
actifs et inactifs chez le mammifère resterait constant du fait de modifications 
épigénétiques stables (CpG méthylations) d’un nombre fixe de gènes (Santoro and 
Grummt, 2001). Cette notion a été remise en cause, étant donné que plusieurs 
publications ont démontré des variations possibles du nombre de gènes actifs à 
certains stades de la différenciation cellulaire ou dans le cas de dérèglements
pathologiques (Sanij et al., 2008; Tucker et al., 2010). Par exemple, une sous-
expression d’UBF cause une augmentation du nombre de copies fermées. Au sein 
de ces gènes inactifs, on a alors deux types de structure chromatinienne: des gènes 
sous forme d’hétérochromatine contenant des méthylations qui ne peuvent pas être 
activés et des gènes euchromatiques assemblés sous forme nuclésomale qui ont la 









Figure 18: Technique de Psoralen Cross Linking. Le psoralen est incapable de s'intercaler dans 
les structures nucléosomales. Au contraire les régions "ouvertes" transcrites par l'ARN pol I sont 
accessibles. Cette différence,s'illustre en microscopie électronique par une hétérogénéité entre les 
gènes inactifs faisant apparaitre des boucles simple brin issues de la protection par les nucléoso-
mes, et les gènes actifs ne montrant pas de boucle simple brin. En gel électrophorèse, l'ADN ayant 
fixé le plus de psoralen migrera plus lentement (actif) que les gènes inactifs ayant accumulé moins 
de psoralen (inactif).(La barre représente 1kbAdapté de Damman et al., 1993)
actif
inactif
psoralen      -      +
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Chez la levure S. cerevisiae, il a longtemps été suggéré que ce ratio de copies 
actives/inactives serait aussi un levier de régulation pour contrôler la synthèse 
d’ARNr. Cette hypothèse s’appuie sur l’observation qu’en phase stationnaire la 
quantité de gènes actifs diminue parallèlement au taux de synthèse d’ARNr 
(Sandmeier et al., 2002). La protéine responsable de ce mécanisme serait l’histone 
deacétylase Rpd3. Une étude de Tsang et al. 2003 abonde dans ce sens. Dans cette 
étude, on observe une délocalisation de l’ARN Pol I qui serait induite par une 
altération structurale du nucléole suite à un traitement par la rapamycine. Rpd3 serait 
responsable de ce changement puisqu’il n’est pas observé dans un contexte rpd3-∆.
De plus, par des expériences de « Northern blot », on observe dans un rpd3-∆ un 
effet moins fort de la rapamycine qui entraine une diminution de l’accumulation de 
35S après traitement à la rapamycine, suggérant que Rpd3 serait impliquée dans la 
régulation par la voie TOR et que son absence confèrerait au mutant une résistance 
à la rapamycine (Tsang et al., 2003). Cependant, ces observations ont été 
contredites pas les équipes de Beyer et Nomura qui ont montré que le traitement à la 
rapamycine entrainait une diminution de la synthèse de l’ARNr sans pour autant 
diminuer le nombre de gènes actifs, mais plutôt en limitant l’association de l’ARN pol 
I compétente en transcription (French et al., 2003).
Les données concernant Rpd3 sont donc clairement contradictoires concernant son 
implication dans la voie TOR, mais l’ensemble de ces études suggère qu’une 
réduction du nombre de copies fermées ne constitue pas un processus central et 
essentiel pour la régulation de la transcription par l’ARN Pol I. 
L’étude menée par French et al. abonde dans le sens de ces observations(French et 
al., 2003). Dans cette publication, ont été utilisées des souches de S. cerevisiae avec
un nombre réduit de répétitions du gène d’ADNr (40 copies) (Kobayashi et al., 1998).
La majeure partie des gènes est alors sous forme active. Si la transcription par l’ARN 
pol I est dépendante du nombre de gènes actifs, le taux de synthèse sera environ 
deux fois plus faible comparé à une souche sauvage contenant 150 copies. Ce 
modèle est contredit ici par French et ses collaborateurs qui démontrent que l’on 
peut diminuer le nombre de copies actives jusqu’à 40, sans pour autant affecter la 
croissance et le taux de synthèse de l’ARNr (French et al., 2003). Les étalements de 
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Miller confirment que la diminution du nombre de gènes actifs est compensée par 
une augmentation du nombre d’ARN pol I engagées en transcription. 
L’ensemble de ces résultats mène à la conclusion suivante. La variation du nombre 
de copies actives n’est pas un moyen suffisant pour contrôler la transcription par 
l’ARN Pol I et la diminution du taux de transcription par l’ARN pol I observée après 
traitement à la rapamycine ne corrèle pas avec la diminution du nombre de copies 
actives (Claypool et al., 2004). De la même manière l’équipe de Tom Moss a conclu 
que chez le rat et l’humain le taux de synthèse d’ARNr n’est pas directement lié au 
nombre de copies ouvertes (Stefanovsky et al., 2006), et Sanij et ses collaborateurs 
ont également montré qu’une réduction du nombre de gènes actifs de près de 70% 
n’entraine qu’une diminution du taux de transcription de l’ordre de 10% (Sanij et al., 
2008). Les facteurs régulateurs de la transcription sont donc d’avantage liés à la 
capacité de l’ARN Pol I d’initier et de transcrire efficacement sur sa matrice d’ADNr.  
Les études menées par l’équipe de Kobayashi explicitent alors quelle pourrait être 
l’utilité de cette hétérogénéité chromatinienne au sein d’un même locus. Ainsi, en 
2010, Ide et ses collaborateurs a démontré que la sensibilité aux UV des souches de 
S. cerevisiae augmentait considérablement si le nombre de gènes d’ADNr était 
faible. La fonction principale de ces répétitions aux caractéristiques chromatiniennes 
hétérogènes serait de maintenir l’intégrité génomique des cellules, de limiter les 
phénomènes de recombinaisons illégitimes et de mener à bien le couplage de la 
transcription et de la réparation (Ide et al., 2010). Les copies inactives pourraient 
donc avoir un rôle davantage lié à la stabilité du génome plutôt qu’à la régulation 
transcriptionnelle de l’ARN pol I. 
III-2-Composition chromatinienne des gènes actifs. 
La caractérisation chromatinienne des gènes ouverts et fermés a beaucoup 
progressé grâce aux approches de “psoralen cross linking” et de microscopie 
électronique citées précédemment. Cependant, l’hétérogénéité observée au sein du 
locus d’ADNr a toujours été un frein quant à la caractérisation exacte de ces deux 
structures chromatiniennes coexistantes. 
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Il semble maintenant admis que les gènes d’ADNr inactifs ont une structure 
nucléosomale, la structure des gènes actifs est, elle, largement débattue. La 
controverse repose principalement sur la présence ou non de nucléosomes sur les 
gènes transcrits par l’ARN pol I. Dans cette partie nous revisiterons les différentes 
données plaidant en faveur de l’une ou de l’autre hypothèse. 
III-2-a- Chez S. cerevisiae
La levure S. cerevisiae, de par sa maniabilité génétique, constitue un bon modèle 
pour répondre à la question de la présence de nucléosomes sur les gènes actifs 
d’ADNr. Ces dernières années, la composition chromatinienne des gènes actifs dans 
cet organisme a d’ailleurs été très étudiée permettant notamment la publication de 
plusieurs études aux conclusions pourtant contradictoires sur lesquelles nous allons 
revenir.
Une étude menée dans l’équipe de Nomura prend parti en faveur d’un rôle des 
histones sur les gènes actifs d’ADNr pour structurer et faciliter la transcription par 
l’ARN pol I. Leur approche consiste à regarder l’effet de la déplétion de l’histone H3 
sur la transcription par l’ARN pol I. L’interprétation de cette étude reste délicate étant
donné l’effet pleiotrope que peut avoir une déplétion de H3, et du fait que H3 est déjà 
caractérisée comme ayant un rôle dans l’initiation de l’ARN Pol I au niveau du 
complexe UAF (Keener et al., 1997a). De plus, UAF a récemment été identifié 
comme un complexe influant directement sur la structure chromatinienne des gènes 
d’ADNr (Goetze et al., 2010). Dans cette étude, la déplétion des histones H2B ou 
H2A aurait été plus judicieuse. 
En 2007, la publication de Jones et ses collaborateurs argue en faveur de la 
présence d’histones et de nucléosomes sur l’ADNr actif en transcription. Dans ce 
cas, ils ont utilisé une souche de levure S. cerevisiae décrite comme ne contenant 
connue que des gènes d’ADNr actifs (Souche 42 copies) (Kobayashi et al., 1998).
Par des approches de ChIP sur les histones dans ces souches mutantes, ils ont 
montré qu’il était possible d’immunoprécipiter de l’ADNr des régions transcrites. Ces 
données indiquent donc la présence d’histones sur les gènes actifs. Cependant, 
cette étude a été largement remise en cause puisqu’en 2008 par l’équipe d’Achim 
Griesenbeck qui a montré que cette souche contenait en fait une population non 
négligeable de gènes inactifs (figureS1 dans (Merz et al., 2008). Etant donné la 
 72
présence de gènes inactifs dans leurs souches AA (all active), il semble difficile de 
pouvoir conclure quant à la présence d’histones sur les gènes actifs à partir de cette 
étude.
La mise au point de la technique de ChEC (Schmid et al., 2004) appliquée à la 
caractérisation de l’ADNr (Chromatine Endogenous Cleavage) par l’équipe de Achim 
Griesenbecka permis l’année suivante, la cartographie précise des facteurs associés 
aux répétitions d’ADNr et d’autre part, de mettre en évidence que les histones étaient 
très peu présentes, voire absentes sur les gènes actifs. Cette approche élégante de 
ChEC-Psoralen permet en effet de discriminer si une protéine est sur les copies 
actives, inactives ou sur les deux types. Le principe de cette technique repose sur la 
fusion de la protéine d’intérêt avec la microccocal nucléase (Mnase) activable par le 
calcium. L’ajout de calcium stimule le clivage entrainant la coupure de l’ADN à 
proximité du lieu d’accrochage de la protéine. Une expérience de “psoralen cross 
linking” suivie d’un southern est ensuite réalisée. Ainsi, une protéine fusionnée à la 
Mnase spécifique des gènes actifs comme une sous-unité de l’ARN Pol I entrainera 
la disparition de la bande retardée alors qu’une protéine caractéristique des gènes 
fermés causera la dégradation rapide de la bande contenant l’ADN ayant fixé le 
moins de psoralène. Une histone fusionnée à la Mnase entraine la dégradation 
spécifique de la bande du bas correspondant aux gènes inactifs et ne cause que très 
peu de dégradation de la bande des gènes actifs. Cette technique est à ce jour la
meilleure preuve du faible contenu en histone des gènes actifs. Cependant, le ChEC 
psoralen n’est pas forcément adapté à l’étude de protéines très abondantes comme 
le sont les histones. En effet, du fait de l’abondance de l’histone fusionnée à la 
Micrococal nuclease on observe assez rapidement des phénomènes de dégradation 
non spécifiques entrainant la dégradation de la bande des gènes actifs. De ce fait, 
après la dégradation rapide de la bande du bas (gènes inactifs), il est difficile de 
savoir si la dégradation que l’on observe dans un deuxième temps de la bande du 
haut (gènes actifs) est due à la présence d’histones ou à de la dégradation non 
spécifique.À ce jour, les résultats de cette expérience de ChEC-Psoralen sur les 
histones sont insuffisantes pour exclure la présence d’histone sur les gènes actifs 
mais ces résultats constituent les données les plus convaincantes pour montrer que 
les histones sont en quantité relativement faible par rapport aux gènes inactifs. Enfin, 
il est nécessaire de noter que lors d’observation d’arbres de Miller de S. cerevisiae, il 
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n’a jamais été observé de structure nucléosomale sur les gènes actifs. Ceci signifie 
soit que les gènes actifs ne possèdent pas de nucléosome ou dans une structure qui 
n’est pas préservé lors des étalements de la chromatine. 
III-2-b- Chez les Mammiferes 
La transcription par l’ARN Pol I chez les mammifères semblent nécessiter une 
activité histone chaperonne qui pourrait être apportée par la nucléoline (Angelov et 
al., 2006; Rickards et al., 2007) ou encore par FACT (Birch et al., 2009). Ce besoin 
suggère l’existence d’une structure nucleosomale sur les gènes actifs. Cependant, 
l’étude de ces différents états chromatiniens chez les mammifères se heurte aux 
même limites que celles décrites précédemment : l’hétérogénéité du locus d’ADNr. 
Les manipulations génétiques étant moins aisées dans les cellules de mammifères 
les approches décrites précédemment chez la levure S. cerevisiae n’ont pu être 
pratiquées. Cependant, l’existence de méthylations sur l’ADNr chez les mammifères 
a permis l’utilisation d’une approche alternative. En effet, en se basant sur le fait que 
seuls les gènes inaccessibles au psoralène (inactifs) sont méthylés (Stancheva et al. 
1997), l’utilisation d’enzymes dont l’activité dépend de l’état de méthylation de l’ADN 
a permis de séparer deux populations de gènes selon leurs méthylations (Santoro 
and Grummt, 2001). HpaII est une enzyme qui ne peut pas couper une séquence 
d’ADN méthylée. Les régions ciblées par cette enzyme sont les résidus CpG situés 
sur le gène d’ADNr en -143 (dans l’UCE) et dans la région codante (+154). Ainsi, en 
utilisant cette propriété, après extraction de l’ADN, environ 50% des gènes d’ADNr 
de rats semblent résistant à la coupure. Cette proportion corrobore les données de 
“psoralen cross linking” (Conconi et al., 1989). Par cette approche, l’équipe de 
Grummt a mis en évidence le rôle de TTF1 et son influence sur le recrutement de 
facteurs remodeleurs de la chromatine inhibiteurs (NORC : nucleolar chromatin 
remodeling complex) ou activateurs (CSB : Cockayne Syndrome group B) pour la 
transcription de l’ADNr. Ces études ont largement contribué à mettre en évidence 
l’importance du contexte chromatinien pour la transcription par l’ARN Pol I (Li et al., 
2006b; Yuan et al., 2007). De plus, la digestion par HpaII combinée à des 
expériences de ChIP sur l’ARN Pol I et sur les histones a permis de montrer que 
seuls les gènes sensibles à HpaII portaient l’ARN Pol I, alors que les histones était 
présentes aussi bien sur les gènes actifs qu’inactifs (Yuan et al., 2007).
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III-2-c-Physarum polycephalum : retour vers le futur 
Il y a 30 ans Judelson et ses collaborateurs dans une étude sur le Physarum 
polycephalum faisaient le constat suivant concernant les gènes actifs de l’ADNr: 
« The nature of this « open » configuration is not well understood. It could be related 
to the presence of RNA polymerase molecules, HMG proteins, modified histones, or 
to altered conformation of nucleosomes» (Judelson and Vogt, 1982). Les 
interrogations posées sont encore aujourd’hui tout à fait pertinentes ; il semble donc 
intéressant de s’attarder sur les études réalisées sur cet organisme au début des 
années 1980.  
Le Physarum polycephalum est un myxomycète qui fut utilisé comme modèle d’étude 
pour comprendre les caractéristiques chromatiniennes de l’ADNr. L’utilisation de cet 
organisme est dans ce cas particulièrement judicieuse étant donné que l’ADNr n’est 
pas lié au chromosome ce qui rend sa purification facile. De plus, en fin de phase G2 
tous les gènes d’ADNr sont actifs (Hall and Turnock, 1976) ce qui permet une 
purification spécifique de gène d’ADNr actifs. Une première étude en 1982 montre 
que la région transcrite des gènes actifs a une perméabilité au psoralène bien 
supérieure que la région non transcrite (Judelson and Vogt, 1982). Deux années plus 
tard, Prior et ses collaborateurs ont utilisé l’IAF (sulfhydryl reagent 
iodoacetamidofluorescein) pour étudier la structure chromatinienne de gènes actifs 
ou inactifs purifiés. L’IAF marque les groupes sulfhydryle contenus notamment sur 
l’histone H3. Ce marquage ne peut avoir lieu que lorsque le groupement est 
accessible. On n’observera donc pas de marquage sur des structures nucléosomales 
fermées. Dans ces expériences, un marquage est observé uniquement dans les 
régions transcrites de l’ADNr, à contrario, on n’observe pas de réaction dans les 
régions non transcrites de l’ADNr. Cette analyse a été complétée par la 
caractérisation en microscopie électronique des structures nucléosomales observées 
et a permis de proposer une structure alternative de nucléosome sur l’ADNr des 













Figure 19: A- Distribution des tailles des bulles simple brin après traitement au psoralen et étalement 
des gènes fermés (1) et ouverts (2) d'après Damman et al. 1993. A droite est représenté la distribu-
tion des tailles des structures simples brins (1-2) mais pour des structures nucléosomales (3) ou 
composé de tétrasomes (4).(3-4) Daprès Puerta et al. 1993. B-Exemple de structures nucléosomales 
alternatives. Vue au microscope électronique de nucléosome ou de tétramère sur une matrice ADN 
(Lavelle et al. 2007). Modèle du lexosome. Le lexososome serait un arrangement nuclésosomal non 
canonique retrouvé sur l'ADNr (Prior et al. 1983).
 76
III-2-d-Structure chromatinienne alternative des gènes actifs ?
La principale caractéristique du lexosome est qu’il peut être purifié spécifiquement 
par chromatographie d’affinité grâce au groupement Thiol de la cystéine 110 de H3 
accessible dans un lexosome contrairement à un nucléosome standard. Cette 
structure particulière semble être présente sur l’ADNr (Boffa et al., 1990; Johnson et 
al., 1987) et serait spécifique des régions transcrites (Chen and Allfrey, 1987). Même 
si in vitro, l’existence du lexosome n’a pas été confirmée (Protacio and Widom, 1996) 
(protacio et al. 1996), il constitue un modèle intéressant par sa capacité à faire 
converger toutes les données actuelles pourtant jugées comme contradictoires. En 
effet, le lexosome, considéré comme une structure nucléosomale assemblée de 
manière non canonique semble être perméable au psoralène (Conconi et al., 1984),
ainsi l’hypothèse du lexosome permet de concilier les données de “psoralen cross 
linking” et de microscopie électronique montrant l’absence de nucléosome, tout en 
expliquant les données de ChIP révélant la présence d’histones et de remodeleur de 
la chromatine sur l’ADNr (Jones et al., 2007). Toujours dans le sens de l’existence 
d’une structure alternative, dans l’étude de Damman et al. 1993 dans la figure 3 
(Figure 19-A), il est présenté un graphique de la distribution des tailles des boucles 
simples brins observées en microscopie électronique après traitement au psoralène 
dans le cas de gènes ouverts et fermés. Le pic se situant à 150 paires de bases 
dans le cas de gènes inactifs, taille cohérente avec le recouvrement d’un 
nucléosome et 80 pour les gènes actifs (Dammann et al., 1993). Cette dernière taille 
correspond exactement à celle observée dans une étude utilisant également le 
psoralène sur une matrice chromatinienne organisée en tétramères (Puerta et al., 
1993) (Figure 19-A). Le tétramère est une structure nucléosomale constituée de 
deux hétérodimères H3-H4. Ces données pourraient soutenir l’existence de telles 
structures sur l’ADNr actif. L’hypothèse d’une structure alternative des gènes actifs 
n’est pas souvent évoquée dans la littérature. Pourtant comme nous venons de le 
voir certaines données interprétées différemment pourraient être considérées comme 
des éléments indiquant l’existence d’une telle structure chromatinienne.  
La structure chromatinienne des gènes actifs d’ADNr n’est donc pas encore 
clairement élucidée et certains résultats semblent parfois contradictoires, le débat se 
situant autour de la présence ou non de nucléosome. Cependant en sortant de cette 
dialectique, l’ensemble des données de la littérature suggère l’existence d’une 
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structure chromatinienne réconciliant les deux points de vues. Cette structure serait 
largement dépourvue de nucléosomes canoniques mais posséderait des 
arrangements chromatiniens alternatifs. Il reste à savoir comment se forme cette 
structure alternative, des protéines structurantes spécifiques de l’ADNr pourrait être 
impliquées, notamment certaines protéines HMGB qui sont spécifiquement enrichies 
sur les gènes actifs et dont nous allons expliciter le rôle dans la partie suivante. 

IV-Hmo1 et UBF: protéines caractéristiques des gènes actifs en 
transcription.
IV-1-Les protéines HMG 
Les protéines HMG ont été découvertes il y a presque 40 ans. Elles ont été définies 
comme des protéines chromatiniennes abondantes manifestant une forte mobilité sur 
gel d’électrophorèse (Goodwin et al., 1975). Cette dernière propriété est d’ailleurs à 
l’origine de leur nom (High Mobility Group) même si les initiales de son découvreur 
H.M Goodwin laissent penser que la raison du choix de cet acronyme fut double. 
Cette famille de protéines est présente chez tous les eucaryotes et absente des 
eubactéries et des archées. Elles participent à la majorité des processus ADN 
dépendant et sont exprimées abondamment. À titre indicatif dans une cellule de 
mammifère, on estime à plus d’un million de protéines HMG (Duguet et al., 1981).
Ces valeurs sont à mettre en perspective dans un génome de 3 milliards de paires 
de base contenant près de 20 millions d’histones par cellule.
La famille des protéines HMG se décline en trois groupes possédant des 
caractéristiques et des cibles qui leur sont spécifiques. Brièvement, les HMGA sont 
de petites protéines (environ 10kDa), qui contiennent une séquence « AT-hook »
s’insérant dans le petit sillon de l’ADN. Les HMGN sont des protéines d’une masse 
moléculaire un peu plus importante et ont la propension de se fixer aux 
nucléosomes. Enfin, les HMGB contiennent des motifs HMG nécessaires pour leur 
accrochage et leurs actions sur la chromatine. D’une manière générale, les HMG ont 
un rôle essentiel dans l’architecture de la chromatine participant ainsi au mécanisme 
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de transcription, de recombinaison ou encore de réplication (Agresti and Bianchi, 
2003; Catez et al., 2003).
IV-2-Les protéines HMGB 
Pour comprendre l’importance de ces protéines, il est intéressant de noter que les 
protéines HMGB sont des protéines qui diffusent très rapidement dans le noyau, se 
fixent et se dissocient de leurs cibles ADN de manière transitoire. On estime chez les 
mammifères qu’un nucléosome entre en interaction avec une protéine HmgB1 en
moyenne toutes les deux secondes (Agresti and Bianchi, 2003). 
La principale caractéristique structurale de ces protéines HMGB est l’existence d’une 
ou plusieurs boites HMG. Un domaine HMG est une région de 80 acides aminés qui 
est responsable de la capacité des protéines HMGB à s’accrocher et à courber 
l’ADN. Il est important de noter que parmi ces 80 acides aminés seules une minorité 
est conservée au sein des protéines de cette famille. Aromatiques ou basiques pour 
la plupart, ces acides aminés conservés sont impliqués dans le maintien de la 
structure tridimensionnelle du domaine et dans l’interaction avec l’ADN. En dépit, 
d’une faible conservation générale de la séquence primaire du domaine HMGB, la 
structure tridimensionnelle est quant à elle conservée(Bustin, 1999). On observe une 
structure tertiaire en forme de L contenant trois hélices alpha (figure 20). Ces hélices 
et la région N-terminale du domaine se replient en deux bras formant entre eux un 
angle d’environ 80° (Xu et al., 2002). Le domaine HMG se fixe préférentiellement sur 
des structures particulières de l’ADN, au niveau des petits sillons élargis de l’ADN,
des jonctions à quatre voies, de l’ADN modifié par le cis-platine, de l’ADN relâché, ou 
encore au niveau des points d’entrée et de sortie des nucléosomes (Bustin, 1999; 
Thomas and Travers, 2001). Une fois fixé, ce domaine induirait, via l’insertion de la 
protéine HMGB dans le petit sillon, une courbure de l’ADN.  
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Figure 20: A- Représentation structurale d'une boite HMG B consensus. On voit les 3 hélices 
alpha en vert au sein d'une boite de 80 acides aminés. B- Représentation schématique des deux 
protéines à boites HMGB Hmo1 et UBF1 de levure S. cerevisiae et humaine. La boite A en N termi-
nal ne répond pas aux critères d'une boite HMG classique. Chez UBF, on a un domaine de diméri-
sation en N-terminal, la partie en noire dans la boite 2 correspond à la région d'épissage absente 
dans le cas d'UBF2.
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Les HMGB sont elles-mêmes partagées en deux groupes :  
La classe 1 des protéines HMGB rassemble des protéines n'ayant qu'un seul 
domaine HMG. Ces protéines ne sont exprimées que dans certains tissus et se fixent 
sur des séquences spécifiques d'ADN. On peut citer pour exemple des régulateurs 
transcriptionnels tels que le facteur SRY (Sex determining Region Y) qui est le 
déterminant du sexe mâle chez les mammifères (Sinclair et al, 1990), les facteurs 
activateurs lymphoïdes T Cell Factor- 1 (TCF-1) et Lymphocyte Enhancer Factor-1 
(LEF-1) (Travis et al., 1991); (van de Wetering and Clevers, 1992).
La classe 2 semble impliquée dans des phénomènes biologiques très variés comme 
la recombinaison, la réplication, la réparation, la transcription de l’ADN. Ce sont des 
protéines qui possèdent plusieurs domaines HMG et qui reconnaissent des 
structures courbées de l’ADN. Ce groupe comprend entre autres la protéine HMGB1 
(Pauken et al., 1994) qui est une protéine ubiquitaire, ainsi que les protéines HMGB2
(Shirakawa and Yoshida, 1992) et HMGB3 (Vaccari et al., 1998). Ces trois protéines 
possèdent deux domaines HMG notés A et B et un domaine riche en acides aminés 
acides dans la partie C-terminale. Les protéines humaines UBF1 et Hmo1 de S.




UBF (Upstream Binding Factor) est une protéine HMGB qui a été caractérisée chez 
l’humain (Jantzen et al., 1990), la souris (Hisatake et al., 1991) et le xénope (Pikaard
et al., 1989). De plus les bases de données indiquent qu’un équivalent d’UBF serait 
présent chez tous les vertébrés. Cette protéine est très conservée entre ces 
différents organismes, à titre d’exemple entre la souris et l’Homme on observe une 
homologie de séquence atteignant 97%. 
La purification d’UBF à partir de ces différents organismes a révélé la présence de 
deux polypeptides UBF1, UBF2 (Bachvarov and Moss, 1991; Hisatake et al., 1991).
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Chez les mammifères, ces deux protéines isoformes sont issues d’un même ARNm 
mais diffèrent en raison d’épissage entrainant l’absence d’une région de 37 acides 
aminés dans UBF2. Chez le xénope, on retrouve également deux protéines 
isoformes différenciées par 22 acides aminés mais issues de deux gènes différents 
(Bachvarov and Moss, 1991).
In vitro, UBF1 et UBF2 possèdent toutes les deux la capacité de se fixer au 
promoteur des gènes d’ADNr sous forme d’homo ou d’hétérodimères. Cependant, 
UBF1 est un activateur de la transcription bien plus efficace qu’UBF2 aussi bien in
vivo que in vitro. Le rôle d’UBF2 est soumis à discussion. Il a été proposé qu’UBF2 
ne serait capable d’assumer qu’une partie des fonctions d’UBF1 et serait impliqué 
uniquement dans un rôle structural au niveau du promoteur (McStay et al., 1997).
Des études suggèrent également qu’il pourrait avoir un rôle pour limiter l’action des 
homo-dimères d’UBF1 par la formation d’hétérodimère UBF1/UBF2 moins aptes à 
stimuler la transcription. Un changement de stœchiométrie entre UBF1 et UBF2 
serait ainsi une voie de régulation modulant le taux de synthèse des ARNr (Hisatake 
et al., 1991).
IV-3-b- Structure d’UBF 
La principale caractéristique d’UBF est la présence de plusieurs boites HMG. Dans la 
littérature le nombre de boites décrit varie de 4 à 6. Cette variabilité dépend des 
critères utilisés pour définir une boite HMG. Par exemple « la boite 3 » d’UBF a des 
caractéristiques de boite HMG mais contient seulement 51 acides aminés alors 
qu’une boite HMG est définie comme une région de 80 acides aminés. De manière 
consensuelle, on peut affirmer qu’UBF1 chez les mammifères contient un domaine 
de dimérisation et six boites HMG plus ou moins canoniques (Figure 20). Chacune
de ces boites semble avoir des fonctions spécifiques (Bachvarov and Moss, 1991; 
Cairns and McStay, 1995). De manière brève, la boite 1 a une forte affinité pour 
l’ADN cruciforme et les régions d’ADN riche en GC. Cette boite est nécessaire et 
suffisante pour se fixer à l’ADNr (Jantzen et al., 1992). La boite 2 semble importante 
pour optimiser la propriété d’accrochage et structurante de la boite 1 ; sans la boite 2 
l’accrochage est moins efficace (Yang et al., 2003). Les boites suivantes et le 
domaine Carboxy-terminal sont impliqués dans l’interaction avec l’ADN mais aussi 
avec des facteurs d’initiations comme SL1 chez l’Homme et Rib1 chez le xénope 
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(Cairns and McStay, 1995; Jantzen et al., 1992). Il est à noter que la boite 4 est 
absente chez le xenope. Cette différence explique l’impossibilité de la version UBF1 
de xénope de remplacer UBF1 humain et réciproquement (Bell et al., 1989). Enfin, le 
domaine de dimérisation retrouvé aussi bien chez l’humain que chez le xénope en 
position N-terminale serait essentiel à l’activité d’UBF (Jantzen et al., 1992; McStay 
et al., 1991).
Cette boite de dimérisation, ces motifs HMG et la queue C-terminale contenus dans 
UBF1 lui confèrent la capacité de structurer l’ADN. Il a d’ailleurs été proposé 
qu’UBF1 serait capable de former une structure particulière appelé enhancesome. 
L’enhancesome est constitué d’un dimère d’UBF1 permettant une courbure de 360° 
de l’ADN aboutissant à la formation d’une boucle d’ADN d’environ 150 paires de 
base (Bazett-Jones et al., 1994) (Figure 21). La formation d’une telle structure 
associée aux capacités d’interactions d’UBF1 avec d’autres protéines seraient 
directement impliquées dans les différents rôles joués par cette protéine que nous 
allons décrire dans le paragraphe suivant.  
UBF
ADN
Figure 21: Modèle structural d'enhancesome . Un dimère d'UBF pourrait être responsable d'une 
telle structure par la capacité des protéines HMGB à modifier la structure de l'ADN.(adapté de Stefa-
novsky et al. 2006).
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IV-3-b-UBF : un facteur d’initiation
Un rôle d’UBF dans le processus d’initiation s’est imposé dès 1989 du fait de sa 
présence sur les régions proximales du promoteur d’ADNr (Pikaard et al., 1989). Les
études qui ont suivi ont proposé qu’UBF serait un facteur déterminant pour stimuler 
l’assemblage du complexe d’initiation grâce à sa propension à augmenter la 
concentration locale des facteurs impliqués (McStay et al., 1997). La fixation d’UBF 
sur la région promotrice serait un alors un prérequis à l’assemblage du PIC, il 
permettrait la juxtaposition de la séquence activatrice (UCE) et du promoteur basal 
(CE). Des études biochimiques montrent que deux des sous-unités de SL1, TAFI48 
et TBP interagissent directement avec UBF (Beckmann et al., 1995; Tuan et al., 
1999). De plus, des expériences de footprinting sur SL1 suggèrent un accrochage 
coopératif entre UBF et SL1 (Bell et al., 1988). De ces résultats découlent le modèle 
suivant. UBF s’accrocherait aux régions promotrices suivies par SL1. Le recrutement 
consécutif de l’ARN Pol I se ferait par de multiples interactions. UBF interagirait 
directement avec deux sous-unités de l’ARN Pol I, CAST et PAF53, (Panov et al., 
2006; Schnapp et al., 1994) alors que l’ARN pol I lierait SL1 via TIF-1A (Miller et al., 
2001). L’intervention d’UBF dans le processus d’initiation semble donc admise. 
Cependant le mécanisme d’action d’UBF décrit précédemment reste lui soumis à 
controverse. En effet, une étude de 2006 a démontré, par des approches in vitro,
qu’UBF n’interviendrait ni avant ni au moment de l’assemblage du PIC, mais à une 
étape plus tardive. UBF faciliterait le départ de l’ARN Pol I du promoteur en assistant 
la conversion entre une ARN Pol I abortive produisant de petits transcrits (10-15
nucléotides) et une ARN Pol I stable en phase d’élongation (Panov et al., 2006). Ces 
résultats acquis intégralement in vitro permettent de proposer un modèle alternatif 
d’action d’UBF au promoteur mais ne remettent pas intégralement en cause 
l’ensemble des données acquises sur la stimulation de l’ARN Pol I par UBF1 et son 
rôle dans l’assemblage du PIC. 
IV-3-c-UBF et structure chromatinienne 
Le fait de retrouver UBF à la fois sur les régions promotrices et sur les régions 
transcrites de l’ADNr a conduit à formuler l’hypothèse d’une fonction autre que celle 
impliquée dans l’initiation. Au niveau de la région transcrite, plusieurs fonctions 
d’UBF ont été proposées et convergent toutes vers une capacité d’UBF à réguler 
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l’état chromatinien des gènes d’ADNr. En effet, il a été montré in vitro, qu’UBF 
pouvait s’opposer aux effets inhibiteurs du linker histone H1 sur la transcription par 
l’ARN pol I. De plus, UBF1 semble pouvoir déplacer l’histone H1 contenue sur une 
matrice nucléosomale (Kermekchiev et al., 1997). Ces données ont fait d’UBF un 
candidat idéal comme facteur participant à la régulation de l’état chromatinien des 
gènes transcrits par l’ARN pol I. En accord avec ce rôle, il a été montré que 
l’insertion de séquences ectopiques d’ADNr permet le recrutement d’UBF et 
confèrent à la chromatine une structure « ouverte » similaire à celle retrouvée sur les 
NOR (Region Organisatrice du Nucléole) (Mais et al., 2005). Dans le même ordre 
d’idées, l’adressage d’UBF sur des sites ectopiques entraine là aussi une 
décondensation de la chromatine (Chen et al., 2004). UBF serait donc une potéine 
HMGB capable de modifier la chromatine et en particulier l’ADNr. 
De plus, il a été montré qu’UBF pouvait agir directement sur la régulation du nombre 
de copies actives en transcription. En effet, une diminution de la quantité d’UBF 
induite par interférence à l’ARN conduit à une augmentation du nombre de gènes 
d’ADNr inaccessibles au psoralène, donc inactifs (Sanij et al., 2008). La quantité 
d’UBF1 permettrait donc de réguler le nombre de copies actives. Cette donnée est 
confirmée par la littérature puisque selon les stades de différenciation cellulaire on 
observe une corrélation entre la quantité d’UBF et le nombre de copies actives (Liu 
et al., 2007; Poortinga et al., 2004). UBF selon son abondance permettrait la 
fermeture ou l’ouverture d’un certain nombre de copies mais ne serait pas capable 
d’entrainer l’ouverture des gènes constitutivement fermés par des méthylations. 
Ainsi, on distinguerait dans les cellules de mammifères trois états chromatiniens 
différents, les gènes méthylés représentant 50% de la population, les gènes inactifs 
sans méthylation qui peuvent changer d’états chromatiniens en présence d’UBF et 
enfin les gènes actifs en transcription contenant UBF (Sanij et al., 2008). 
UBF est donc un constituant spécifique des gènes actifs et semble être un acteur 
central dans leur maintien sous la forme activée ; reste à connaître les 
conséquences de sa fixation sur la chromatine et sur la transcription par l’ARN Pol I. 
En se basant sur les capacités structurantes de cette protéine HMGB et sa capacité 
à couder l’ADN sous forme d’un « enhancéosome », l’équipe de Tom Moss a 
proposé qu’UBF permettrait de réguler l’élongation de l’ARN pol I. Dans ce modèle 
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une stimulation par des facteurs de croissance dans des cellules de mammifères 
induirait une augmentation du taux de transcription sans induire pour autant une 
augmentation du nombre d’ARN pol I par gène. UBF serait responsable de 
l’ajustement du taux de transcription par une accélération des processus d’élongation 
d’un facteur 5. Le rôle d’UBF serait étroitement corrélé à son état de phosphorylation 
sur les acides aminés 117 et 201 contenus respectivement sur la boite 1 et 2. En 
absence de phosphorylation, UBF fixé sur l’ADN aurait un rôle inhibiteur permettant 
de ralentir l’ARN Pol I en phase d’élongation (Stefanovsky et al., 2006). En cas de 
phosphorylation par la kinase ERK, les interactions entre UBF et l’ADN seraient
perturbées causant l’apparition d’une structure plus permissive à la transcription 
(Stefanovsky et al., 2006). Par ces mécanismes, les auteurs estiment que l’ARN Pol I 
aurait la capacité de passer d’une vitesse de synthèse d’ARN de 20 nucléotides par 
seconde à plus de 100 par le seul fait d’une modification de sa matrice d’ADN. 
D’après Tom Moss, un tel mécanisme serait suffisant pour réguler à lui seul la 
transcription par l’ARN Pol I chez les mammifères. 
UBF participe à la conformation chromatinienne de l’ADNr et influerait directement 
sur l’activité de transcription de l’ARN pol I. La question se pose alors de la 
coexistence d’UBF et des nucléosomes. Les données biochimiques et structurales 
mettant en évidence les structures types « enhanceosomes» suggèrent le 
remplacement des histones et des nucléosomes par une telle structure. Cependant, 
il a été proposé un modèle alternatif dans lequel UBF coexisterait avec les 
nucléosomes en se fixant à leurs côtés (figure 21). Plusieurs données soutiennent 
cette hypothèse. UBF peut se fixer sur des nucléosomes sans altérer leurs structures 
(Kermekchiev et al., 1997), de plus les pseudos NOR, qui consistent en des 
séquenes d’ADNr introduites en position ectopique où se fixe UBF, donnent un profil 
nucléosomal après digestion à la microccocale nucléase (Wright et al., 2006). Enfin, 
une diminution de la quantité d’UBF par ARNi entrainant une augmentation du 
nombre de copies fermées ne provoque pas une augmentation de la quantité d’ADNr 
immunoprécipité par ChIP contre les histones (Sanij et al., 2008). Une structure 
chromatinienne contenant UBF ne semble donc pas incompatible avec la présence 
d’histones.
Il est alors possible que UBF modifie la structure chromatinienne des gènes actifs 
par une compétition avec le linker histone H1 comme le suggère l’étude de 
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Kermeckiev (Kermekchiev et al., 1997). Les ChIP réalisées sur H1 concordent avec 
ce modèle puisque la présence de H1 sur les gènes d’ADNr est augmentée en 
absence d’UBF1 (Sanij et al., 2008). Ces données suggèrent que UBF1 serait un 
marqueur spécifique des gènes actifs responsable de l’établissement d’une structure 
chromatinienne particulière permissive pour la transcription par l’ARN Pol I. 
IV-4-Hmo1
Hmo1 a été purifiée pour la première fois en 1996 et caractérisée comme une 
protéine de 35kDa appartenant à la famille des HMGB (Lu et al., 1996). Chez la
levure S. cerevisiae on compte 10 protéines HMGB, la majorité d’entre elles ne 
possèdent qu’une seule boite HMG. Hmo1 a une structure qui se rapproche des 
protéines HMG existant chez les eucaryotes supérieurs puisqu’elle possède en son 
sein deux boites HMG (figure 20). La boite A en position N terminal ne présente que 
de faibles homologies de séquence avec une boite HMGB consensus, au contraire 
de la boite B qui ressemble au motif HMG retrouvé chez les mammifères, notamment 
celui retrouvé sur la protéine HMGB1 (Kamau et al., 2004; Lu et al., 1996). Cette 
ressemblance a d’ailleurs conduit à proposer que la protéine Hmo1 de levure et 
HMGB1 humaine seraient équivalentes. Cependant, des expériences de 
complémentations hétérospécifiques menées entre cette protéine de levure et de 
mammifère n’ont pas permis de valider cette hypothèse (Lu et al., 1996). L’équipe de 
Grove s’est attelée à étudier les caractéristiques biochimiques d’Hmo1 et de ses 
différents domaines. La boite B est essentielle pour l’accrochage à l’ADN et participe 
également à la modification de la structure de l’ADN. La boite A au contraire a une 
faible affinité pour l’ADN et ne semble pas posséder les domaines suffisant pour 
assumer une fonction HMG (Kamau et al., 2004). Cependant, une interaction entre la 
boite A et le domaine C terminal d’Hmo1 a été décrite comme requise pour moduler 
la conformation de l’ADN (Bauerle et al., 2006; Xiao et al., 2010). 
Ces données in vitro sont néanmoins à confronter aux résultats obtenus in vivo,
puisqu’il a été publié dès 1996 qu’une délétion du motif C terminal n’entrainait pas de 
phénotype de croissance, indiquant que cette forme d’Hmo1 tronquée est 
fonctionnelle (Lu et al., 1996). Depuis cette date, Hmo1 a été au centre de 
nombreuses études in vivo mettant en évidence son implication dans une pléiotropie 
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de fonctions. En effet, de par son abondance (estimée à 20 mille molécules par 
cellule (Ghaemmaghami et al., 2003) et sa capacité à cibler de nombreuses régions 
du génome, la fonction d’Hmo1 peut être reliée directement ou indirectement à la 
majorité des processus ADN dépendants.  
IV-4-a-Hmo1 et stabilité génomique. 
La protéine Hmo1 a été initialement décrite comme une protéine HMGB nucléaire 
importante pour la stabilité et l’architecture générale du génome (Lu et al., 1996).
Ainsi, son absence se traduit par une instabilité génomique accrue reflétée par une 
hypersensibilité à la Mnase et une augmentation du taux de perte plasmidique (Lu et 
al., 1996). Ce rôle d’Hmo1 a été confirmé en 2002, puisque la recherche de mutants 
présentant un haut taux de mutations spontanées a permis la constitution d’une 
collection de gènes hsm (high spontaneous mutagenesis) dont l’un d’entre eux 
contient une mutation du gène HMO1. De cette observation les auteurs ont inféré un 
rôle d’Hmo1 dans la réparation. Hmo1 serait une protéine initiatrice de la voie de 
réparation en rendant accessible les lésions à la machinerie de réparation (Alekseev 
et al., 2002). Cette hypothèse est soutenue par différents liens génétiques entre 
HMO1 et les gènes codant pour des protéines impliquées dans la réparation telles 
que Sgs1, Top3 (Gadal et al., 2002a). Deux publications en 2009 par l’équipe de 
Marco Foiani et de Dennis M. Livingston abondent dans ce sens. En effet, des 
mutations de l’ADN polymérase  (pol3-14) ou de la topoisomérase 2 (top2-1) 
provoquent un phénotype de létalité dans certaines conditions qui peut être supprimé 
en absence d’Hmo1. Cette suppression serait due à la capacité des cellules 
d’outrepasser les points de contrôle du cycle cellulaire en absence d’Hmo1. Dans 
des conditions normales, Hmo1 recouvrirait les lésions ADN et permettrait 
directement ou indirectement l’arrêt du cycle cellulaire (Bermejo et al., 2009; Kim and 
Livingston, 2009). Enfin, outre ce rôle d’Hmo1 en réponse à des stress génotoxiques, 
Hmo1 est aussi connu pour organiser et structurer certaines régions du génome en 
absence de lésions. En effet, il a été montré qu’Hmo1 se fixait aux séquences CAG 
qui sont des régions répétées et très instables. Hmo1 permet dans ce cas de 
structurer ces régions dans une conformation chromatinienne particulière dépourvue 
de structure nucléosomale canonique. En absence d’Hmo1, on trouve un profil de 
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digestion similaire à celui d’une matrice recouverte par des octamères d’histones 
(Kim and Livingston, 2009). Hmo1 est donc une protéine participant au maintien et à 
l’organisation du génome.  
IV-4-b- Hmo1 et transcription par la Pol II 
Une première publication en mai 2006 mettant en œuvre des approches 
d’immunoprecipitation à l’échelle du génome décrit qu’Hmo1 est spécifiquement 
localisée sur des promoteurs de gènes codant pour les protéines ribosomiques (PR) 
ainsi que sur la région transcrite des gènes d’ADNr (Hall et al., 2006). L’année 
suivante, l’équipe de Tetsuro Kokubo a répertorié de manière exhaustive les 138 
promoteurs des PR et les a classifiés en plusieurs groupes selon l’abondance 
d’Hmo1 sur le promoteur, la présence de Ifh1 et de Rap1. La classification de ces 
promoteurs n’a pas permis d’identifier clairement un mode de recrutement ou un 
motif ADN spécifique de la fixation d’Hmo1. De plus, l’accrochage d’Hmo1 ne semble 
pas limité aux promoteurs des PR puisque qu’Hmo1 est retrouvée sur d’autres 
séquences promotrices (Kasahara et al., 2007). Ces études de ChIP révélant les 
sites de fixation d’Hmo1 sur certains promoteurs ARN Pol II et sur l’ADNr ont été 
complétées par une autre publication utilisant des approches de cribles génétiques :
ces travaux ont montré qu’Hmo1 est essentielle à la croissance cellulaire dans trois 
contextes mutants : des mutants de l’ARN pol I, des invalidations de gènes codant 
pour des protéines ribosomiques, ainsi que des invalidations affectant des gènes 
impliqués dans la réponse au stress (Berger et al., 2007). Dans cette même étude, 
des expériences d’analyse globale de la transcription confirment le rôle d’Hmo1 dans 
la régulation de la transcription des protéines ribosomiques (Berger et al., 2007) 
même si la mécanistique d’action d’Hmo1 sur les promoteurs d’ARN Pol II n’était 
alors pas élucidée. 
 L’équipe de Kokubo a justement été plus loin dans la compréhension de ce 
mécanisme en montrant d’une part qu’Hmo1 pouvait interagir avec les parties N-
terminales des TAF (facteur associé à TBP) au sein du complexe de TFIID (Kashara 
et al. 2008) et d’autre part qu’Hmo1 était importante pour délimiter la zone 
d’assemblage du complexe de pre-initiation. L’assemblage de ce complexe se ferait 
entre le site de fixation d’Hmo1, qui serait dépourvu de nucléosome, et la région +1 
qui contiendrait un nucléosome (Kasahara et al., 2008). Hmo1 se fixerait sur des 
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régions riches en GC appelées IVR (« intervening région ») au niveau du promoteur. 
L’auteur propose qu’Hmo1 pourrait agir soit en formant des boucles d’ADN entre le 
Core Promoteur et UAS et positionner le PIC (Kasahara et al., 2011). 
IV-4-c- Hmo1 et transcription par la Pol I 
Une fonction de Hmo1 en relation avec la transcription par l’ARN pol I a été suggérée 
en 2002 par la démonstration de l’existence d’un lien génétique entre HMO1 et 
RPA49 (Gadal et al., 2002a). La double délétion hmo1-∆ rpa49-∆ n’est pas viable. 
Etant donné les divers rôles d’Hmo1, il était important de clarifier que l’effet observé 
est lié spécifiquement à un dysfonctionnement de l’ARN Pol I. Un plasmide 
permettant la transcription de l’ADNr par l’ARN pol II a été utilisé et permet la 
suppression du phénotype de mort dans une souche rpa49∆-hmo1∆. Cette 
suppression signifie que la létalité observée est uniquement due à un défaut 
dépendant de l’ARN pol I (Nogi et al. 1991).  
Au-delà de cette létalité synthétique, il est intéressant de noter que la surexpression 
d’Hmo1 parvient à corriger le phénotype d’un mutant rpa49-∆ (Gadal et al., 2002a).
Hmo1 est la protéine HMGB de levure S. cerevisiae la plus abondante ; il apparaît 
surprenant que sa quantité soit un facteur limitant même dans un contexte génétique 
particulier. Dans cette étude, un effet d’Hmo1 sur la structure de la chromatine des 
gènes codant pour l’ADNr a été suggéré (Gadal et al., 2002a). Cette fonction d’Hmo1 
est apparue d’autant plus plausible, quelques années plus tard, après obtention 
d’immunoprecipitation des régions transcrites de l’ADNr par ChIP contre la protéine 
Hmo1 (Berger et al., 2007; Hall et al., 2006; Kasahara et al., 2007). 
L’équipe d’Achim Griesenbeck a par la suite poursuivi l’étude de la fonction d’Hmo1 
sur l’ADNr. Dans une publication en 2008, l’auteur s’applique à répertorier les 
constituants protéiques des gènes actifs et inactifs par la technique de ChEC 
psoralène. Il s’est alors avéré qu’Hmo1 était un composant exclusif des gènes actifs 
en transcription. De plus, l’utilisation d’une souche thermosensible permettant la 
déplétion de Rrn3, a permis de prouver qu’Hmo1 était capable de rester accrochée 
sur l’ADNr indépendamment de la transcription par l’ARN Pol I. Cette donnée ne 
signifie pas que la fixation d’Hmo1 sur l’ADNr soit ARN pol I indépendante mais que 
le maintient d’Hmo1 sur ces gènes actifs ne requiert pas (au moins à court terme) 
une activité de transcription par l’ARN Pol I (Merz et al., 2008). De manière 
surprenante, Hmo1 semble disparaître des gènes actifs dans une souche uaf30-Δ
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(Goetze et al. 2010). Ce résultat n’est pas discuté par l’auteur de cette publication, 
mais pourrait suggérer une incompatibilité entre la fixation d’Hmo1 et la transcription 
par l’ARN Pol II sur l’ADNr (observée dans une souche uaf30-∆ (Conrad-Webb and 
Butow, 1995; Vu et al., 1999)). 
L’utilisation d’une souche hmo1-∆ a permis de montrer que cette protéine HMGB 
n’était pas essentielle pour l’établissement d’un état chromatinien caractéristique des 
gènes actifs (Merz et al., 2008). En effet, dans une souche hmo1-∆, on distingue 
toujours une bande représentant les gènes actifs et inactifs par la méthode de 
“psoralen cross linking”. Cependant, la bande des gènes actifs comparativement aux 
gènes inactifs est d’intensité plus faible que dans une souche sauvage. Ce résultat 
permet d’affirmer que la délétion d’Hmo1 change le rapport entre copies ouvertes et 
fermées en faveur des gènes inactifs.  
Enfin, dans une publication récente, il a été montré que l’arrêt du cycle par le facteur 
alpha factor en G1/S conduit à l’ouverture des copies jusqu’au passage en phase S 
durant laquelle les gènes seront refermés (Dammann et al., 1995; Wittner et al., 
2011). Si durant ce blocage G1/S, on empêche la transcription Pol I (rrn 3-ts (ts pour 
thermosensible)), on observe une accumulation de copies ouvertes uniquement si 
Hmo1 est présent. En absence d’Hmo1, il ne reste que des copies fermées après 5 
heures de blocage en G1. Cette donnée renforce le rôle essentiel d’Hmo1 dans le 
maintien des gènes actifs. 
De manière intéressante, dans la susnommée expérience on peut noter qu’après 2,5 
heures de blocage sans transcription Pol I et en absence d’Hmo1, on ne parvient pas 
à distinguer les bandes actives et inactives par la technique de “psoralen cross 
linking”. On observe dans ce cas une situation intermédiaire avec un rapprochement 
de la bande du haut vers la bande du bas empêchant de les discriminer. Cette 
observation rappelle celle faite par Damman en 1995 qui a aussi observé un 
rapprochement entre les bandes des gènes actifs et inactifs à l’entrée en phase 
stationnaire, c’est-à-dire lorsque la transcription par l’ARN Pol I diminue (Dammann 
et al., 1995). L’absence d’Hmo1 dans un contexte où il y a peu de transcription par 
l’ARN pol I facilite ce rapprochement des deux bandes et probablement la fermeture 
des copies d’ADNr. Ces résultats sont à mettre en perspective avec l’importance 
d’Hmo1 dans une souche rpa49-∆ où la transcription par l’ARN Pol I est faible 
(Beckouet et al., 2008) et devient impossible en absence d’Hmo1 (Gadal et al., 
2002a). L’étude du rôle d’Hmo1 dans ce contexte génétique rpa49-∆ semble donc 
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particulièrement intéressante pour comprendre la fonction des protéines HMGB sur 
l’ADNr et sera un des axes de recherche détaillés dans cette thèse. Nous tenterons 
d’aller plus loin dans la compréhension de la mécanistique d’action d’UBF1 et 
d’Hmo1 sur l’ADNr. 
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CHAPITRE III: 
Organisation nucléaire chez la levure S. 
cerevisiae 
Préambule
Le noyau fut en 1802 la toute première structure cellulaire identifiée et son étude fut 
poursuivie par Robert Brown en 1831(Ramsbottom, 1932). Son rôle central dans la 
viabilité cellulaire ainsi que son implication dans l’hérédité ont vite contribué à le 
populariser.
L’ultrastructure du noyau et son organisation furent révélées par la microscopie
électronique et complétée par la microscopie photonique conduisant à une claire 
définition de sa morphologie. Sa caractéristique morphologique majeure est la 
présence d’une double membrane lipidique constituant la frontière avec le 
cytoplasme. A contrario, l’espace nucléaire est dépourvu de membranes lipidiques. 
Cette absence de frontière lipidique, considérée par le passé comme condition sine
qua none à l’existence d’organisation, a contribué à soutenir l’image d’un 
compartiment désorganisé. Cette vision est maintenant largement dépassée.  
Il apparaît en effet que le noyau est un espace organisé contenant le matériel 
génétique, mais aussi capable de le maintenir et d’assurer son expression. Alors que
les aspects moléculaires des processus réplicatifs et transcriptionnels ont été très 
étudiés, leur organisation spatiale et temporelle au sein du noyau reste peu connue.
De plus, même si l’étude des séquences répétées pose encore problème, les 
améliorations techniques nous permettent d’avoir très peu de limite sur la 
connaissance des séquences primaires d’ADN constituant un génome alors que 
l’étude de leur organisation au sein de l’espace nucléaire est soumise à des limites 
techniques et constitue un des challenges de l’ère post-génomique (Figure 22). Les 
innovations technologiques en microscopie ou l’apparition de techniques telles que le 
3C (Conformational Chromosome Capture) (Dekker et al., 2002) contribuent à 
apporter des solutions pour l’étude de ces problématiques mais l’organisation tri-




Dans les deux premières parties de cette thèse nous nous sommes attelés à décrire 
à l’échelle moléculaire le rôle des protéines impliquées dans la transcription et la 
structure chromatinienne du locus d’ADNr. Au cours de ma thèse, j’ai également
étudié l’organisation fonctionnelle du chromosome portant les répétitions d’ADNr 
chez la levure S. cerevisiae : le chromosome XII. Dans cette introduction, je décrirai 
dans un premier temps la structure et l’organisation du constituant majeur du noyau :
la chromatine, puis nous décrirons l’arrangement spatial des chromosomes et des 
différents éléments structuraux, dont le nucléole, impliqués dans l’organisation 
spatiale du génome.  
I- Structure et organisation de la chromatine.
Le constituant principal des chromosomes est l’ADN autour duquel vont s’associer 
des protéines formant la chromatine. Quantitativement, on retrouve plus de protéine 
que d’ADN sur un chromosome. Cette association forme la fibre chromatinienne, elle 
même structurée et organisée selon plusieurs niveaux de compaction. Cette 
organisation est variable selon le type cellulaire, le cycle ou encore la croissance 
cellulaire et influe directement sur l’ensemble des processus ADN dépendants.
L’organisation du noyau s’analyse donc à différentes échelles, de la fibre d’ADN sous 
forme de chromatine à l’agencement de l’ensemble des chromosomes au sein du 
volume nucléaire. Dans cette partie nous décrirons ces différents niveaux 
d’organisations.
I-1-Composition de la chromatine
I-1-a-l’ADN
L’ADN (acide désoxyribonucléique) forme deux chaines orientées de manière 
antiparallèle. L’ADN double brin est agencé sous forme d’une hélice non figée. Au 
moins trois structures sont supposées exister dans des conditions physiologiques; 
les formes A, B et Z (Ghosh and Bansal, 2003) (Figure 23-A).
(Recouvreux et al.  2011)(robinson et al.2006)
(Ghosh et bansal. 2003)
A- B- C-
D-
(Khorasanizadeh et al. 2004)
E-
Noyau interphasique
 fibre de 10nm
 fibre de 30nm
nucléosome
ADN
(Adaptée de Lyer et al. 2011)
Figure 23-A- Exemple de 3 formes possibles de la double hélice d'ADN: A, B, Z de la gauche vers la 
droite. B- Représentation de la structure d'un nucléosome entouré par la double hélice d'ADN. C- Fibre
chromatinienne reconstituée et observée en microscopie électronique, en présence de H1 (panel de 
droite) on observe un repliement de la fibre différente (forme en boucle), ce n'est pas le cas en absence 
de H1 (panel de gauche). Les deux panels du bas représentent des grossissements du panel supé-
rieur. D- 2 modèles  de repliement de la fibre de 30nm, en solénoide (gauche) ou en Zig-Zag (droite) E-
L'ADN de 2 nm de diamètre se replie autour d'un octamère d'histone formant une structure de 11nm. 
L'ADN génomique serait ensuite agencé dans une structure plus compactée pour permettre l'organisa-
tion du génome en interphase.
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La forme B est la plus répandue et a été caractérisée par Watson et Crick en 1953 
(Watson and Crick, 1953). Les formes A et B sont principalement organisées avec 
des hélices de taille uniforme, alors que la forme Z à une structure plus irrégulière 
(Figure 23-A). Deux formes suplémentaires ont été décrite comme potentiellement 
existante in vivo, il s’agit de la forme S (Cluzel et al., 1996) et la forme P (Allemand et 
al., 1998). Elle correspondrait à une forme hyper étirée de l’ADN (Bustamante et al., 
2003). La transition d’une forme à l’autre est dynamique et dépend des contraintes 
appliquées à la fibre chromatinienne ; de ce fait, l’étude de ces états transitoires est 
difficile (Sinden, 2005). Les différentes formes d’arrangement de la double hélice 
d’ADN peuvent s’avérer déterminantes puisque les facteurs de transcription ont une
affinité différente entre les formes B et Z. Ainsi, la transcription peut être influencée
positivement ou négativement selon la forme d’ADN rencontrée par l’ARN pol (Rich 
and Zhang, 2003). Des modifications sur la séquence d’ADN telles que des 
méthylations peuvent également changer l’équilibre de transition entre la forme B et 
la forme Z et influencer r sur les processus ADN dépendants.  
A l’état relâché, la forme B d’ADN, forme une hélice de 2.37nm de diamètre, un tour 
total comprend 10,4 paires de bases et mesure 3.4nm (Behe et al., 1981). En tenant 
compte de ces valeurs, on peut approximer la taille d’un génome d’une cellule 
diploïde humaine ; il représenterait environ deux mètres si on assemblait tout l’ADN 
sous forme B bout à bout. Cet ADN est stocké dans une structure d’à peine quelques 
dizaines de micromètres qui offre un volume largement suffisant pour contenir cette 
quantité d’ADN, la problématique principale est d’ordonner cette information 
génétique. Nous allons décrire certaines de ces protéines capables d’organiser 
fonctionnellement l’ADN dans le volume nucléaire. 
I-1-b- Histones, variant d’histones et protéines HMG
Les histones sont les constituants majoritaires de la chromatine, ce sont des 
protéines très abondantes et hautement conservées chez les eucaryotes. Il existe 
différentes protéines histones, les plus connues sont les particules H2A, H2B, H3 et 
H4 (Kornberg and Thomas, 1974). D’un point de vue structural, les histones sont de 
petites protéines basiques partageant un motif structural commun qui est constitué 
de trois hélices alpha en C-terminal (Luger et al., 1997). Cette structure est 
primordiale pour permettre aux histones d’interagir avec l’ADN et de former des 
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hétérodimères. Ainsi, deux hétérodimères H3-H4 associés à deux hétérodimères 
H2A-H2B forment un octamère d’histones également appelé nucléosome (Figure 23-
B). La partie N-terminale des histones est dans une configuration permettant son 
accessibilité même au sein du complexe nucléosomal fermé (Luger et al., 1997). Ces
queues d’histones sont particulièrement riches en lysines et en arginines, et sont 
soumises à des modifications post traductionnelles tel que des phosphorylations, des 
acétylations, des méthylations qui modifient les propriétés de la particule 
nucléosomale (pour revue voir (Kouzarides, 2007)). La combinaison de ces 
modifications a permis de suggérer l’existence d’un « code histone », qui rajoute un 
niveau d’information génétique se superposant au code génétique défini par la 
séquence primaire (Jenuwein and Allis, 2001). Enfin, une autre variation peut 
intervenir dans la constitution de l’octamère d’histones du fait de l’existence de 
nombreux variants d’histones (Pour revue voir (Khorasanizadeh, 2004)). Ces 
variants d’histones, par leurs tailles et leurs caractéristiques biochimiques confèrent 
aux nucléosomes de nouvelles propriétés en se substituant à une des histones 
classiques contenues dans l’octamère. De manière brève, il a été rapporté 
l’existence d’un variant pour H2B (H2Bv), deux variants pour H3 (H3.3, CENPA) et 
quatre variants pour H2A (H2AX, H2AZ, macroH2A et H2ABBD). Ces variants 
d’histones sont souvent associés à des localisations nucléaires ou à des processus 
particuliers. A titre d’exemple, le variant CENPA est spécifique des régions 
centromériques (Sullivan et al., 1994), il a récemment été proposé qu’il pourrait 
permettre d’enrouler l’ADN de manière opposée à son sens d’enroulement au sein 
d’un hémisome (Furuyama and Henikoff, 2009). H3.3 est souvent synonyme 
d’activité transcriptionnelle alors que la présence de macro-H2A est plutôt un signe 
de répression(Sarma and Reinberg, 2005). Cette spécialisation pourrait contribuer à 
la compartimentation en environnement local activateur ou inhibiteur au sein de 
l’espace nucléaire. Il existe également un certain nombre de protéines appelées 
« linker histones » ; ces dernières sont des protéines composées d’une structure 
tripartite avec un domaine globulaire flanqué de deux domaines basiques en N et C 
terminal (Krylov et al., 1993). Ces protéines semblent impliquées dans la compaction 
de la chromatine notamment en bloquant la structure nucléosomale au niveau du 
point de sortie de l’ADN. Contrairement aux histones, ces protéines sont bien moins 
conservées dans le monde eucaryote. On peut citer la protéine H1 connu chez les 
mammifères alors que la levure S. cerevisiae contient le linker histone Hho1 qui ne 
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semble pas partager cette structure tri-partite préalablement décrite (Landsman, 
1996).
Pour résumer, les histones sont la base architecturale de la chromatine. Cependant, 
il existe d’autres protéines qui peuvent être considérées comme des facteurs 
architecturaux. Les protéines HMG que nous avons décrites dans la partie II de cette 
introduction de thèse en font évidemment partie. Leur abondance combinée à leur 
capacité à courber l’ADN en font des protéines architecturales à part entière 
(Chapitre II, IV). De plus, les protéines HMG sont connues pour entretenir une 
relation étroite avec les nucléosomes et les « linker » histones tel que H1 (Travers, 
2003). Cet ensemble de protéines HMG et histones constitue des structures mobiles 
et modifiables participant pleinement à la dynamique et à l’organisation nucléaire. De 
manière quelque peu manichéenne, on peut séparer ces protéines architecturales en 
deux catégories, les histones qui ont un temps de résidence élevé et qui constituent
une structure stable alors que les protéines HMG sont plus mobiles et participent à la 
dynamique du génome.
I-2- Compaction de la chromatine.
I-2-a-Nucléosome et la fibre de 10nm
L’enroulement de l’ADN autour de l’octamère d’histone est considéré comme le 
premier niveau de compaction. Cette structure a été observée en premier lieu en 
microscopie électronique dans le milieu des années 1970 (Olins and Olins, 1974) et
appelée nucléosome (Oudet et al., 1975). Les détails structuraux d’un nucléosome 
sont maintenant connus à une résolution de 0 ,19 A° (Davey et al., 2002). Un 
nucléosome est capable de couvrir 146 paires de bases et mesure 13 nm de 
diamètre et 11 nm de haut (Khorasanizadeh, 2004; Luger et al., 1997; Oudet et al., 
1975) (Figure 23-B). Les nucléosomes sont séparés par des séquences d’ADN libre 
appelées « linker ADN » (Widom, 1992). Conformément à la taille d’un nucléosome, 
la compaction d’une fibre d’ADN par ces structures forme la fibre de 10nm rappelant 
un « collier de perle » (Figure 23-C). L’accrochage du nucléosome à l’ADN est 
considéré comme non spécifique, bien que de nombreuses études sur leur 
positionnement indiquent des séquences préférentielles de fixation (Mavrich et al., 
2008; Yuan et al., 2005). Cette conformation permet une compaction d’un facteur 6. 
Il est à noter que les Archées possèdent également des histones qui présentent des 
 1;;
similarités avec les histones eucaryotes. Les histones archéens présentent la 
particularité de s’assembler dans des structures qui s’apparentent davantage à des 
tétrasomes (deux dimères H3 et H4) qui couvre individuellement moins de 100 paires 
de base. Ces structures présentent une flexibilité plus importante que les octamères 
d’histone (Musgrave et al., 1991; Sandman and Reeve, 2005). 
I-2-b-Compaction sans histones
L’ensemble des organismes est soumis à la contrainte préalablement décrite, 
l’empaquetage d’un génome conséquent dans un espace restreint. Chez les archées 
et les eucaryotes, les protéines histones sont essentielles pour résoudre cette 
problématique et ont probablement favorisé la possibilité évolutive d’extension des 
génomes (Minsky et al., 1997). Cependant, il ne faut pas éluder le fait que les 
procaryotes ne possèdent pas de telles protéines et parviennent pourtant à contenir 
leur génome dans un espace restreint ; le nucléoide (Mason and Powelson, 1956). Il 
existe donc des modes indépendants de compaction de l’ADN histones.  
Chez les procaryotes, la compaction se fait en partie grâce au super enroulement 
négatif permettant de restreindre l’espace occupé par l’ADN. Le surenroulement 
négatif est le plus courant dans la nature car il permet de compacter l’ADN et 
favorise les processus ADN dépendants tel que la transcription ou la réplication 
(Giaever et al., 1988; Vologodskii et al., 1979). Les supers enroulements ne sont 
cependant pas suffisants pour organiser le génome bactérien, et des protéines 
architecturales sont là aussi mises à contribution. Comme la plupart des protéines 
chromatiniennes, elles sont de petites tailles et contiennent des résidus basiques 
favorisant l’interaction avec l’ADN. La protéine HU fait partie de ces protéines ; elle 
est la plus abondante du nucléoide (Murphy and Zimmerman, 1997) et participe 
activement à maintenir la structure du chromosome. Elle est capable de stocker des 
super tours négatifs (Tanaka et al., 1995) et agit pour maintenir la superhélicité du 
génome bactérien (Bensaid et al., 1996). Ces protéines HU, de part leur activité 
topologique, favorisent les structures de l’ADN enroulées en plectonème, alors que 
les nucléosome autour desquels l’ADN eucaryote est enroulé favorise les structures 
toroïdales (Benyajati and Worcel, 1976). L’ADN arrangé en plectonème favorise la 
séparation des brins et donc la transcription et la réplication (Boles et al., 1990). Le 
génome bactérien s’organiserait alors en rosettes avec un nœud central d’où 
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émergeraient des boucles structurées en plectonème (Delius and Worcel, 1974; 
Thanbichler and Shapiro, 2006). HU aide à cette organisation dynamique 
directement impliquée dans l’accessibilité des séquences d’ADN et à la régulation de 
la transcription (Peter et al., 2004). 
Sur la base de leurs activités topologiques, il est important de noter que ces 
protéines HU ne ressemblent pas à des histones et se rapprocheraient d’avantage 
des protéines HMGB trouvées chez les eucaryotes (Oberto et al., 1994). In vitro,
HMGB1 peut d’ailleurs organiser des structures en plectonème (Stros et al., 1994).
De plus, les HMGB semblent pouvoir remplacer HU dans l’établissement de la super 
hélicité négative (Paull et al., 1993). Ces données ont conduit à suggérer que les 
protéines HMGB permettraient de former des structures en plectonème au sein du 
génome eucaryote majoritairement organisé sous forme toroïdale. Ces régions 
particulières organisées par les protéines HMGB favoriseraient les processus ADN 
dépendant (Travers and Muskhelishvili, 2007). Ainsi, même si les histones sont les 
organisateurs centraux de la chromatine, d’autres protéines telles que les protéines 
HMGB chez les eucaryotes ou HU chez les procaryotes peuvent organiser l’ADN. 
Ces régions dépourvues de nucléosomes correspondraient principalement aux 
régions activement transcrites. Elles seraient minoritaires chez les eucaryotes, 
contrairement aux procaryotes où seulement 12% des régions sont non codantes 
alors que 98% le sont chez les eucaryotes (Ahnert et al., 2008). L’exemple 
procaryote nous montre d’une part que le premier niveau de compaction de l’ADN 
est son degré d’enroulement et que d’autre part qu’il existe des architectures 
génomiques indépendantes des nucléosomes plus rares mais essentielles à 
l’organisation du génome eucaryotes et à son expression. 
I-2-c-De la fibre de 30nm à l’organisation de la chromatine
L’ADN est chargé négativement par les phosphates qui produisent des répulsions 
électrostatiques des régions adjacentes empêchant des repliements sur elle même 
de la fibre d’ADN (Bloomfield, 1996). Les histones sont chargées positivement et 
permettent de neutraliser ces charges négatives laissant la possibilité de repliement 
à la fibre d’ADN. Il y a plus de 30 ans, Finch et Klug ont été les premiers à proposer 
un modèle mettant en jeu de tels repliements entre les nucléosomes. Les octamères 
d’histones seraient agencés en une fibre de 30nm grâce à l’intervention du «linker 
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histone » H1 ou d’ions Mg2+ (Finch and Klug, 1976) (Figure 23-C). La fibre de 30nm 
permettrait une compaction du génome suffisante pour expliquer l’organisation des 
chromosomes dans un noyau interphasique (Figure 23-E). L’hypothèse de la fibre de 
30nm s’appuie sur l’observation de nucléosomes isolés observés en microscopie 
électronique à transmission qui laisse apparaitre une fibre de 30nm de diamètre. 
Malgré de nombreuse études menées pour élucider l’agencement des nucléosomes 
au sein de cette structure, l’intérieur même de la fibre reste mal connu et soumis à 
controverse. Deux modèles principaux sont proposés (pour revue voir 
(Khorasanizadeh, 2004)) (Figure 23-D). Selon le premier, la fibre de 30 nm formerait 
un solénoïde au sein duquel les nucléosomes sont agencés en hélice (Robinson et 
al. 2006). Le second modèle dit « en zig zag » serait une structure en solénoïde 
consistant en une hélice à deux point de départs. Les nucléosomes seraient 
successivement d’un coté puis de l’autre de la molécule d’ADN provoquant le 
croisement de l’ADN entre deux nucléosomes au centre de la fibre de 30nm. Le pas 
de cette double hélice est estimé à 32nm et contient 19 nucléosomes (Schalch et al., 
2005). De nombreuses études in vitro ont apporté leur soutien à l’un ou l’autre 
modèle, sans pouvoir conclure définitivement (Robinson et al., 2006; Schalch et al., 
2005). Routh et ses collaborateurs ont proposé que les structures en solénoïde ou 
en Zig-Zag sont dépendantes de la taille du « linker ADN » (ADN retrouvé entre 
chaque nucléosome) (Routh et al., 2008). Etant donné que la structure de la fibre de 
10nm est variable du fait des différentes tailles d’ADN entre chaque nucléosome, il a 
été suggéré récemment que les modèles en solénoïde et en zig zag puissent être 
contenus sur une même fibre (Grigoryev et al., 2009). 
Cependant, au delà de ce débat sur la structure interne de cette fibre de 30nm, son 
existence même pose encore question. L’observation in vivo de cette structure 
s’avère plus difficile. Les approches de cryomicroscopie par les procédés de 
vitrification devraient permettre d’observer cette structure dans un état préservé. 
Pourtant de Dubochet et ses collaborateur en 1986, à Eltsov en 2008 aucune section 
nucléaire observée n’a permis de mettre en évidence la fibre de 30 nm (Dubochet et 
al., 1986; Eltsov et al., 2008; Konig et al., 2007) remettant sérieusement en cause 
l’hypothèse de son existence in vivo et son observation in vitro. Seule l’équipe de 
Patrick Shultz, dans une étude récente observe une fibre de 30 nm en microscopie 
électronique. Elle serait minoritaire dans le noyau et se situerait dans des régions 
 1;3
périphériques d’hétérochromatine (Kizilyaprak et al., 2010). Chez la levure, peu de 
données in vivo soutiennent l’existence de cette fibre de 30 nm. Pourtant Bystricky et 
ses collaborateurs en utilisant des sondes fluorescentes placées à des distances de 
14 à 103 kb les unes des autres sur un même chromosome de levure S. cerevsiae
ont mesuré des distances entre les différentes sondes compatibles avec une 
compaction de 30 nm (Bystricky et al., 2004) mais pouvant également soutenir 
d’autres degrés de compaction de l’ADN (Maeshima et al.). Ces résultats obtenus 
chez la levure sont à relativiser puisque d’une part ils s’appuient sur le postulat que 
la fibre est compactée de manière homogène entre deux sondes, d’autre part Job 
Dekker en utilisant la technique de « chromosome capture » a obtenu des données 
inférant vers une structure nucléosomale moins compactée que celle décrite pour la 
fibre de 30 nm (Dekker, 2008). 
Cette structure nucléosomale de 30 nm a été majoritairement observée et mise en 
évidence dans des études de microscopie électronique de la fibre chromatinienne 
isolée (Marsden and Laemmli, 1979). Pour expliquer les observations divergentes in
vivo et in vitro, il a été suggéré que la concentration en magnésium utilisée dans les 
approches in vitro contribue aux observations « artéfactuelle » de la fibre de 30 nm
(Maeshima et al., 2010). En effet, l’observation de la fibre de 30 nm ne se fait que 
dans certain environnement cationique. Si la concentration en Mg2+ est augmentée,
on améliore la compaction et les contacts des nucléosomes entre les différentes 
fibres; il est alors impossible d’observer la structure de 30 nm. Au contraire à des 
faibles concentrations cationiques, on a une densité de nucléosomes qui diminue et 
qui favorise les contacts des structures nucléosomales au sein d’une même fibre et 
permet d’observer les fibres de 30 nm. Il est à noter que les concentrations pour
lesquelles la structure de 30 nm est observée est de l’ordre de 1 à 2 mM alors que in
vivo la concentration de Mg2+ est estimée à 3 mM en interphase et 17 mM en 
métaphase (pour revue : (Maeshima et al., 2010)). D’après Maeshima et ses 
collaborateurs, les concentrations en magnésium utilisées facilitent l’observation de 
la fibre de 30 nm mais empêchent l’observation des contacts entre des nucléosomes 
contenus sur différentes fibres (Maeshima et al., 2010). D’autres données récentes 
s’appuyant sur les techniques de capture des chromosomes et de microscopie 
électronique s’écartent également du modèle de 30 nm. Elles suggèrent que la 
compaction de la chromatine à 10 nm serait suffisante pour organiser le génome 
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dans le noyau; la chromatine s’organiserait alors en domaines ouverts et fermés 
selon un modèle de globule fractal sur lequel nous reviendrons plus tard (Fussner et 
al., 2010; Lieberman-Aiden et al., 2009). 
Au delà des investigations concernant la fibre d’ADN, la chromatine doit être aussi 
étudiée à une échelle comprenant la prise en compte de grandes structures 
traversant le noyau selon une organisation d’ordre supérieur. De nombreuses études 
s’appuyant sur des modélisations biophysiques ont permis de proposer différents 
modes d’organisations. Le modèle des boucles radiales propose que la chromatine 
est organisée en boucles de 50 à 200 kb sur des régions de 1MB donnant lieu à une 
structure en rosette (Munkel et al., 1999) alors que le modèle des boucles géantes 
propose l’existence d’une seule boucle sur un même domaine de 1MB (Sachs et al., 
1995). Enfin, le modèle du « chromonema » a été proposé par Andrew Belmont en 
1994 après observation de structure d’ADN d’un diamètre de 100-130 nm. Cette 
structure serait dûe aux repliements de la fibre de 30 nm en hélice (Belmont and 
Bruce, 1994). 
I-3-Organisation nucléaire des chromosomes.
Outre la description structurale de la fibre chromatinienne, et les modèles 
biophysiques qui en découlent, d’autres approches permettent de comprendre les 
lois régissant l’organisation du génome. En effet, l’observation directe par des 
sondes fluorescentes ou par microscopie électronique de l’hétérogénéité 
chromatinienne a contribué à comprendre l’organisation des chromosomes au sein 
du noyau.
I-3-a-Euchromatine et hétérochromatine. 
La description de l’hétérogénéité chromatinienne s’est faite dès le début du XXieme
siècle par Emil Heitz (Heitz, 1928) selon des critères cytologiques. 
L’hétérochromatine et l’euchromatine ont pu être différenciées sur la base de leur 
affinité ou le Giemsa, il a ainsi pu être montré l’existence de deux types de 
chromatine aux caractéristiques différentes. Cette distinction cytochimique fut 
complétée par une différenciation morphologique détectée en microscopie 
électronique (Figure 24-A) (Tooze and Davies, 1967). 
A- B-
 (Fawcett DW, The Cell: An Atlas of Fine Structure,




(Kizilyaprak et al. 2010)
Figure 24: A-B- Répartition de l'hétérochromatine dans deux types cellulaires. Ultrastructure de 
deux types cellulaires observés en microscopie électronique. Le plasmocyte contient de larges régions 
d'hétérochromatine (HC) localisées majoritairement en périphérie (A). A contrario, des cellules de rétines 
de rongeurs présentent de larges foyers d'eurochromatine (EC) en périphérie (B).
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 Très tôt, il a été suggéré que cette distinction morphologique traduisait l’état 
transcriptionnel des régions concernées. Ainsi les régions d’hétérochromatine 
seraient inactives, a contrario, l’euchromatine refléterait des régions chromatiniennes 
décompactées et activement transcrites (Heitz, 1928). La différence de compaction 
est essentiellement due aux variations de la composition chromatinienne en histones 
et en modifications post-traductionnelles de ces dernieres. En résumé, 
l’hétérochromatine apparaît plus compactée et présente une activité 
transcriptionnelle plus faible que l’euchromatine. Cependant, il est important de noter 
que cette organisation a été décrite comme dynamique et peut évoluer selon les 
phases du cycle cellulaire ou en réponse à certains signaux cellulaires (Grewal and 
Jia, 2007). 
I-3-b-territoire chromosomique 
Historiquement, la notion de territoire chromosomique fut introduite pour la première 
fois par Carl Rabl (Rabl, 1885), mais le terme exact fut proposé par Théodor Boveri 
en 1909 (Boveri, 1909). Carl Rabl suggéra que les structures qu’il observait pendant 
la mitose dans un noyau d’amphibien restaient à l’état d’entités indépendantes en 
interphase. La prouesse déductive de Carl Rabl est notable puisqu’il ne possédait ni 
les moyens techniques de visualiser les chromosomes interphasiques, ni même le 
concept de chromosomes. 30 années plus tard, Boveri étudiait des lignées 
germinales de vers à partir desquelles il observa la séparation des chromosomes 
pendant la mitose. Il décrivit alors que chaque chromosome conservait un espace 
spécifique en interphase. De plus, il suggéra que chaque chromosome était séparé 
par un espace inter-chromatinien. (Pour revue voir (Cremer et al., 2006)). Cette 
notion de territoire chromosomique fut acceptée de tous dans un premier temps puis 
délaissée dans les années cinquante suite aux publications d’images de microscopie 
électronique ne montrant aucune individualisation des chromosomes interphasiques. 
Il a fallu attendre la fin des années 1970 et les travaux de l’équipe de William C. 
Dewey et de J. Zimmer pour réhabiliter expérimentalement ce concept (Stack et al., 
1977; Zorn et al., 1976). 
Les expériences d’hybridation in situ en fluorescence permettant de « peindre »
chaque chromosome humain et le marquage d’un chromosome entier grâce à des 
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nucléotides fluorescents ont tous deux contribué à confirmer de manière illustrative le 
modèle de Bovari (Figure 25-A-B-C) (Pour revue (Cremer and Cremer, 2010)). Dans 
le même ordre d’idée, la démonstration qu’un traitement au laser dans une zone 
confinée du noyau entrainait des dommages à l’ADN restreint à un ou deux 
chromosomes a encore appuyé le modèle de territoire chromosomique (Figure 25-D-
E). Récemment, les travaux de Job Dekker par la technique de 3C suivie de 
séquençage massif (Hi-C) ont définitivement validé la présence de territoires 
chromosomiques par des approches non microscopiques (Lieberman-Aiden et al., 
2009). De nouvelles questions se posent alors, et en premier lieu, comment se 
répartissent ces chromosomes en des territoires restreints ? 
L’organisation chromatinienne reflète en premier lieu les arrangements des 
chromosomes en fonctions des contraintes géométriques rencontrées au sein du 
noyau. Cependant, certains arrangements chromatiniens peuvent conférer un 
avantage fonctionnel à la cellule et être favorisés par la sélection naturelle. Un des 
enjeux de l’étude de l’architecture nucléaire est de comprendre quelles sont les lois 
biologiques et /ou physiques qui régissent cette organisation non aléatoire et quel en 
sont les causes ou les conséquences fonctionnelles. Dans ce sens, Wendy Bickmore 
et ses collaborateurs ont suggéré que les chromosomes pauvres en gènes sont 
localisés à la périphérie du noyau alors que les chromosomes riches auraient une 
position plus centrale (Croft et al., 1999). Une étude évolutive avec des cellules de 
différents primates montre la conservation de cette organisation (Tanabe et al., 
2002). Cependant, de manière surprenante, il a été montré que les cellules de 
rétines de mammifères diurnes présentaient une organisation inverse, c’est à dire, 
des régions périphériques décompactées et l’hétérochromatine en position centrale 
(Figure 24-A-B). Cette organisation singulière irait de paire avec la vision nocturne et 
confèrerait un avantage évolutif (Solovei et al., 2009). Cette observation souligne que 
l’organisation des chromosomes conventionnellement décrite n’est pas obligatoire 
pour la viabilité cellulaire. L’organisation du génome est donc plastique et 
profondément influencée par le contexte cellulaire.
A- B- C-
(Adapté de Cremer and Cremer, 2001)
D-
(Adapté de Cremer and Cremer, 2010)
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Figure 25: Mise en évience de l'existence des territoire chromosomiques par la technique de 
"chromosome painting". A- Marquage au DAPI des macro et microchromosomes étalés issus de 
cellule diploide de poulet. B- Le même étalement de chromosome a été traité par des sondes fluores-
centes combinées avec de l'oestradiol, de la dioxigenine et de la biotine. Ces sondes sont ensuites 
détectées par l'utilisation d'anti-corps secondaire couplés à CY3, CY5 et FITC. C- Image d'une coupe 
d'un noyau de fibroblaste de poulet observé par microscopie photonique après traitement selon la 
technique de "chromosome painting" (pour revue van der Ploeg, 2000) D- Implication du modèle des 
territoires chromosomiques et de l'organisation aléatoire après dommage à l'ADN. Le laser est foca-
lisé sur un point précis du noyau, selon l'organisation les dommages seront répartis de manière diffé-
rente. E- Autoradiographie d'une cellule diploide de Hamster après microirradiation en G1 suivi d'un 
pulse à la thymidine tritiée et de la fixation des cellules. Flèche: site de microirradiation. F- Chromoso-
mes métaphasiques issus de la même expérience étalés 40 heures après la microirradiation. Seule 
une minorité des chromosomes a été atteinte par le laser.
 1;:
La localisation des chromosomes semble être corrélée à l’activité transcriptionnelle 
en son sein. La taille des chromosomes joue également un rôle important dans 
l’établissement des territoires chromosomiques ; les plus petits chromosomes ont 
tendance à avoir une position plus centrale alors que les grands chromosomes se 
situent en périphérie (Bolzer et al., 2005). Une autre découverte importante a 
également été que la localisation des chromosomes change pendant la 
différenciation (Parada et al., 2004). Dans cette étude de Parada, il a été montré que 
les chromosomes voisins ont bien plus de chance de subir des évènements de 
translocation entre eux, illustrant parfaitement une des conséquences biologiques de 
l’organisation en territoires chromosomiques. L’équipe de Job Dekker a récemment 
abondé dans le sens de ces observations, dans son étude s’appuyant sur la 
technique de Hi-C, il a montré que les chromosomes de même taille ont tendance à 
être proches et qu’il existe une ségrégation entre la chromatine en configuration 
« ouverte » et « fermée » (Lieberman-Aiden et al., 2009).
Bien que la notion de territoires chromosomiques chez l’humain ne soit pas remise 
en cause, une controverse existe concernant les espaces séparant ces différentes 
régions. Trois scénari sont discutés (Branco and Pombo, 2006; Heard and Bickmore, 
2007). Le premier modèle consiste à tracer une véritable frontière entre chaque 
chromosome. L’accessibilité à la machinerie transcriptionnelle dans le territoire 
chromosomique serait impossible, les gènes actifs auraient alors besoin de se situer 
à l’extérieur de ce territoire chromosomique, (Zirbel et al., 1993). Un modèle opposé 
se présente sous la forme de larges territoires chromosomiques accessibles y 
compris à la machinerie de transcription (Dehghani et al., 2005). Enfin, un model 
intermédiaire en terme de « porosité » du territoire chromosomique prédit la 
possibilité d’une structure comprenant des boucles d’ADN sortant du territoire 
chromosomique, permettant de nombreux contacts entre différents loci situés sur 
différents chromosomes (Heard and Bickmore, 2007). L’existence de cette 
conformation est là aussi soutenue par les données de 3C (Dekker et al., 2002).
Cependant, ces modèles ne sont pas exclusifs, il a été montré que l’ARN pol II n’a 
pas accès au chromosome X inactivé chez la souris ce qui infère dans ce cas vers la 
possibilité des territoires chromosomiques imperméables à la machinerie 
transcriptionnelle (Chaumeil et al., 2006).
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Enfin, les résultats obtenus dans l’étude de l’équipe de Job Decker et le travail 
d’Aurélien Bancaud ont permis de proposer l’existence d’une organisation de la 
chromatine de levure en domaines fractaux d’environ 100nm (Bancaud et al., 2009; 
Lieberman-Aiden et al., 2009) (Figure 26-A-B). Il existerait des sous-domaines 
globulaires qui ensemble formeraient les territoires chromosomiques. Cette 
conformation faciliterait l’assemblage et le désassemblage de l’ADN ce qui pourrait 
être utile pour activer ou réprimer les gènes. Ce modèle serait en accord avec la 
double fonction du noyau de stockage et d’expression de l’information génétique 
puisque ce modèle facilite un enroulement et un déroulement de l’ADN variable selon 
les besoins et présente un degré de compaction suffisant pour contenir l’ensemble 
du génome au sein du noyau (van Steensel and Dekker, 2010). 
Le concept de territoires chromosomiques, au même titre que la compaction de la 
fibre d’ADN, sont des domaines d’étude qui prêtent à débat et qui sont en 
permanence soumis à controverse. L’existence des territoires chromosomiques chez 
les mammifères semblent être actée mais ne signifie pas l’absence de contact entre 
des chromosomes différents, ni l’absence de boucles d’ADN décompactées
traversant le noyau. Il s’agirait plutôt de positions préférentielles au sein du noyau. 
Nous avons vu que l’évolution des modèles proposés a suivi les innovations 
technologiques, il est probable que les améliorations des systèmes de microscopie et 
l’utilisation des méthodes de « chromosome capture » permettront d’affiner les 




Boucle chromatinienne entre les gènes actifs provo-
quant le regroupement des facteurs de transcription 
et la formation des globules chromatiniens.
Les  gènes actifs s'associent entre eux alors que les
 gènes inactifs s'assemblent dans un autre domaine. 
Les domaine actifs et inactifs voisins s'assemblent et for-
ment un domaine plus large composé de régions actives
ou inactives.
L'organisation en globule  est composé d'une mosaique 
de domaines actifs et inactifs contenu dans des régions
distinctes.
(Adapté de Sanya et al. 2011)
Globule fractalouvert ferméTerritoires chromosomiques
A l'échelle: du noyau des chromosomes d'un megabase
(Adapté de Lieberman-Aiden et al. 2009)
A-
B-
Figure 26: A- Organisation du génome à trois échelles selon le modèle des globules fractals. B- Forma-
tion des globules à partir d'un chromosome linéaire.
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I-3-c-Territoire chromosomique chez S. cerevisiae
Dans la levure à bourgeonnement, l’existence des territoires chromosomiques a été 
largement discutée. Etant donné la duplication ancestrale du génome 
d’Hémiascomycetes, chaque chromosome est une mosaique du génome ancestral 
ce qui rend l’utilisation de sondes spécifiques d’un chromosome particulièrement 
difficile. Conséquemment, l’utilisation de la technique de « chromosome painting »
est particulièrement difficile chez la levure et a empêché de caractériser ces 
territoires comme chez les mammifères. Néanmoins, Lorenz et ses collaborateurs 
ont tenté de s’affranchir de ses limites en utilisant la technique de GISH (genomic in 
situ hybridization) (Lorenz et al., 2002). Deux espèces proches de levures, S.
cerevisiae et S. paradoxus, ont été croisées de manière à obtenir des noyaux 
diploïdes hybrides. L’hybridation des deux génomes avec des sondes de couleurs 
différentes a révélé l’existence de deux domaines. De la même manière, en 
substituant cette fois ci dans le noyau de S. cerevisiae un chromosome par son 
homologue chez S. paradoxus, les auteurs ont observé que le chromosome n’était 
pas réparti aléatoirement dans le noyau. Cette étude soutient l’existence de 
territoires chromosomiques chez la levure S. cerevisiae.
Cette conclusion est néanmoins à nuancer pour les raisons suivantes. D’une part, 
une caractéristique majeure des territoires chromosomiques se situe dans leur 
propension à empêcher les phénomènes de recombinaison entre des chromosomes 
éloignés. Cette situation n’est pas observée chez S. cerevisiae puisque la fréquence 
des événements de recombinaison semble être identique entre deux régions issues 
d’un même chromosome ou de 2 chromosomes différents (Haber and Leung, 1996).
Il existe pourtant des territoires chromatiniens qui limitent les contacts avec le reste 
du noyau. En effet, même si les techniques de cytologie habituellement utilisées ne 
permettent pas d’observer d’hétérochromatine chez S. cerevisiae (Léger-Silvestre et 
al., 1999), le noyau de levure contient certaines régions d’ADN possédant les 
caractéristiques moléculaires de l’hétérochromatine. Parmi elles, on retrouve 
notamment les régions télomériques et les loci HM. Ces régions sont résistantes aux 
endonucléases ce qui reflète leur état de compaction, elles sont localisées à la 
périphérie du noyau et sont majoritairement hypoacétylées (Braunstein et al., 1996; 
Gotta et al., 1996; Rine and Herskowitz, 1987). Ces domaines hétérochromatiniens, 
à l’image des territoires chromosomiques, constituent une barrière favorisant ou 
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réprimant la recombinaison respectivement avec des régions d’ADN en leur sein ou 
à l’extérieur de ces régions (Marvin et al., 2009). Chez la levure, les territoires 
chromosomiques ne semblent pas être le modèle le plus pertinent pour décrire 
l’organisation des chromosomes, cependant il est admis qu’ils sont soumis à une 
organisation définie. En effet, on sait que les télomères occupent la périphérie du 
noyau (Funabiki et al., 1993; Gotta et al., 1996) (Figure 27-A-C), que les centromères 
sont près du centre organisateur des microtubules (SPB :spindle pole body) et à 
l’opposé du nucléole (Funabiki et al., 1993; Heun et al., 2001b; Jin et al., 2000) 
(Figure 27-A-B). Ainsi, faute de territoires chromosomiques à proprement parler, 
c’est un modèle de configuration pseudo-Rabl qui est à privilégier pour décrire 
l’organisation des chromosomes chez la levure (Bystricky et al., 2005; Rabl, 1885) 
(Figure 27-A). Cette orientation est soutenue par la modélisation des chromosomes 
de levures de S. cerevisiae de Duan et ses collaborateurs en 2010. Il est néanmoins 
important de noter que la conformation en « Rabl » n’est pas antinomique avec 
certains aspects des « territoires chromosomiques» puisque même au sein d’une 
organisation type « Rabl » on observe d’avantage d’interactions intra-
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Figure 27: A- Schéma de l'organisation du noyau de 
levure. 3 chromosomes ont été représentés dont le chro-
mosome XII qui porte les répétions des gènes d'ADNr. 
On distingue le centre organisateur des microtubules 
(SPB) opposé au nucléole. Les chromosomes sont tous 
attachés par leurs centromères reliés au SPB via le 
résau microtubulaire. B- Photographie d'une coupe de S. 
cerevisiae au niveau du SPB observé en microscopie 
électronique après cryofixation.
C- Image de microscopie à fluorescence. Le nucléoplasme est marqué en rouge par le bromure d'éthi-
dium, le nucléole et les foyers télomèriques sont marqués par des anticorps contre Nop1 et Rap1 respec-
tivement en pourpre et en vert. (échelle 1um). D- Les régions télomèriques recruteraient la protéine Rap1 
et les complexes SIR (Sir2, 3, 4) qui promeuvent l'expansion de ces régions réprimées. Les protéines 
Esc1, Ku et Mps3 permettraient d'ancrer à l'enveloppe les télomères (Schober et al. 2009, Bupp et al. 
2007; Taddei et al. 2004). E- Schématisation d'un pore nucléaire et de différentes protéines impliquées 
dans la localisation des gènes en périphérie. F- Image de microscopie électronique d'une coupe cellulaire 
passant par un pore nucléaire, la flèche la plus large représente les prolongements nucléoplasmiques et 
les deux petites flèches les fibrilles cytoplasmiques. Bar d'échelle 100nm.
100nm
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I-4- Dynamique de la chromatine
La dynamique de la chromatine peut être analysée à deux niveaux : la composition 
protéique de la fibre chromatinienne et les mouvements de la chromatine au sein du 
volume nucléaire.  
I-4-a-Variation de la composition protéique de la fibre d’ADN
Au niveau de la fibre chromatinienne, on peut effectivement noter une dynamique 
des constituants de la chromatine se traduisant par l’apparition de structures d’ADN 
plus ou moins compactées selon la présence d’histones, de protéines HMG, 
d’insulateurs, de variants d’histones ou encore selon les modifications post 
traductionnelles de ces protéines structurant l’ADN. Ces changements sont dictés 
par les conditions de croissance ou le cycle cellulaire et vont modifier les 
caractéristiques structurales de l’ADN impliquant des changement dans sa mobilité, 
sa capacité à être transcrite ou à recombiner avec d’autres régions chromatiniennes 
(Burgess-Beusse et al., 2002; Felsenfeld and Groudine, 2003; Heard and Bickmore, 
2007). La chromatine va donc être soumise à des changements constants dus aux 
temps de résidence sur la fibre ADN de ces facteurs protéiques. Pour étudier ce 
phénomène, les techniques de FRAP et FLIP, se sont avérées très utiles et ont 
permis de montrer que les histones ont un temps de résidence bien supérieur aux 
autres protéines, telles que les HMGB et les linkers histones (Kimura and Cook, 
2001; Phair and Misteli, 2000; Wachsmuth et al., 2003). Les cartes à haute résolution 
de la position des nucléosomes ont permis d’avoir une certaine idée de la dynamique 
chromatinienne. Elle donne une indication sur la possibilité d’avoir un nucléosome à 
une position donnée à un instant donné. On peut alors distinguer au sein du génome 
des régions qui semblent constamment occupées par des structures nucléosomales 
s’opposant à des régions où la cartographie du positionnement des nucléosomes est 
moins claire, reflétant la dynamique chromatinienne de cette région. 
I-4-b- Mouvement et espace de confinement de la fibre chromatinienne.
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Les mouvements de la chromatine sont un autre aspect à prendre en considération 
lorsque l’on parle de dynamique chromatinienne. La stratégie la plus commune pour 
observer le mouvement d’un gène dans une cellule vivante est l’insertion de 
séquences d’opérateurs bactériens dans le génome (opérateurs tetO, lacO)
reconnus par les répresseurs correspondant fusionnés à des protéines fluorescentes 
(Marshall et al., 1997; Robinett et al., 1996; Straight et al., 1996). Marshall et ses 
collaborateurs ont été les premiers à essayer de déterminer le coefficient de mobilité 
et le niveau de confinement d’un gène donné. Dans cette étude, les mouvements du
gène LEU2 étiqueté par des opérateurs lacO ont été suivis pendant 10 minutes en 
microscopie à fluorescence. Ils ont d’abord constaté que le gène suivait un 
mouvement aléatoire avec un coefficient de diffusion de 5.10-4m2 par seconde. La 
MSD (Mean Square Displacement), un outil standard pour caractériser les propriétés 
diffusives de particules a été utilisée dans cette étude pour évaluer les mouvements 
décrits. Dans les cas d’une diffusion normale d’une particule dans un liquide, la MSD 
est proportionnelle aux intervalles de temps entre chaque mesure et ce coefficient de 
proportionnalité représente le coefficient de diffusion. Du fait que le gène est contenu 
dans le noyau, la MSD ne peut croître indéfiniment selon le coefficient de diffusion, 
elle va atteindre un plateau qui sera équivalent au carré du rayon du noyau. 
Cependant, les études citées précédemment révèlent l’apparition d’un plateau bien 
plus précocément que celui attendu pour un confinement par le noyau. Cette 
observation permet de proposer que le gène observé est confiné dans un volume 
nucléaire restreint. Dans l’étude de Marshall pour le locus LEU2, il a été observé un 
rayon de 300nm.  
 Les études qui ont suivi chez la levure S. cerevisiae ont d’abord confirmé ce 
mouvement diffusif dans un rayon de confinement (Heun et al., 2001a). Cependant, 
les premières données chiffrées obtenues en 1997 ont été remises en cause puisque 
le coefficient de diffusion dans la levure de 5.10-4 m2 par seconde (Marshall et al., 
1997) est bien plus faible que celle rapportée dans des études ultérieures (qui ont 
été réalisées dans ce cas dans des cellules haploïdes) (Bystricky et al., 2005; Cabal 
et al., 2006; Gartenberg et al., 2004; Hediger et al., 2002; Heun et al., 2001a). De
manière intéressante, le rayon de confinement semble variable et dépendrait de la 
position du locus sur le chromosome ou de son activité transcriptionnelle. En effet, 
les régions télomériques semblent avoir une zone de confinement plus petite que 
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des loci ayant une position plus centrale sur le chromosome (Bystricky et al., 2005; 
Cabal et al., 2006; Gartenberg et al., 2004). De la même manière, les ARS 
(Autonomously Replicating Sequence) ont tendance à avoir un rayon de confinement 
plus restreint au début de la phase S (Heun et al., 2001a). Enfin, certains gènes 
activés adressés à la périphérie réduisent parallèlement leurs régions de 
confinement (Cabal et al., 2006). La capacité de mouvement d’un locus serait donc 
liée à sa position dans le noyau. L’étude de Gartenberg en 2004 illustre parfaitement 
cette situation : le locus LYS2, une fois excisé de sa position originale au milieu du 
bras droit du chromosome a une capacité de mouvement augmenté (10-2 m2 par 
seconde contre 5.10-3 m2 par seconde initialement) et n’est plus confiné que par 
l’enveloppe nucléaire. La seule contrainte que subissait ce locus était d’être sur un 
chromosome (Gartenberg et al., 2004). D’autres régions comme les foyers sub-
télomériques restent à la même position après excision signifiant que la mobilité de 
cette région génomique est contrainte indépendamment de sa position sur le 
chromosome.
Cette notion de contrainte est d’ailleurs reprise par Cabal et ses collaborateurs qui 
ont observé la dynamique du gène GAL1. Leurs résultats indiquent que le 
mouvement de leur locus d’intérêt ne suit pas un mouvement de libre diffusion mais 
plutôt de type sous diffusif. L’existence de mouvements sous diffusif chez S.
cerevisiae a été confirmée par l’équipe d’Aurélien Bancaud (Bancaud et al., 2009; 
Hajjoul et al., 2009). Le phénomène de sous diffusion peut être la résultante d’un 
grand nombre de causes telles que l’encombrement nucléaire, la viscosité du 
nucléoplasme, ou les propriétés physiques du polymère considéré. L’ensemble de 
ces travaux montre que la mobilité de la chromatine varie d’un locus à l’autre par les 
coefficients de diffusion et par les rayons de confinement. Des mouvements 
s’apparentant à des « sauts » de loci de près de 500 nm ont été décrits par Heun et 
ses collaborateurs (Heun et al., 2001a). Ces mouvements semblent être dépendants 
de l’ATP et ne seraient donc pas imputables à la seule agitation thermique. Des 
enzymes telles que des ARN pol pourraient donc être impliquées. 
De manière intéressante, les observations faites dans ces études chez la levure 
semblent suivre des lois retrouvées dans d’autres organismes. Dans des cellules 
Hela, les valeurs obtenues convergent vers le coefficient de diffusion observé chez 
S. cerevisiae et sont également variables selon les régions du génome (Chubb et al., 
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2002). Un mouvement de type sous diffusif proche de celui observé par Cabal a été 
récemment rapporté pour des loci bactériens (Cabal et al., 2006; Weber et al., 2010). 
D’autre travaux, ont proposé l’implication dans ces mouvements de longue 
envergure de l’actine et la myosine chez les mammifères (Chuang et al., 2006; 
Dundr et al., 2007; Nunez et al., 2008). La dynamique chromatinienne serait donc de 
différente nature, une partie des mouvements de type sous diffusif serait étroitement 
reliée à l’environnement chromatinien de la région d’ADN considérée et aux 
caractéristiques physiques de cette dernière. A ce titre, l’organisation génomique au 
sein du volume nucléaire est un facteur déterminant qui va influer sur la capacité de 
mouvement d’un gène. D’autres part, du fait de l’hétérogénéité nucléaire 
chromatinienne et protéique l’influence de ces mouvements pourrait être 
déterminante quant à l’expression d’un gène. Dans la partie suivante nous allons 
donc nous intéresser aux différents environnements locaux qui constituent le noyau 
et qui confèrent à la dynamique chromatinienne une capacité régulatrice de 
l’expression des gènes. 
II- Éléments structuraux de l’architecture nucléaire et régulation 
positionnelle.
II-1-Eléments structuraux de l’architecture nucléaire
Préambule
La chromatine n’est pas distribuée de manière aléatoire dans le noyau. Les 
propriétés physico-chimiques de la fibre chromatinienne combinées aux 
environnements locaux rencontrés au sein du noyau vont déterminer son 
organisation. Les régions fortement compactées d’hétérochromatines, l’enveloppe 
nucléaire ou encore les structures nucléolaires constituent autant d’éléments 
architecturaux qui vont influencer l’agencement de la chromatine au sein du volume 
nucléaire. Ces éléments précédemment cités sont communs à tous les eucaryotes. 
Leur étude semble particulièrement pertinente chez la levure S. cerevisiae puisqu’ils 
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semblent suffisants pour pouvoir expliquer une partie de l’organisation en « Pseudo-
Rabl » des chromosomes de levures.  
II-1-a- Matrice nucléaire
De manière intuitive, l’observation d’une organisation chromatinienne nucléaire fut 
associée à l’existence d’une structure solide charpentant chacun de ces sous 
domaines. Ce postulat fut à l’origine du concept et de la recherche de « la matrice
nucléaire ». C’est en 1948 que cette structure fut décrite pour la première fois 
(Zbarskii, 1948), puis baptisée 20 ans plus tard, matrice nucléaire (Berezney and 
Coffey, 1974). Brièvement, sa mise en évidence nécessite une étape de lavage par 
des détergents pour se débarrasser des membranes du noyau, puis une digestion 
par la DNase suivie par des traitements hypotoniques pour enlever l’ADN. On obtient 
alors une matrice filamenteuse constituée essentiellement de ribonucléoprotéines 
(Nickerson, 2001). La matrice nucléaire telle qu’elle est décrite est largement 
débattue, et l’obtention de ce réseau filamenteux ne pourrait être qu’artefactuelle
(pour revue (Pederson, 2000)). Cependant, le concept impliquant l’organisation par 
des points d’ancrages appartenant à l’enveloppe nucléaire reste possible. Les 
protéines du pores nucléaires et les lamines nucléaires, comme nous allons 
l’évoquer dans la partie suivante, en sont de bons exemples.  
II-1-b- L’enveloppe nucléaire et la lamina.
L’enveloppe nucléaire est constituée d’une double membrane isolant le noyau du 
cytoplasme. La membrane externe est en continuité directe avec le réticulum 
endoplasmique rugueux et est recouverte de ribosomes alors que la membrane 
interne est en contact avec la lamina et la chromatine (pour revue voir (Worman and 
Courvalin, 2005)). La composition et les caractéristiques biochimiques de ces deux 
membranes diffèrent notamment par l’enrichissement en protéines dans la 
membrane externe (Lusk et al., 2007). Ces deux membranes sont séparées par 
l’espace périnucléaire mais convergent au niveau des pores nucléaires. Le pore 
nucléaire sert de passage pour la diffusion des particules à travers les deux 
membranes mais aussi de barrière pour empêcher le transfert de protéines de la 
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membrane interne à la membrane externe maintenant ainsi une polarité fonctionnelle 
de l’enveloppe (Lusk et al., 2007). Chez les métazoaires, les protéines de la 
membrane nucléaire interne sont souvent attachées à un réseau de filaments 
intermédiaires d’environ 10nm de diamètre appelés les lamines nucléaires qui sont 
capables d’interagir avec les chromosomes (Akhtar and Gasser, 2007). Aucun 
homologue de lamine n’a été identifié chez les plantes et les champignons 
unicellulaires comme les levures. Cependant, sur la base d’homologie de séquences 
et de leurs localisations, quelques protéines pourraient être des équivalents des 
lamines chez les plantes (Blumenthal et al., 2004). 
II-1-c- Pores nucléaires
Le pore nucléaire constitue une des structures les plus marquantes du noyau. Ils 
apparaissent comme de larges structures très bien conservées, même si leur masse 
moléculaire diffèrent entre levures et vertébrés (60 MDa et 125 MDa, 
respectivement) (Vasu and Forbes, 2001). Le nombre de pores nucléaires semble 
varier d’une cellule à l’autre et serait étroitement corrélé à l’activité de la cellule. Chez 
la levure, on observe de 65 à 180 pores nucléaires (Winey et al., 1997). Un pore 
nucléaire est composé de trente protéines appelées nucléoporines. Chaque 
nucléoporine est présente par multiple de 8 (entre 8 et 56). Le diamètre du pore 
nucléaire est proche de 9nm permettant une diffusion passive des petites molécules 
inférieure à 40 KDa (Gorlich and Kutay, 1999). Des protéines en dessous de 40 kDa 
peuvent être transportées par diffusion passive. Cependant, même pour des petites 
protéines comme les histones, ce type de transport est peu efficace. Des 
mécanismes de transports actifs complètent ce processus de transfert, permettant 
notamment le passage des protéines plus larges comme les précurseurs 
ribosomiques et le contrôle des échanges nucléo-cytoplasmiques (Gorlich and Kutay, 
1999). Le canal central du pore nucléaire est constitué de filaments cytoplasmiques 
formant des prolongements dont la structure s’apparente à un « panier de basket» 
tourné vers le nucléoplasme (Figure 27-F). Cette structure sert de point d’ancrage à 
la chromatine (Dilworth et al., 2001; Galy et al., 2000; Ishii et al., 2002) et fait du pore 
nucléaire une structure organisatrice du noyau. Nous reviendrons plus tard sur son 
implication dans la régulation de l’expression des gènes. 
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II-1-d- le centre organisateurs des microtubules
Le noyau de levure S. cerevisiae se différencie des autres noyaux eucaryotes par 
différents aspects. Le noyau de levure ne contient pas de lamine, ils n’ont qu’un seul 
nucléole, la mitose est fermée avec la persistance de la transcription et il contient 
une structure spécialisée, le MTOC (Microtubule Organizer Centre) qui oriente et 
organise les chromosomes pendant l’interphase. Cette structure est intégrée dans 
l’enveloppe nucléaire. Cet équivalent des centrosomes métazoaires dans la levure 
est appelé le « spindle pole body ». Sa structure n’est pas conservée, en 
comparaison avec les centrosomes puisqu’il manque le constituant central des 
centrosomes : les centrioles (Jaspersen and Winey, 2004). Le SPB est une structure 
imposante de plus d’1 giga dalton, près de 20 fois plus large qu’un pore nucléaire. Il 
ne contient pourtant qu’une trentaine de protéines différentes chacune présente en 
grand nombre (Bullitt et al., 1997). Dans sa partie cytoplasmique, le SPB organise le 
cytosquelette alors que parallèlement dans le nucléoplasme, le SPB est connecté 
aux centromères des chromosomes. L’attachement se fait via un microtubule relié à
un kinétochore, ce dernier étant accroché à 125 paires de base constituant la région 
centromérique du chromosome (Figure 27-B) (McAinsh et al., 2003). Le SPB est à 
l’origine de cette structure « Rabl-like » avec tous les centromères groupés d’un coté 
du noyau. En phase G1 du cycle cellulaire, le SPB est positionné à l’opposé du 
nucléole. Il commence à se dupliquer en G1 jusqu’au début de la phase S ; il devient 
alors fonctionnel quand la réplication du chromosome commence (Jaspersen and 
Winey, 2004). Pendant la progression du cycle, les SPB au sein de l’enveloppe 
nucléaire bougent pour promouvoir la ségrégation des chromatides. Le SPB dans la 
levure a donc un rôle très particulier et contrôle l’organisation des chromosomes tout 
au long du cycle. Il permet notamment pendant l’interphase de regrouper les 
centromères de l’ensemble des chromosomes. La formation de ce cluster de 
centromères avait été initialement identifiée par FISH (Bystricky et al., 2004; Guacci 
et al., 1997; Jin et al., 1998). L’existence de ce regroupement de centromères a 
récemment été confirmée par Duan et ses colaborateurs par la technique de 3C 
combinée au séquençage massif (Duan et al., 2010). De manière intéressante, le 
traitement des cellules avec du nocodazole, entrainant une dépolymérisation des 
microtubules, augmente la taille de la région explorée par le gène LEU2. Ce résultat 
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est expliqué par le fait que le locus LEU2 est situé sur le chromosome III à 22kb du 
centromère qui est accroché au SPB via un réseau microtubulaire. Cette donnée 
renforce l’importance du SPB comme structure organisatrice dans l’architecture du 
noyau de levure (Marshall et al., 1997). 
II-1-e- Foyers télomériques
Les extrémités des chromosomes constituent un autre paramètre à prendre en 
considération lorsqu’on étudie l’organisation nucléaire. Dans la plupart des 
eucaryotes, les séquences télomériques se caractérisent par des domaines répétés. 
S. cerevisiae n’échappe pas à cette règle; les télomères sont constitués d’une 
séquence d’environ 250 paires de bases contenant des unités répétées (TG1-3). Les 
régions subtélomériques sont quant à elles plus grandes (environ 30 kb) et 
possèdent en leur sein quelques gènes non essentiels. Les 32 subtelomères de 
levures se caractérisent par des séquences communes : on retrouve l’élément X, 
une séquence d’environ 500 pb, et l’élément Y’ présent sur un subtelomère sur deux 
(Liti and Louis, 2005; Louis et al., 1994). La découverte de ces foyers télomériques 
s’est faite à partir du constat suivant : l’hybridation par des sondes fluorescentes 
spécifiques des 32 télomères ne fait apparaître que quelques zones de fluorescence, 
indiquant un regroupement des télomères (Gotta et al., 1996; Hediger et al., 2002).
Ces foyers télomériques furent également observés dans des cellules vivantes où ils 
sont là aussi localisés en périphérie (Figure 27-C) (Bystricky et al., 2005; Schober et 
al., 2008; Therizols et al., 2010). De nombreuses protéines participent à 
l’établissement de ces foyers ; elles sont d’ailleurs enrichies à la périphérie nucléaire. 
Les protéines Sir (Sir 4, Sir 2) sont recrutées par Rap 1 et font parties de cette famille 
de protéine (Hecht et al., 1995) (Figure 27-D). De la même manière, les complexes 
yKu sont nécessaires à l’organisation de ces télomères (Figure 27-D). Les simples 
délétions des protéines appartenant à ces complexes (Sir4, Hdf1 ou Hdf2) entrainent 
la désagrégation des foyers télomériques, mais n’altèrent la localisation périphérique 
que pour la moitié d’entre eux (Bystricky et al., 2005; Hediger et al., 2002; Laroche et 
al., 1998; Tham et al., 2001). Une protéine de la membrane interne de l’enveloppe 
nucléaire Esc1 semble jouer un rôle important dans cette localisation des foyers 
télomériques par une interaction avec la protéine Sir4 (Taddei et al., 2004) (Figure 
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27-D). Le nombre de télomères délocalisés augmente lors de la délétion simultanée 
des deux complexes yKU et SIR suggérant que ces complexes ont des fonctions 
redondantes, mais qu’il existe aussi d’autres mécanismes permettant l’adressage 
des télomères en périphérie. Les mécanismes de localisation des télomères en 
périphérie ne sont cependant pas encore élucidés et semblent faire intervenir les 
propriétés physiques du polymère d’ADN. Lorsque l’on définit les foyers télomériques 
un autre facteur à prendre en compte est celui de la taille des bras chromosomiques. 
En effet, les bras courts ne peuvent explorer l’ensemble du noyau et leurs télomères 
ont tendance à être localisés en périphérie mais proches du centromère, au contraire 
des bras plus longs. Cette observation se vérifie par les fréquences d’interaction bien 
plus élevées entre les régions télomériques appartenant aux bras courts qu’avec le 
reste du génome (Duan et al., 2010; Therizols et al., 2010). L’organisation des 
télomères est donc directement dépendante des caractéristiques du chromosome 
auquel ils appartiennent, un bras court devient une limite pour explorer le noyau et 
établir des interactions télomériques avec des télomères issus de bras longs. Cette 
organisation rappelle celle décrite pour les territoires chromosomiques où les petits 
chromosomes ont tendance à être spatialement proches (Lieberman-Aiden et al., 
2009).
L’organisation en foyers périphériques des télomères va donc contribuer de manière 
non négligeable à l’organisation du génome, ils constituent des points d’ancrages 
périphériques qui orientent la position du bras chromosomique auquel ils 
appartiennent. De plus, les télomères constituent au sein du noyau une région où la 
chromatine est peu transcrite et riche en nucléosomes hypoacétylés. Pour empêcher 
la propagation de ces régions le long du chromosome on retrouve des variants 
d’histone (H2AZ) à la sortie des régions subtélomériques (Babiarz et al., 2006). Les 
foyers télomériques forment au sein du noyau des zones aux caractéristiques 
chromatiniennes particulières contenant des protéines qui leur sont spécifiques. Ils 
constituent un environnement local répressif pour la transcription pouvant influencer 
l’expression des gènes localisésqui s’y trouvent. 
II-2-concept d’auto-assemblage
Malgré sa fixité apparente, l’organisation nucléaire est soumise à des mouvements 
permanents aussi bien de la chromatine que de ses constituants protéiques. Les 
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résultats des expériences de photo-blanchiment et de photo-activation l’illustre bien 
(Beaudouin et al., 2006; Lippincott-Schwartz et al., 2001; Phair and Misteli, 2000). Le 
concept d’auto-assemblage résout ce paradoxe apparent et confère aux 
mouvements macromoléculaires un rôle dans la stabilisation de l’organisation du 
génome. Selon cette hypothèse, les constituants nucléaires seraient soumis à un 
mouvement perpétuel et c’est leur capacités d’interaction, leur temps de résidence et 
leur vitesse de diffusion qui contribueraient à former l’hétérogénéité nucléaire en 
plusieurs domaines (Misteli, 2001a). Ainsi, les protéines d’un même type ou 
participant aux mêmes processus auraient tendance à se regrouper à proximité de 
leurs cibles communes et constitueraient de ce fait une région aux caractéristiques 
particulières. Cette organisation est maintenue par l’afflux permanent de protéines au 
sein de ces sous domaines. A titre d’exemple, malgré la stabilité apparente des 
régions hétérochromatiniennes contenant l’histone H1, il est important de noter que 
cette protéine H1 a un temps de résidence sur l’ADN bien plus faible que les 
histones (Phair and Misteli, 2000). La stabilité de ces régions est donc apportée par 
un perpétuel renouvellement des protéines qui y sont préférentiellement retenues. 
L’encombrement macromoléculaire serait un des facteurs qui contribuerait 
directement au phénomène d’auto-assemblage. Dans un territoire donné, de fortes 
concentrations macromoléculaires permettraient d’exclure ou de ralentir le 
mouvement de particules. Cette notion est particulièrement pertinente si on l’applique 
à l’espace nucléaire qui est très fourni en macroéléments. En effet, il est estimé 
qu’un noyau d’eucaryote supérieur à une concentration macromoléculaire de l’ordre 
de 100 mg/ml dans l’euchromatine et près de 400 mg/ml dans l’hétérochromatine 
(Bohrmann et al., 1993; Daban, 2000). Cet encombrement peut induire des 
phénomènes d’exclusion, réduire la diffusion et même changer les capacités 
d’accrochage d’une protéine (Bancaud et al., 2009; Beaudouin et al., 2006). Par 
exemple, la capacité d’accrochage des protéines H1 est augmentée dans 
l’hétérochromatine (Bancaud et al., 2009). L’encombrement participe au maintien et 




Comme nous venons de le voir, l’espace nucléaire est organisé en domaines définis 
par des concentrations locales en constituants particuliers (Spector, 2001) (Figure 
28-A). Cette hétérogénéité conduit à une localisation préférentielle de régulateurs 
transcriptionnels dans certains domaines. Malgré l’importante concentration 
nucléaire en macromolécules, la fibre chromatinienne et les gènes sont caractérisés 
par des mouvements de diffusion. La régulation spatiale de la transcription est 
définie par une activité génique qui serait modifiée suite au déplacement d’un gène 
dans un domaine où des régulateurs transcriptionnels se concentrent. 















( Adaptée de Lanctot at al. 2007)
A-
B- Transcription Réplication Réparation
Figure 28: A- Représentation de l'hétérogénéité nucléaire. Le noyau est constitué d'une mosaïque 
de régions dans lesquels s'organisent les chromosomes, les facteurs d'épissages, de transcriptions et 
les constituants architecturaux du noyau (Enveloppe nucléaire, lamines, pores nucléaires). B- Dans 
des cellules de mammifères, les sites de transcription sont visualisés par incorporation de bromo-UTP. 
2 mm
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 Ce type de régulation se superposerait aux régulations transcriptionnelles assurées 
par des facteurs de transcription et/ou par des remaniements de la structure 
chromatinienne. Certains environnements locaux influant sur la transcription des 
gènes ont été définis : les foyers télomériques chez la levure S. cerevisiae et 
l’enveloppe nucléaire qui ont été décrits comme des environnements qui répriment la 
transcription alors que les complexes de pores nucléaires semblent avoir un rôle 
activateur. Nous allons décrire dans la partie suivante l’influence de ces 
environnements sur la transcription et nous finirons par décrire le rôle d’un autre 
environnement local organisé autour de l’activité transcriptionnelle de l’ARN pol I: le 
nucléole. 
II-3-a-Caractère inhibiteur de la périphérie nucléaire
Dès 1928, l’hétérochromatine visualisée en périphérie du noyau par microscopie 
électronique a été associée à des régions pauvres en gènes et 
transcriptionnellement inactives (Heitz, 1928). Cette hypothèse fut vérifiée par la 
suite notamment chez la drosophile ou il a été montré qu’un même gène localisé 
dans ces régions hétérochromatiques ou en dehors était respectivement inactif ou 
transcrit (Pour revue (Wilson et al., 1990)). 
Chez la drosophile et l’humain il a été montré que les régions périphériques 
interagissant avec la lamine étaient pauvres en gènes. Pour ce faire, les auteurs ont 
utilisé une adénine méthyltransférase d’E. coli (Dam) et l’ont fusionnée à la lamine B. 
L’expression de cette protéine de fusion conduit à une forte méthylation de l’ADN en 
contact avec la lamine et a permis de révéler que les régions en contact avec la 
lamine étaient majoritairement des régions intergèniques, faiblement transcrites et 
répliquées tardivement (Guelen et al., 2008; Pickersgill et al., 2006). De plus, l’équipe 
de Van Steensel a démontré que ces régions avaient tendance à être regroupées en 
domaine de 0.1 à 10 Mb comprenant des régions intergéniques et des gènes 
faiblement transcrits (Guelen et al., 2008). Cependant, il semblerait que ces régions 
« réprimées » ne constituent pas une barrière infranchissable au delà de laquelle 
toute transcription est impossible. En effet, Kumaran et Spector ont montré en 2008 
qu’un gène artificiellement accroché aux lamines nucléaires pouvait encore être 
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exprimé (Kumaran et al., 2008). De plus, une étude provenant du laboratoire de 
Bickmore a également montré que des gènes accrochés à la membrane interne par 
la protéine Lap2β étaient pour certains réprimés et d’autres encore actifs. Ces 
résultats tendent à indiquer que, chez les métazoaires, les foyers 
hétérochromatiques en périphérie nucléaire constituent un environnement local 
défavorable mais pas rédhibitoire pour l’activité de transcription.  
Chez la levure S. cerevisiae la situation est comparable puisqu’il a été montré que la 
localisation en périphérie nucléaire était un environnement défavorable à la 
transcription (Andrulis et al., 1998). Les expériences de FISH sur ARN de Feuerbach 
et ses collaborateurs ont directement impliqué les foyers télomériques dans ces 
phénomènes de répression puisqu’ils ont constaté qu’un gène rapporteur est réprimé 
lorsqu’il est associé avec ces structures périphériques (Feuerbach et al., 2002). Le 
regroupement des télomères en périphérie requiert notamment les protéines Esc1 et 
KU (Taddei et al., 2004) (Figure 27). Ces protéines permettent le recrutement des 
protéines SIR et la déacétylation des histones composants les régions concernées 
(Ottaviani et al., 2008). La forte concentration locale en protéines SIR empêche la
transcription au sein de ces régions. D’ailleurs, si on provoque le relâchement de ces 
regroupements télomériques par la délétion des protéines Ku et Esc1, on observe un 
relarguage de Sir2 dans le nucléoplasme et le phénomène de répression 
périphérique est aboli. Chez la levure, la concentration locale en protéine Sir2 est 
donc suffisante pour créer une région défavorable à la transcription. 
II-3-b-Caractère activateur des pores nucléaire
Un rôle régulateur des pores nucléaires dans l’activité transcriptionnelle fut proposé 
dès 1985 par Blöbel. Ce concept novateur fut baptisé « gene gating » et faisait du 
pore nucléaire un environnement favorable à la transcription (Blobel, 1985). D’après 
cette hypothèse, le positionnement des gènes à proximité des pores nucléaires serait 
lié à leur état transcriptionnel et favoriserait l’export des ARN issus d’un gène ainsi 
positionné (Blobel, 1985). La même année, les travaux de Hutchison et Weintraub 
étoffaient cette théorie par la démonstration que les régions chromatiniennes 
adjacentes aux pores présentaient une hypersensibilité à la DNase I (Hutchison and 
Weintraub, 1985). Plus tard, le laboratoire d’Ulrich Laemmli montra par une approche 
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génétique que l’état transcriptionnel d’un gène pouvait être modifié s’il était associé à 
des protéines du pore nucléaire ou impliqués dans l’export des ARNm. De ce fait, il 
soutint l’hypothèse initiale de Blobel et proposa lui aussi que les régions adjacentes 
aux pores nucléaires constitueraient un environnement local activateur (Ishii et al., 
2002). L’association de certains gènes avec les protéines du pore nucléaire fut par la 
suite mise en évidence par ChIP (Casolari et al., 2004) puis de nombreuses études 
in vivo indiquèrent que certains gènes étaient préférentiellement localisés aux pores 
lorsqu’ils étaient activés (Cabal et al., 2006; Casolari et al., 2004; Dieppois et al., 
2006; Taddei et al., 2006). Cette localisation permettrait une efficacité optimale de la 
transcription (Cabal et al., 2006; Taddei et al., 2006). Les études menées sur la 
localisation de ces gènes au sein de cet environnement s’insèrent donc pleinement 
dans la problématique de « régulation positionnelle ». Très récemment, l’équipe de 
Brickner a découvert l’existence d’une voie d’adressage aux pores des gènes par 
une séquence nommée GRS (« Gene Recruitment Sequence ») qui serait suffisante 
pour entrainer la localisation d’un gène en périphérie nucléaire. Ces séquences de 8 
paires de base ont été mises en évidence au niveau du promoteur INO1, puis 
recherchées au sein du génome. Une centaine de séquences de ce type a été 
identifiée (Ahmed et al., 2010). Dans l’étude de Cabal et ses collaborateurs en 2006, 
d’autres mécanismes d’adressage ont été décrits. Ils ont observé que le cluster de 
gènes GAL explore le volume nucléaire lorsqu’ils sont inactivés ; leur activation va 
leur conférer de nouvelles propriétés et augmenter leur capacité de confinement près 
des pores nucléaires (Cabal et al., 2006). Les complexes SAGA et TREX2 seraient 
nécessaires à cette localisation périphérique (Rodriguez-Navarro et al., 2004). Les 
voies d’adressage des gènes aux pores nucléaires sont donc multiples et ardemment 
discutées dans de nombreuses publications. Les mouvements des gènes inductibles 
ont notamment été étudiés mais les mécanismes afférents ne sont pas encore 
clairement élucidés (Cabal et al., 2006; Dieppois et al., 2006; Dilworth et al., 2001; 
Schmid et al., 2006). Il reste notamment à clarifier la relation de causalité entre la 
localisation aux pores et la transcription (Pour revue Dieppois et al. 2010). Il est 
néanmoins clairement établi que la localisation en périphérie n’est pas 
systématiquement requise pour la transcription (Cabal et al., 2006; Taddei et al., 
2006) mais qu’il existe un environnement local favorable à la transcription à proximité 
des pores nucléaires.  
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La périphérie nucléaire est donc un environnement hétérogène partagé entre des 
régions activatrices et des environnements hétérochromatiniens périphériques 
défavorable à la transcriptions. On trouve en effet les foyers télomériques où il existe 
une répression de la transcription (Andrulis et al., 1998; Taddei et al., 2009) et les 
complexes de pores nucléaires où se localisent des gènes actifs. Ils formeraient 
deux environnements distincts puisque la colocalisation des pores nucléaires avec 
les foyers télomériques n’a pas été observée chez S. cerevisiae (Taddei et al., 2004).
Cependant, la délétion de certains composants du pore nucléaire entraine la 
délocalisation d’une partie des télomères, suggérant un lien structural ou fonctionnel 
entre ces deux entités organisant le génome (Galy et al., 2000). 
Même si ces études ont été menées majoritairement chez la levure, ces 
phénomènes de régulation par le pore nucléaire pourraient être conservés. Chez la 
drosophile, un complexe d’histone acetyl transférase, le MSL intéragit avec des 
composants du pore nucléaire et permet d’augmenter la transcription du 
chromosome X d’un facteur 2 ; la délétion des deux protéines responsables de cet 
accrochage empêche cette augmentation (Mendjan et al. 2006). Chez l’humain, on 
observe peu d’hétérochromatine à proximité des pores nucléaires (Schermelleh et 
al., 2008) cependant les expériences de ChIP-on-ChIP n’ont pas permis de montrer 
une corrélation entre l’activité des gènes et un adressage au pore nucléaire (Brown 
et al., 2008a). Dans l’optique de montrer la conservation du lien entre les pores 
nucléaires et les gènes actifs il est important de considérer deux études récentes 
menées chez la drosophile qui mettent en évidence l’existence de nucléoporines 
solubles dans le volume nucléaire (Capelson et al., 2010; Kalverda et al., 2010). Cet
aspect rend les approches en ChIP insuffisantes pour établir un lien entre les pores 
nucléaires et la position d’un gène.  
II-3-c- Le concept des « usines à transcription »
Par analogie avec les foyers de réplication (Nakamura et al., 1986), il a été proposé 
que le phénomène de transcription pourrait être aussi organisé en foyers (Jackson et 
al., 1993). L’incorporation de nucléotides marqués tel que le BrUTP (5-bromouridine 
5’-triphophate) dans des cellules de mammifères à permis d’identifier des régions où 
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se concentraient des ARN néosynthtétisés révélateurs d’une intense activité de 
transcription en des positions très localisées (Figure 28-B). Ces concentrations 
locales d’ARN ont été baptisées « transcription factories » par l’équipe de P. Cook 
(Iborra et al., 1996). Plus récemment, ces usines à transcription ont également été 
révélées par l’utilisation d’anticorps contre la sérine 2 du domaine C-terminal de la 
queue CTD, connue pour être un marqueur de l’ARN pol II active en élongation 
(Phatnani and Greenleaf, 2006). Le regroupement d’ARN pol II activé au sein du 
volume nucléaire semble donc acté. De plus, l’analyse détaillée de ces foyer 
transcriptionnels a révélé qu’ils ne contenaient pas seulement l’ARN pol active en 
transcription mais des facteurs de transcription et de maturation (de Jong et al., 
1996; Janicki et al., 2004; Pombo et al., 1999). Peter Cook évalua le nombre d’ARN 
polymérases par foyer entre 6 et 8 dans des régions de 50 à 100nm de diamètre 
(Cook, 1999; Iborra et al., 1996; Jackson et al., 1998; Pombo et al., 1999). D’autres 
études ont également rapporté l’existence de regroupement de gènes transcrits 
autour des corps d’épissage (« splicing speckles ») qui ont un diamètre plus 
important que ceux décrits pour les usines à transcription(Brown et al., 2008b). De 
manière intéressante, une étude en 2008 a décrit un constituant majeur de ces 
« splicing speckles », SC35, comme un facteur stimulant l’élongation (Fededa and 
Kornblihtt, 2008). Cette donnée donne une pertinence fonctionnelle à ces 
phénomènes de co-localisation. Les « transcription factories » permettraient de 
constituer un environnement local favorable à l’initiation et/ou à l’élongation par 
l’accumulation de facteurs de transcription en son sein (Chubb et al. 2003, Yao et al. 
2007).
Pour favoriser ces processus de regroupement, il a été suggéré que les gènes 
contenant les mêmes séquences promotrices auraient tendances à s’assembler en 
usines à transcription. Cette hypothèse a été validée par une approche consistant à 
exprimer des plasmides portant des séquences promotrices identiques (Xu and 
Cook, 2008), mais l’interaction entre des promoteurs identiques endogènes n’a pas 
été confirmée (Osborne et al., 2004; Simonis et al., 2004). D’autre part, un autre 
point prête à débat quant à la formation de ces environnements locaux et concerne 
la dynamique des gènes faisant parties de ces foyers. Osborne et ses collaborateurs 
proposent que les gènes actifs ont tendance à se rapprocher plus les un des autre 
que lorsque ces mêmes gènes sont inactivés (Osborne et al., 2004). De la même 
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manière, les techniques de séquençage massif combinée à la technique de 3C chez 
S. cerevisiae et chez S. pombe ont permis de confirmer le regroupement d’ARNt ou 
de gènes impliqués dans des processus biologiques proches (Duan et al., 2010; 
Tanizawa et al., 2010). Néanmoins, d’autres études utilisant le 4C et le FISH ont 
montré que l’inhibition de la transcription par l’ 5-amanitine ne changeait pas 
forcément le profil d’interaction entre les gènes (Palstra et al., 2008). Il est donc 
difficile de tirer des conclusions définitives sur la formation de ces usines à 
transcription. Il semble néanmoins que les gènes actifs peuvent interagir entre eux 
de manière dynamique mais que ce regroupement n’est pas essentiel à leurs 
activités.
Pour comprendre comment se forment ces usines de transcription, il est donc 
nécessaire d’avoir une vision dynamique des processus et des constituants 
nucléaires. A ce titre, l’analyse in vivo par FRAP de la mobilité de l’ARN pol II et des 
protéines associées à l’ADN suggère que la plupart de ces facteurs alternent entre 
phase de diffusion dans le nucléoplasme et une phase immobile d’interaction avec la 
chromatine (Kimura et al., 2002; Phair et al., 2004). Une augmentation du temps de 
résidence de ces protéines dans un environnement chromatinien local permettrait la 
formation de ces « transcription factories » selon la théorie organisationnelle de 
l’auto assemblage (Misteli, 2001b). De plus, de nombreuses études suggèrent que la 
transcription in vivo est initiée de manière stochastique et qu’un gène alterne entre 
des phases courtes de transcription et des phases de repos (Raj et al., 2006; Raser 
and O'Shea, 2004). Raj et ses collaborateurs ont proposé que lorsque la 
concentration en facteurs de transcription augmente, l’efficacité et le rendement de 
ces phases de transcription actives sont améliorés plutôt que la fréquence des 
évènements transcriptionnels (Raj et al., 2006). Le positionnement d’un gène dans 
une usine permettrait donc d’augmenter l’efficacité de ces phases actives. La 
possibilité d’un gène d’augmenter l’efficacité de sa transcription serait dépendante de 
sa capacité à se localiser au sein d’un environnement local favorable à la 
transcription.
II-4-Le nucléole ; Facteur organisateur du génome et régulateur de la
transcription
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Le nucléole est un élément architectural majeur au sein du volume nucléaire. Nous 
allons voir dans la partie suivante qu’il peut être considéré comme la parfaite 
illustration du concept des « transcription factories ». Dans une partie précédente de 
cette thèse, nous avons évoqué la structure, la dynamique et l’importance du 
nucléole dans la transcription des gènes d’ADNr ( chapitre I, II-2), nous allons ici 
aborder les conséquences de la présence d’une telle structure sur l’organisation 
globale du génome.
 Chez la levure, le nucléole s’organise autour des gènes d’ADNr qui ne représentent 
pas plus de 10% du génome ; il constitue pourtant une région occupant à elle seul 
près d’un tiers du volume nucléaire. De nombreux facteurs de nature protéique et 
ribonucléoproteique (RNP) impliqués dans la biogenèse des ribosomes sont 
concentrés au nucléole. Le nucléole occupe un espace bien défini au sein du noyau 
chez S. cerevisiae puisqu’il est retrouvé systématiquement dans des cellules 
interphasiques accolé à l’enveloppe nucléaire et faisant face au SPB. Ce 
positionnement participe directement à l’organisation nucléaire des chromosomes 
pour plusieurs raisons : d’une part la taille du nucléole influence directement sur le 
positionnement de certaines régions chromosomiques telles que les télomères 
(Therizols et al., 2010), d’autre part il semblerait que d’autres gènes que les gènes 
d’ADNr sont régulés par leur proximité au nucléole. Il s’agit notamment des gènes 
codant pour les ARNt tel que le gène SUP53 codant pour un ARNt qui se localise, 
quand il est activé, au nucléole (Thompson et al., 2003).
II-4-a-Le nucléole : une usine à transcription
Le nucléole constitue la parfaite illustration d’une usine à transcription, puisqu’il s’agit 
d’une région restreinte au sein du volume nucléaire où se trouve concentrés l’ARN 
pol I, ses facteurs de transcription associés et sa matrice d’ADN : les gènes d’ADNr. 
A la manière des « transcriptions factories », le nucléole n’est pas une structure 
essentielle à la transcription des gènes d’ADNr puisque l’utilisation artificielle de 
l’ARN pol II empêche la formation du nucléole mais est suffisante pour assurer la 
synthèse d’ARNr. Cependant, le nucléole permet d’organiser et d‘optimiser le 
processus transcriptionnel assuré par l’ARN pol I. La structure du nucléole est 
intimement liée à cette fonction et son apparition est la conséquence de l’activité de 
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l’ARN pol I (Sirri et al., 2008). Il semblerait que la formation du nucléole soit un 
phénomène d’auto assemblage (Misteli, 2001b). Le travail de Dundr et ses 
collaborateurs favorise cette hypothèse. Dans leur étude, les mouvements des 
protéines concentrés au sein du nucléole ont été observés en FRAP. Par cette 
approche, il fut démontré que les composants de la machinerie de transcription par 
l’ARN pol I sont échangés rapidement entre le nucléole et le nucléoplasme. 
L’accrochage simultané des constituants de la machinerie de transcription sur la
matrice d’ADN et l’abondante accumulation d’ARNr formeraient le nucléole (Dundr et 
al., 2002). Le lien entre transcription et structure nucléolaire ne prête donc plus à 
débat. Cependant, l’organisation interne de ces séquences d’ADNr au sein du 
nucléole est elle soumise à controverse. Chez les mammifères, il faut imaginer 
l’agencement en 3D dans le volume nucléolaire d’une centaine de gènes transcrits 
de  plus de 6000 nm de long, contenant en moyenne 180 polymérases par gène, 
faisant chacune 15 nm de diamètre et produisant des ARN qui mesurent au 
maximum 350nm de long décorés par une structure circulaire terminale de 20 nm
(Puvion-Dutilleul et al., 1997; Trendelenburg et al., 1996). La polémique se situe 
principalement sur la localisation exacte de l’ARN pol I active en transcription. Les 
approches de détection en microscopie électronique de l’ARN pol I donnent des 
résultats divergents selon les équipes (pour revue (Raska, 2004)). Cependant 
certains modèles d’organisation ont été proposés et constituent une base de travail 
pour imaginer et conceptualiser l’organisation des centaines de gènes d’ADNr et de 
l’ARNr au sein du nucléole. Cheutin et ses collaborateurs proposent que les centres 
fibrillaires soient composés d’un ou deux gènes d’ADNr repliés sur eux mêmes 
(Figure 29-A). Le DFC adjacent stockerait l’ARN néo-synthétisé (Cheutin et al., 
2002). Une autre étude combine les données tomographiques de Cheutin à des 
expériences de ChIP et de 3C pour proposer un autre modèle relativement proche 
où un gène d’ADNr transcrit formerait un cylindre dessiné par les ARN pol I alors que 
les séquences promotrices et terminatrices seraient au centre de ce cylindre 
(Denissov et al., 2011) (Figure 29-B). Au contraire, pour Ivan Raska les centres 
fibrillaires seraient le lieu de stockage des gènes inactifs (Raska, 2004). Le débat 
reste donc entier concernant l’organisation des gènes d’ADNr. Cependant l’existence 
du regroupement spatial des gènes d’ADNr dans un environnement local favorable à 
leur transcription est acté et correspond au critère définissant une usine à 
transcription.
















(Adapté de Cheutin et al. 2002)
(Adapté de Denissov et al. 2011)
ARN Pol ARN Pol/nucléoidecellule/nucléoide
Figure 29: A-Modélisation de l'organisation d'un gène d'ADNr à partir des données de tomogra-
phie. Les boules jaunes représentent les ARN pol I et la ligne rouge l'ADNr. Le panel de droite repré-
sente la position potentielle dans le nucléole de cette structure préalablement décrite. Les gènes 
d'ADNr se localiseraient dans le centre fibrillaire (FC). B- Denissov et ses collaborateurs proposent 
également que le centre fibrillaire abriterait les gènes d'ADNr mais décrivent un enroulement de la 
séquence codante du gène d'ADNr autour d'un axe promoteur terminateur. C- Visualisation de regrou-
pement d'ARN pol détecté par une étiquette GFP au sein du nucléoide d'E. coli dans un milieu riche 
ou pauvre. Le rétrécissement de l'espace occupé du nucléoide se visualise par rapport à la taille 
globale de la cellule en milieu riche.
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II-4-b-Régulation péri-nucléolaire
Singulièrement, il a été suggéré que le « nucléole » soit un centre organisateur du 
génome des procaryotes (pour revue (O'Sullivan, 2010)). Chez les procaryotes et 
notamment dans les organismes modèles Bacillus subtilis et E. coli des 
regroupements d’ARN pol ont été identifiés et s’apparentent à des « transcription 
factories » produisant entre autres de l’ARNr. De manière intéressante, ces foci 
apparaissent en phase exponentielle et entrainent une compaction globale du 
génome, alors qu’en phase stationnaire on n’observe pas de regroupement d’ARN 
pol et le nucléoide occupe un plus grand espace (Jin and Cabrera, 2006) (Figure 29-
C). Dans le cas des procaryotes ces regroupements d’ARN pol actives influent 
directement sur l’organisation du génome. Chez les eucaryotes le nucléole semble 
aussi participer à l’organisation des chromosomes.  
De la levure aux mammifères, les régions chromatiniennes adjacentes aux nucléoles 
présentent certaines caractéristiques. Chez les mammifères, on retrouve souvent de 
l’hétérochromatine contenant des régions pauvres en gènes et peu active en 
transcription. Par exemple, le chromosome X inactivé est localisé préférentiellement 
dans ces zones et oscille entre des régions proches de l’enveloppe nucléaire et du 
nucléole (Bourgeois et al., 1985). Cette localisation est dépendante d’ARN non 
codant issus du locus Xist. Par opposition avec ces régions faiblement transcrites, 
une activité de transcription a également été décrite dans la région nucléolaire. Après 
inhibition de l’ARN pol I une activité de transcription est détectée en périphérie 
nucléolaire par incorporation de BrUTP laissant penser que l’ARN pol II et/ou l’ARN 
pol III sont actives dans cette région (Huang et al., 1998). Les gènes codant pour 
l’ARN 5S sont en effet regroupés préférentiellement en position proximale du 
nucléole des plantes aux humains (Matera et al., 1995) (Pour revue voir (Haeusler 
and Engelke, 2006)). Chez S. cerevisiae, la situation est de fait différente puisque le 
gène 5S est inséré directement entre les répétitions des gènes d’ADNr, et se localise 
donc au nucléole. Enfin, chez les mammifères, deux publications se sont focalisées 
sur ces régions périnucléolaires (Németh et al., 2010; van Koningsbruggen et al., 
2010). Ces deux études ont obtenu des résultats proches et ont permis de montrer 
que seulement une faible partie du génome était associée au nucléole (environ 4%) 
(Figure 30-B). Ces régions sont enrichies en séquences satellites, des gènes codant 
pour des immunoglobulines et des récepteurs olfactifs à doigt de zinc, des gènes 
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d’ARN de transfert, et de manière générale beaucoup de régions répétées et 
inactives. Les expériences de 3C de O’Sullivan en 2009 chez S. cerevisiae ont 
également révélé une interaction des séquences répétées avec l’ADNr ; il propose 
d’ailleurs que ces régions répétées ( Ty et Y’) organisent le génome en se servant de 
leurs ancrages au nucléole (O'Sullivan et al., 2009). Duan et al, par analogie avec les 
résultats obtenus chez les mammifères, proposent que seulement une faible partie 
du génome est associé à l’ADNr chez S. cerevisiae (Duan et al., 2010). Chez la 
levure, une attention toute particulière a été portée aux gènes codant pour les ARN 
de transfert qui se placeraient à proximité du nucléole (Thompson et al., 2003; Wang 
et al., 2005) (Figure 30-A). D’après David Engelke, les 275 gènes codant pour les 
ARNt se regrouperaient et se localiseraient près du nucléole. De plus, il a été 
suggéré que cette colocalisation serait étroitement liée à leur état transcriptionnel 
puisque que le gène SUP53 n’est proche du nucléole que lorsqu’il est transcrit. De 
plus, ce rapprochement serait lié à l’activité de transcription de l’ARN pol I puisque 
cette co-localisation est abolie dans le cas d’une délétion du gène RPA49. Enfin, il 
est également suggéré que sur une région donnée, la localisation et la transcription 
du gène codant pour les ARNt par l’ARN pol III inhiberait l’activité du gène transcrit 
par l’ARN pol II adjacent. Il est cependant nécessaire d’apporter plusieurs éléments 
d’informations à ces conclusions. Premièrement une étude de la localisation du gène 
SUP53, ou plus précisément du gène adjacent LEU2 a été faite in vivo, et le locus 
n’est pas détecté au nucléole (Bystricky et al., 2005). De plus, le travail de Duan et 
ses collaborateurs en 2010 a confirmé le regroupement de certains gènes codant 
pour les ARNt mais a aussi montré qu’une partie n’était pas localisée au nucléole, 
mais proche des régions centromeriques (Duan et al., 2010). Enfin, une analyse 
globale de la transcription n’a pas permis de révéler de lien entre l’activité de l’ARN 
pol III et l’activité des gènes adjacents au locus des gènes codant pour les ARN de 
transfert (Conesa et al., 2005). Les conclusions du groupe de David Engelke sont 
donc à nuancer, d’autant que s’il est avéré qu’une majorité des 275 gènes d’ARNt 
est localisée au nucléole, ce positionnement aurait de grandes conséquences sur 
l’organisation du génome soumis dans le cas de la levure à l’organisation en Rabl. 
Des expériences supplémentaires, notamment en utilisant des conditions in vivo sont 
nécessaires pour valider la véracité de cette hypothèse. 
(Adapté de Németh et Langst, 2011)
(Adapté de Thompson 2003)
Active SUP53
Inactive SUP53
SUP53 (rouge) nucleole (vert) superposition
Figure 30: A- L'inactivation de l'expression du gène se fait par mutation du promoteur de SUP53.
La localisation du gène est détectée sur des cellules fixées de S. cerevisiae par FISH de sondes recon-
naissant la position du gène adjacent. Le nucléole est détecté par une sonde contre le snoARN U14. 
(Thompson et al. 2003). B- Représentation de la localisation des centromères et des différents domai-
nes en contact avec les lamines (LAD), et le nucléole (NAD) sur l'ensemble des chromosomes humains.
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Partie expérimentale 
I- Rôle et conservation évolutive des sous unités spécifiques Rpa34 
et Rpa49.
I-1 Publication 2008 
Au cours de cette introduction, nous avons évoqué l’existence de deux sous unités 
spécifiques de l’ARN pol I. Ces deux polypeptides ont été caractérisés il y a plus de 
trente ans par Huet et ses collaborateurs, mais leur rôle n’a pas été clairement 
élucidé (Huet et al., 1975). Ces dernières années, plusieurs publications ont apporté 
de nouveaux éléments sur le rôle et le positionnement de ces deux polypeptides sur 
l’ARN pol I (Beckouet et al., 2008; Kuhn et al., 2007). Ces deux dernières 
publications ont servies de base de travail durant ma thèse. 
Dans la publication de Beckouet et ses collaborateurs, ma contribution est la 
conséquence d’une erreur expérimentale. J’ai involontairement surexprimé Rpa49 
dans un contexte où Rpa34 est essentielle à la croissance. De manière surprenante, 
la surexpression de Rpa49 permettait de corriger un défaut de croissance du à 
l’absence de Rpa34. L’observation de la suppression de ce phénotype et le test dans 
différents contextes génétiques ont alors permis de mettre en évidence que le rôle 
principal de Rpa34 est de stabiliser Rpa49.  
Les autres expériences de cette publication ont été menées par Fréderic Beckouet et 
ses collaborateurs et ont permis de renforcer l’idée que Rpa34 et Rpa49 fonctionnent 
en hétérodimère. Rpa34 permettrait la stabilisation de la sous unité Rpa49 et 
l’optimisation de ses fonctions. Cette publication a également apporté de nouveaux 
éléments quant à la fonction de ces deux sous-unités spécifiques. L’absence de 
Rpa49 cause un défaut d’initiation et d’élongation. Le défaut d’élongation est mis en 
évidence par une sensibilité accrue au mycophénolate et serait du à l’absence de 
relargage du facteur Rrn3 de l’ARN pol I en élongation. De plus, dans une souche 
CARA où Rrn3 a été fusionné à Rpa43, Rpa49 devient essentielle ce qui renforce 
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l’idée d’un rôle de Rpa49 en lien avec le positionnement et le relargage du facteur 
Rrn3. Ce travail est présenté en annexe. 
I-2 préambule Publication 2011 
Un rôle de Rpa49 dans l’élongation en lien avec le relargage de Rrn3 a donc été
suggéré. Cependant, la publication de l’équipe de Partrick Cramer quelques mois 
auparavant suggère que l’hétérodimère Rpa49/Rpa34 et Rrn3 auraient des positions 
opposées sur l’ARN pol I. Cette nouvelle information structurale n’est pas en faveur 
d’une interaction directe entre Rpa49 et Rrn3 qui permettrait le relargage de Rrn3 de 
l’ARN pol I. Les données publiées en 2010 par Sebastian Geiger ont apporté de
nouveaux éléments sur Rpa49 (Geiger et al., 2010). Dans cette étude, ils ont établi 
que le domaine de dimérisation de Rpa49 et Rpa34 était structurellement proche du 
facteur de transcription TFIIF alors que la partie C-terminal de Rpa49 se 
rapprocherait de TFIIE. Ces résultats montrent que le fonctionnement de l’ARN pol I 
et ARN pol II partage plus de mécanismes communs que ceux supposés en se 
basant sur les séquences primaires des protéines appartenant aux différents 
systèmes de transcription. Le domaine tWH identifié sur la queue C terminal de 
Rpa49 permettrait notamment un accrochage à l’ADN et l’absence de ce domaine 
contribuerait au défaut d’élongation (Beckouet et al., 2008). Cependant, ces 
nouvelles données n’expliquent pas comment la protéine Rpa49 peut agir sur le 
relargage de Rrn3 tout en étant positionnée à son opposé sur l’ARN pol I.  
L’étude que nous présentons ici, se situe dans le prolongement de ces publications 
de l’équipe de Patrick Cramer et de Pierre Thuriaux. Dans cette publication Isabelle 
Léger Silvestre à contribué à la partie expérimentale de manière importante. Elle a 
permis d’obtenir des images de microscopies électroniques de qualité et en quantité 
suffisante pour pouvoir caractériser et quantifier les structures observées. Martin 
Ostermaier a aussi participé à l’observation et à la quantification d’une partie des 
étalements de Miller présentés dans cette publication. Christophe Normand a réalisé 
le crible génétique contre Rpa34 accessible dans les figures supplémentaires. 
Patrick Shultz a participé à l’élaboration du modèle proposé en simulant la position 
de deux ARN pol I en cours de transcription. Jorge Perez Fernandez a contribué à ce 
travail par la mise en place du PFGE (« pulse field Gel Electrophoresis ») au sein du 
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laboratoire et l’élaboration d’un protocole de ChIP permettant d’augmenter les 
rendements de purification de la chromatine nucléolaire. Enfin, Kostya Panov et 
Joost Zomerdijk m’ont permis d’utiliser les équivalents humains de Rpa34 et Rpa49 
de S. cerevisiae et ainsi d’étendre à l’Homme nos résultats acquis chez S.
cerevisiae.
Dans cette étude nous avons montré la conservation fonctionnelle de ces deux sous-
unités Rpa34 et Rpa49 dans trois organismes eucaryotes évolutivement distants.
Nos données nous ont permis de montrer l’existence de contacts entre les ARN pol I 
en cours de transcription qui seraient abolis en absence de ces deux sous-unités 
spécifiques. Ces contacts seraient déterminants pour assurer le bon fonctionnement 
de l’ARN pol I au cours de l’élongation et pour l’intégrité du nucléole. De plus, le 
modèle proposé permet de réconcilier les données concernant la structure de l’ARN 
pol I (Kuhn et al., 2007) et les liens fonctionnels décrits entre Rpa49 et Rpa43 par 
Beckouet en 2008(Beckouet et al., 2008). 
I-3 Publication 2011 
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Introduction
In all living organisms, multisubunit DNA-dependent RNA 
polymerases are built around a common set of five core sub-
units (A2BB’V in eubacteria; Minakhin et al., 2001) In archeal 
and eukaryotic enzymes, five additional subunits (related through 
common ancestry) are required, leading to a 10-subunit extended 
core (Cramer et al., 2008; Kwapisz et al., 2008). In eukaryotes, 
three nuclear RNA polymerases are found, each transcribing 
a dedicated set of genes. RNA polymerase II (Pol II) transcribes 
all protein-coding genes and most of the small nuclear RNA 
genes. RNA polymerase III (Pol III) is transcribing 5S ribo-
somal RNA (rRNA) genes, tRNA genes, and some noncoding 
RNA genes. RNA polymerase I (Pol I) produces a single tran-
script, the large polycistronic precursor (35S pre-rRNA in yeast) 
processed in multiple successive steps into the mature rRNAs 
(in yeast, 25S, 18S, and 5.8S rRNAs). Pol II is composed of 12 
subunits, including a 10-subunit extended core and a peripheral 
heterodimer of subunits Rpb4/Rpb7. Rpb4 and Rpb7 have 
counterparts in Pol I and Pol III, Rpa43/Rpa14 and Rpc17/
Rpc25, respectively. Pol I and Pol III have counterparts to each 
of the 12 Pol II subunits and, in addition, two and five specific 
subunits, respectively, which may be responsible for some of 
the specific functions of these two enzymes. In this study, we 
focus on Pol I–specific subunits Rpa34 and Rpa49, which have 
structural homology with the Rap74/Rap30 subunits of the Pol II 
transcription factor TFIIF (Kuhn et al., 2007).
Pol I is the most active and abundant RNA polymerase in 
eukaryotes. Its enormous transcriptional output can best be visual-
ized using the DNA spread method previously developed by 
Miller et al. (1969), where the 35S rRNA genes (rDNA) adopt a 
“Christmas tree” conformation. In Saccharomyces cerevisiae, 
RNA polymerase I (Pol I) produces large ribosomal RNAs (rRNAs). In this study, we show that the Rpa49 and Rpa34 Pol I subunits, which do not 
have counterparts in Pol II and Pol III complexes, are func-
tionally conserved using heterospecific complementation 
of the human and Schizosaccharomyces pombe ortho-
logues in Saccharomyces cerevisiae. Deletion of RPA49 
leads to the disappearance of nucleolar structure, but 
nucleolar assembly can be restored by decreasing ribo-
somal gene copy number from 190 to 25. Statistical analysis 
of Miller spreads in the absence of Rpa49 demonstrates 
a fourfold decrease in Pol I loading rate per gene and 
decreased contact between adjacent Pol I complexes. 
Therefore, the Rpa34 and Rpa49 Pol I–specific subunits 
are essential for nucleolar assembly and for the high 
polymerase loading rate associated with frequent contact 
between adjacent enzymes. Together our data suggest 
that localized rRNA production results in spatially con-
strained rRNA production, which is instrumental for nu-
cleolar assembly.
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Figure 1. PAF53/CAST heterodimer is functionally conserved from human to budding yeast. (A) Pol I–specific subunits in S. cerevisiae, S. pombe, Mus 
musculus, and Homo sapiens. (B) Nucleolar localization of CAST depends on PAF53. CAST fused with YFP (YFP-CAST) is expressed in a WT yeast produc-
ing Nop1 fused to mCherry (mCherry-Nop1) with (PAF53) or without () PAF53 coexpression (see Materials and methods). (right) The overlay of both 
fluorescent signals (merge) is shown. (C) Immunoprecipitation of budding yeast Pol I demonstrates that association of CAST to Pol I requires human PAF53. 
HA-tagged CAST (HA-CAST) is detected in the supernatant (SUP) with or without coexpression of PAF53. Using IgG Sepharose to immunopurify TAP-tagged 
budding yeast Pol I (IP), CAST copurifies with Pol I only when coexpressed with PAF53 (+). Western blot using Pap and 12CA5 revealed tagged bud-
ding yeast Pol I (Rpa190-TAP) and CAST (HA-CAST) in supernatant (SUP) and immunoprecipitated fraction (IP), respectively. (D) Nucleolar localization of 
PAF53 depends on CAST. PAF53 fused with YFP (YFP-PAF53) is expressed in a WT budding yeast producing Nop1 fused to mCherry (mCherry-Nop1) with 
(CAST) or without CAST (). CAST expression is required for both a detectable YFP signal and a nucleolar localization of PAF53. (E) PAF53 expressed 
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Results
The human hPAF53/CAST heterodimer  
is functionally conserved from human  
to budding yeast
We investigated the functional conservation of specific Pol I 
subunits from budding yeast to human (Fig. 1 A). In budding 
yeast, Rpa49 and Rpa34 are not essential for viability, and their 
amino acid sequences are poorly conserved through evolution. 
Orthologues of Rpa49 and Rpa34, PAF53 and PAF49 in mouse 
(Hanada et al., 1996; Yamamoto et al., 2004) and hPAF53 and 
CAST in human (also called ASE-1 or hPAF49; Panov et al., 
2006), respectively, have a conserved domain organization with 
S. cerevisiae subunits but low sequence similarity. In budding 
yeast and mouse, Rpa49/Rpa34 orthologues are easily dissoci-
ated from the enzyme by high salt treatment (Huet et al., 1975; 
Hanada et al., 1996), and as a result, these two polypeptides 
have been classified either as Pol I–associated factors in mouse 
or as Pol I subunits in S. cerevisiae and human. A previous com-
plementation attempt has established that Schizosaccharomyces 
pombe Pol I subunit Rpa51, hereafter called Sp-Rpa49, but 
not mouse PAF53, can complement rpa49% cold sensitivity 
(Nakagawa et al., 2003). Because Rpa49 and Rpa34 function as 
a heterodimer (Kuhn et al., 2007; Beckouet et al., 2008), we 
tested the coexpression of human CAST and hPAF53 in a com-
plementation assay. We first investigated the localization of 
human CAST when expressed in wild-type (WT) budding yeast, 
with or without hPAF53 expression. CAST is nuclear when 
expressed alone but predominantly localized in the nucleolus 
when coexpressed with hPAF53 (Fig. 1 B). Starting from a 
yeast strain bearing a TAP-tagged Rpa190 (Rigaut et al., 1999), 
Pol I largest subunit, we purified Pol I to test the association of 
CAST with budding yeast Pol I. CAST is coimmunoprecipi-
tated with budding yeast Pol I only when coexpressed with 
hPAF53 (Fig. 1 C). These results suggest that hPAF53/CAST 
heterodimer is replacing the Rpa49/Rpa34 heterodimer in bud-
ding yeast Pol I. We then investigated hPAF53 localization with 
or without CAST coexpression. No YFP-hPAF53 fusion protein 
was detected when it was expressed alone, but it was present in 
the nucleolus when coexpressed with CAST (Fig. 1 D). To test 
the idea that CAST stabilizes hPAF53 when coexpressed in 
budding yeast, we quantified hPAF53 by immunodetection in 
whole cell extracts with or without CAST (Fig. 1 E). hPAF53 
is barely detectable in budding yeast extracts, even if ex-
pressed from the strong PGK1 promoter, but it accumulates 
the rDNA is made of a 6.9-kb-long gene repeated Y150 times, 
of which about half is transcribed. Transcription of the rDNA is 
one to two orders of magnitude greater than the transcription of 
the rest of the genome. In exponentially growing cells, 0.01–10 
Pol II enzymes are found per open reading frame (Bon et al., 
2006), whereas >120 Pol I molecules can be detected (by Miller 
spread; Miller et al., 1969) at the transcribed region of each ac-
tive rDNA repeat (Osheim et al., 2009).
Pol I activity is associated with the largest nuclear 
body, the nucleolus, where all earlier steps of ribosome bio-
genesis take place. Assembly of the nucleolus is proposed 
to be a self-organized process, initiated by production of 
rRNA (Trumtel et al., 2000; Misteli, 2001; Hernandez-Verdun 
et al., 2002). In budding yeast, Pol I is essential, but very 
elegant genetic analyses have been used to show that Pol II– 
dependent 35S rRNA expression, albeit very inefficiently, 
can rescue Pol I minus mutants (Nogi et al., 1991). Impor-
tantly, in mutant cells where Pol I is inactivated and Pol II is 
artificially producing rRNA, nucleolar structures are still de-
tectable, but with massive alterations (Oakes et al., 1998; 
Trumtel et al., 2000). Therefore, rRNA synthesis achieved 
from its dedicated transcriptional apparatus is important for 
formation of the nucleolar structure.
In this study, we focus on the role of two Pol I–specific 
subunits, Rpa49 and Rpa34, in Pol I transcription and nucle-
olar morphology. Pol I lacking Rpa34/Rpa49 has been shown 
to be active in transcription but impaired in elongation (Huet 
et al., 1975). In vivo, rpa49 and rpa34 deletion mutants are 
viable, but are defective in 35S rRNA production (Liljelund 
et al., 1992; Gadal et al., 1997). Structural insight and bio-
chemical assays have suggested that Rpa34/Rpa49 form a 
heterodimer behaving like built-in elongation factors (Kuhn 
et al., 2007). Another clue to Rpa49 function came from the 
observation that in rpa49 deletion mutants, Rrn3 (TIF-IA in 
mouse), an essential Pol I transcription factor, is recruited 
to the promoter less efficiently and fails to dissociate from 
elongating polymerase (Beckouet et al., 2008). In this study, 
we demonstrate that the Rpa34/Rpa49 heterodimer is func-
tionally conserved in evolution and required for nucleolar 
assembly. Using Miller spreads to analyze Pol I distribution 
in the absence of Rpa49 on single transcribed genes, we 
show that there is a decreased clustering of elongating Pol I 
complexes. 3D modeling of two neighboring Pol I complexes 
unveil how such association can regulate rRNA gene tran-
scription cycle.
in budding yeast is stabilized by CAST coexpression. PAF53 is detected in a whole cell extract from WT budding yeast expressing PAF53 (PAF53) alone 
or coexpressed with CAST (PAF53 CAST) using PAF53 antibody (A-PAF53). Nop1 (A-Nop1) is used as loading control. Total extract from HeLa loaded in 
lane 1 is used as control for PAF53 detection. White lines indicate that intervening lanes have been spliced out. (F) Overexpressed PAF53 complements 
rpa49% cold-sensitive growth defect. 10-fold serial dilutions of RPA49-deleted strain expressing budding yeast RPA49 (Rpa49), empty vector (), PAF53 
expressed from a strong promoter (PPGK-PAF53), or an even stronger budding yeast promoter PTEF1 (PTEF1-PAF53) were spotted on 5-FOA–containing plates 
to check for complementation of the mutant cold sensitivity at 25°C (see Materials and methods for plasmid-shuffling assay). Plates without FOA () are 
used as control to confirm that the same number of cells were spotted. The strength of the complementation is evaluated by comparing plates with (FOA) or 
without FOA (). (G) Expression of the PAF53/CAST heterodimer complements the RPA34 deletion phenotype. 10-fold serial dilutions of rpa34 deletion 
strains containing budding yeast RPA34 (Rpa34), empty vector (), PAF53 driven from a moderate promoter (PAF53), CAST expressed from the budding 
yeast promoter PTEF1 (CAST) or coexpressing PAF53 and CAST (PAF53 CAST) were spotted on 1 g/liter caffeine-containing plates to check for suppression 
of the rpa34% mutant hypersensitivity. Strength of the suppression of drug sensitivity was evaluated by comparing plates with (+) or without () caffeine 
spotted with equivalent amount of cells.
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Figure 2. Rpa49/Rpa34 heterodimer is conserved in fission yeast. (A) In S. cerevisiae, nucleolar localization of Sp-Rpa34 depends on Sp-Rpa49. 
Sp-Rpa34 fused with YFP (YFP-Sp-Rpa34) is expressed in a WT budding yeast with (Sp-Rpa49) or without () Sp-Rpa49 coexpression. In all cases, cells 
produce Nop1 fused to mCherry (mCherry-Nop1) and Nup49 fused with CFP (CFP-Nup49) to label the nucleolus and the nuclear pore complexes, respec-
tively. (right) Overlay of the three fluorescent signals (merge) is shown. (B) Sp-Rpa34/Sp-Rpa49 heterodimer complements budding yeast Rpa34 essential 
function in a Pol I mutant background (rpa135-D395N). 10-fold serial dilutions of rpa34% rpa135-D395N double-deletion strains containing S. cerevisiae 
RPA34 (Rpa34), empty vector (), Sp-Rpa34 (Sp-Rpa34), Sp-Rpa49 (Sp-Rpa49), or coexpressing Sp-Rpa34 and Sp-Rpa49 (Sp-Rpa34/Sp-Rpa49) were 
spotted on plates with (FOA) or without FOA (), and complementation was evaluated by comparing plates with (FOA) or without FOA (). (C) Sp-Rpa34 
deletion barely affects growth in S. pombe. 10-fold serial dilutions of S. pombe WT and Sp-rpa34 deletion strains in rich medium at 30°C after 48 (left) and 
120 h (right). (D) Sp-rpa34 Sp-rpa49 double deletion is viable in S. pombe. To generate the double-mutant strain, we crossed two haploid strains bearing 
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WT fission yeast. Both drugs deplete the pool of NTP in vivo 
and have a strong effect on strains with defects in RNA poly-
merase elongation. Sensitivity to both drugs is suppressed by 
overexpression of Sp-Rpa49 (Fig. 2 E). Therefore, our results 
strongly suggest that in S. pombe, both Pol I–specific subunits 
are conserved and functionally exchangeable with the budding 
yeast Rpa49/Rpa34 heterodimer.
The C-terminal domains of budding  
yeast Rpa34 contain a nucleolar 
localization signal
We showed that Rpa49 overexpression could suppress all known 
phenotypes of rpa34%, suggesting that Rpa34 function is re-
stricted to stabilization of Rpa49 (Beckouet et al., 2008), but in 
higher eukaryotes, the orthologue of Rpa34 has several specific 
functions of its own (Yamazaki et al., 1999; Yamamoto et al., 
2004; Panov et al., 2006). Our sequence analysis reveals that 
these polypeptides share a lysine-rich C-terminal domain. This 
domain is not required for interaction with Rpa49 (Beckouet 
et al., 2008), and we hypothesized that this feature could be 
responsible for a function unrelated to Rpa49. To verify this 
hypothesis, we decided to perform a search for all possible ge-
netic backgrounds in which rpa34% is lethal. We performed a 
global genetic interaction mapping (GIM; Decourty et al., 2008) 
using rpa34% as bait. We confirmed two previously identified 
synthetic lethal interactions, top1% and rpa14% (Gadal et al., 
1997), and identified two novel genetic backgrounds, gcr2% 
and stb5%, in which rpa34 became essential (Fig. 3 A). How-
ever, Rpa49 overexpression could suppress the rpa34% pheno-
type in all tested backgrounds. Moreover, the truncated version 
of Rpa34 lacking the C-terminal domain was functional, reveal-
ing no growth phenotype associated with the absence of this 
particular domain.
We next tested whether the nucleolar localization of 
Rpa34 also depends on Rpa49 in budding yeast. In contrast 
to CAST and Sp-Rpa34, Rpa34 remains in the nucleolus 
even in the absence of Rpa49 (Fig. 3 B). We next tried to 
identify which domain of budding yeast Rpa34 could behave 
as a nucleolar localization signal functioning independently 
from Rpa49. The nucleolar localization of Rpa34 in Rpa49% 
background is lost upon truncation of the C-terminal domain 
(Fig. 3 C). The nucleolar targeting of Rpa34 C domain in 
S. cerevisiae appears to be species specific. Despite the appar-
ent similarity between the C-terminal domains of Rpa34, 
CAST, and Sp-Rpa34, the nucleolar targeting of CAST and 
Sp-Rpa34 are strictly dependent on the coexpression of their 
respective binding partner, PAF53 or Sp-Rpa49. In contrast, 
Rpa34 in S. cerevisiae has two nucleolar targeting mecha-
nisms. One depends on Rpa49 association, the other on the 
Rpa34 C-terminal domain.
when coexpressed with CAST. Interestingly, CAST depletion 
in mouse and human cells leads to concomitant disappear-
ance of PAF53, whereas the level of other Pol I subunits is un-
affected (unpublished data). Therefore, our results suggest 
that coexpression of CAST and hPAF53 is required for 
hPAF53 stabilization.
We next tested the ability of the human subunits to com-
plement the rpa49% and/or rpa34% phenotypes by plasmid-
shuffling assays (see Materials and methods). hPAF53 on its 
own is unstable; therefore, we expressed hPAF53 under the 
control of the strong PGK1 or the very strong TEF1 promoter. 
rpa49% cold sensitivity was corrected by hPAF53 only when 
the pTEF1 promoter was used (Fig. 1 F). rpa34% has little growth 
defect, but it is hypersensitive to caffeine (1,3,7-trimethylxanthine; 
Beckouet et al., 2008). We assayed the ability of CAST, hPAF53, 
or both to suppress caffeine sensitivity. CAST and hPAF53 
complemented the rpa34% mutant phenotype only when co-
expressed (Fig. 1 G). Therefore, our results suggest that the 
CAST/hPAF53 heterodimer can substitute for the endogenous 
budding yeast Rpa49/Rpa34 within Pol I and can perform the 
function of the S. cerevisiae heterodimer in vivo.
The Rpa49/Rpa34 heterodimer is also 
conserved in fission yeast
Fission yeast Sp-Rpa49 can substitute for budding yeast Rpa49 
(Nakagawa et al., 2003). A recent database search revealed that 
the S. pombe SPBC11G11.05 open reading frame (hereafter 
named Sp-Rpa34) has weak but significant sequence homology 
with Rpa34 (Beckouet et al., 2008). We cloned and expressed 
Sp-Rpa34 in budding yeast and observed its nucleolar localiza-
tion only when coexpressed with Sp-Rpa49 (Fig. 2 A). Because 
of a slight toxicity of Sp-Rpa34 for S. cerevisiae, its effect on 
caffeine sensitivity of rpa34% was unclear. We next tested com-
plementation by Sp-Rpa34/Sp-Rpa49 of the rpa34% mutant in 
an rpa135-D395N double-mutant background in which Rpa34 
is essential for growth (Beckouet et al., 2008). When expressed 
alone, Sp-Rpa34 was unable to complement the Rpa34 essential 
function, but the coexpressed Sp-Rpa34/Sp-Rpa49 heterodimer 
restores growth (Fig. 2 B). Our results suggest that Sp-Rpa34 is 
the fission yeast counterpart of budding yeast Rpa34. We next 
deleted Sp-Rpa34 in S. pombe. The Sp-rpa34% mutant fission 
yeast was viable with only a slight growth defect (Fig. 2 C), 
similar to the rpa34% mutant in S. cerevisiae. Our previous data 
demonstrated that double-deletion mutants rpa34% and rpa49% 
are phenotypically equivalent to the rpa49 single-deletion mu-
tant and that Rpa49 overexpression can suppress the defects as-
sociated with rpa34% (Beckouet et al., 2008). The Sp-rpa49% 
single-deletion mutant and the double mutant Sp-rpa49%  
Sp-rpa34% grow similarly (Fig. 2 D). Sp-rpa34% has a strong 
sensitivity to mycophenolate and 6-azauracil compared with 
the single Sp-rpa34 or Sp-rpa49 deletion. After meiosis, we analyzed the growth of single- and double-mutant offspring. Viability of the double mutant was 
confirmed in 20 tetrads. A representative tetratype tetrade is shown, with WT, single Sp-rpa34, or Sp-rpa49 deletion and double Sp-rpa34% Sp-rpa49%  
($$) genotype. (E) The sensitivity of the Sp-rpa34 deletion strain to mycophenolic acid and 6-azauracil is suppressed by Sp-Rpa49 overexpression. 
10-fold serial dilutions of Sp-rpa34% S. pombe expressing Sp-RPA34 (Sp-Rpa34), an empty vector (Sp-rpa34$), or overexpressing Sp-RPA49 (Sp-rpa34$ + 
Sp-Rpa49) were spotted on rich media (left; ), 75 μg/ml 6-azauracil (middle; +6-AZA), or 40 μg/ml mycophenolic acid (right; +MPA) and grown for 
4 d at 25°C.
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Figure 3. The C-terminal domain of Rpa34 is a nucleolar localization signal. (A) Rpa34 C-terminal domain is fully dispensable in vivo. 10-fold serial dilu-
tions of four double-mutant budding yeast strains, rpa34% top1% (top left), rpa34% stb5% (top right), rpa34% rpa14% (bottom left), or rpa34% gcr2% (bot-
tom right), are shown. Double mutants containing RPA34 (Rpa34), empty vector (), Rpa34-$C driven from a Ppgk1 promoter (Rpa34-$C), or overexpressing 
Rpa49 (2μ-RPA49) were spotted on 5-FOA–containing plates to check for complementation of the lethality of the double mutant. Plates were incubated for 
3 d at 30°C. Strength of the complementation was evaluated by comparing plates with (FOA) or without FOA (). (B) Nucleolar localization of Rpa34 
is independent of Rpa49. Rpa34 fused with YFP (YFP-Rpa34) is expressed in a WT budding yeast or in a mutant lacking Rpa49 (rpa49%). Both strains 
produce Nop1 fused to mCherry (mCherry-Nop1). (right) Overlay of both fluorescent signals (merge) is shown. (C) Nucleolar localization of Rpa34-$C is 
dependent on Rpa49. Rpa34$C fused with YFP (YFP-Rpa34$C) is expressed in WT or in a mutant lacking Rpa49 (rpa49%). Both strains produce Nop1 
fused to mCherry (mCherry-Nop1). (right) Overlay of both fluorescent signals (merge) is shown.
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increased (French et al., 2003). We first demonstrated that 
double-mutant rpa49% fob1% strains are viable at 30°C, having 
either 190 or 25 rDNA copies (Fig. 5 B). To confirm this sur-
prising result, we establish that rDNA copy number in both 
strains is unaffected by rpa49 deletion (Fig. 5 A). Growth of the 
rpa49% strain is severely impaired at 25°C (Liljelund et al., 
1992). Comparing growth of the rpa49% fob1% strains con-
taining 25 versus 190 rDNA copies, we noted that the cold sen-
sitivity is alleviated upon reduction in the number of rDNA 
repeats (Fig. 5 B).
Quantitative fluorescence analysis revealed that in pres-
ence of Rpa49, the reduction from 190 to 25 rDNA copies 
resulted in a nucleolus of normal size (Fig. 5 C). Electron micros-
copy observations showed that the nucleolus in the 25 rDNA 
copies background is characterized by an identifiable crescent-
shaped area of fibrillo-granular material adjacent to the nuclear 
envelope (Fig. 5 D). Interestingly, in the Rpa49 deletion strain 
with 25 rDNA copies, but not with 190 copies, a crescent-shaped 
nucleolus is detectable in most cells (60%), as evaluated by 
fluorescence microscopy (Fig. 5 C). Similarly, the nucleolar 
morphology is partially restored at the ultrastructural level be-
cause a dense structure occupying one third of the nuclear sur-
face and in contact with the nuclear envelope can be detected 
(Fig. 5 D). These data suggest that a decrease in the rDNA copy 
number is enough to establish a partial nucleolar organization 
in the absence of Rpa49.
RNA Pol I distribution on single genes  
is dependent on Rpa49
Having shown that nucleolar assembly is dependent on Rpa49, 
we next evaluated whether a high RNA Pol I loading rate per 
gene requires Rpa49. Miller spreads are the only technique 
allowing counting of individual Pol I on a single gene (Miller 
et al., 1969). However, the ability to quantify and accurately 
localize polymerase on a single gene relies on obtaining high 
contrast chromatin spreads from mutant yeast cells. The chro-
matin spreading technique was set up in our laboratory using 
strain NOY886, which contains 42 actively transcribed rDNA 
copies (Fig. 6 A; French et al., 2003). Because of the very high 
loading rate in mutant backgrounds with reduced rDNA copy 
number, polymerases often appear as a continuous track, mak-
ing accurate counting of single polymerases difficult. We took 
advantage of negatively stained Miller spreads obtained with 
low frequency (see Materials and methods) to demonstrate that 
continuous tracks are best analyzed by assuming the presence 
of a polymerase every 12 nm along such track (Fig. 6 C). We 
next analyzed Pol I density and distribution on the rRNA genes 
in 25 or 190 rDNA copy strains with or without Rpa49 using 
Miller spreads (Fig. 7 A). In the presence of Rpa49, we ob-
served 62 ± 11 Pol I complexes per single rRNA gene in the 190 
rDNA copy strain. However, in this strain, we were unable to 
identify rDNA in chromatin spreads in the absence of Rpa49, 
probably because of a very low Pol I occupancy of the rDNA. 
We next analyzed chromatin spreads in strains with 25 rDNA 
copies and identified single transcription units both in the pres-
ence and absence of Rpa49 (Fig. 7 A). We detected 122 ± 17 Pol I 
complexes per gene in the presence of Rpa49 and 36 ± 5 Pol I 
Rpa34 and Rpa49 influence  
nucleolar morphology
We have shown that the Pol I–specific Rpa49/Rpa34 hetero-
dimer is functionally conserved from yeast to humans. We 
hypothesized that Pol I–specific subunits might be responsible for 
the two most prominent features of Pol I transcription: nucleo-
lar assembly and high RNA polymerase loading rate per gene. 
We first focused on nucleolar alterations caused by the absence 
of Pol I–specific subunits. We labeled the nuclear periphery 
using GFP-Nup49, a nuclear pore protein, and the nucleolus 
using mCherry-Nop1, an abundant nucleolar protein, in WT, 
rpa34%, and rpa49% cells (Fig. 4 A). Nucleolar alterations in 
rpa34% and rpa49% cells were determined by thresholding the 
fluorescent nucleolar signal detected using confocal microscopy 
in a large number of cells (Berger et al., 2008). Because the 
cumulative distribution function accurately describes volume 
distribution in large samples, we used this representation to 
evaluate the nucleolar size for each mutant (Fig. 4 B). The nu-
cleolar size increases considerably in rpa49% cells, suggesting 
that the integrity of nucleolar structure is compromised (Fig. 4 A). 
We next performed an ultrastructural study of the nucleus in 
rpa49% and rpa34% mutants. For optimal preservation of the 
nuclear structure, chemical fixation was avoided, and the cells 
were cryoimmobilized before low temperature substitution. The 
nucleolar ultrastructure is altered in both mutants (Fig. 4, C and D). 
In rpa34% cells, the nucleolus is decondensed with areas of 
low electron density. In rpa49% cells, the nucleolar morphology 
is dramatically altered: its characteristic crescent shape dis-
appeared, and the dense material redistributed in the full volume 
of the nucleus.
Cryofixation also allows the direct observation of individ-
ualized cytoplasmic ribosomes. The number of ribosomes in 
rpa34% cells is similar with WT, but it is significantly reduced 
in rpa49% cells (Fig. 4 E). To investigate a defect in translation, 
we performed a polysome profile in WT and the rpa49%  
mutant. Interestingly, we detected polysomes in both back-
grounds, but with the appearance of half-mers in rpa49% cells, 
reminiscent of a 60S biogenesis defect (Fig. 4 F). Such a defect 
was previously observed in a Pol I mutant strain defective for 
rRNA elongation (Schneider et al., 2007). Therefore, the mor-
phological analysis demonstrates that Rpa49 is required for 
normal nucleolar morphology and efficient ribosome biogenesis. 
The rpa49% strain contains fewer 60S subunits relative to 40S, 
which is reminiscent of a Pol I elongation defect.
Reduction in the number of rDNA 
repeats can partially compensate for the 
alterations in nucleolar morphology caused 
by RPA49 deletion
In the rpa49% mutant, rRNA production still sustains growth, 
but the nucleolus appears fully decondensed. To spatially con-
strain rRNA production, we decided to use mutant cells with a 
decreased number of rDNA repeats (Cioci et al., 2003). rDNA 
copy number can be stabilized at 25 copies by Fob1 deletion 
without significant growth defect (Cioci et al., 2003). To sup-
port normal rRNA production from such a low number of rDNA 
genes, the number of Pol I complexes per gene is significantly 
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Figure 4. Rpa34 and Rpa49 are required for nucleolar integrity. (A) Nucleolar structure of rpa49% and rpa34% cells assessed by fluorescent microscopy. 
Representative confocal sections of strains TMS1-1a (WT), BEN18-1a (rpa34%), and BEN19-1a (rpa49%) expressing TetR-GFP staining the nucleus, GFP-
Nup49 staining the NPC (NPC/nucleus), and mCherry-Nop1 staining the nucleolus (mCherry-Nop1) are shown. (right) Overlay of both fluorescent signals 
(merge) is shown. (B) Cumulative distribution function of the nucleolar volume in Pol I mutants. The nucleolar volume was estimated by thresholding using 
the intensity of the mCherry fluorescent signal in WT, rpa49%, and rpa34% mutant cells (nWT = 907; nrpa49 = 620; nrpa34 = 928). (C) Ultrastructural study of 
cryofixed, cryosubstituted WT, rpa34%, and rpa49% budding yeast cells. Representative sections of the nuclei are depicted, with manual segmentation of 
nucleolus bounded by red lines. The cytoplasmic ribosomal contents in the three budding yeast strains are depicted in a selected frame. (D) Quantification 
of ultrastructural morphological alterations in Pol I mutants. Nucleolar area normalized by nuclear surface is estimated by manual segmentation of electron 
microscopy sections (n = 20). (E) Quantification of the ribosomal cytoplasmic content in Pol I mutants. Ribosomal content of representative sections (n = 20) 
was manually counted and expressed as ribosomes per micrometer cubed. (F) Polysomal profiles (OD260 nm) after sucrose density gradient centrifugation 
derived from the rpa49% mutant and WT strain. The positions of 40S ribosomal subunits, 60S ribosomal subunits, polysomes, and half-mer polysomes (H) 
are indicated.
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Figure 5. rpa49% phenotype in strains with 190 or 25 copies of rDNA. (A) rDNA copy number is unaffected by rpa49 deletion in a fob1 deletion back-
ground. PFGE of chromosomes from rpa49% fob1% strains resulting from invalidation of the rpa49% gene in fob1% strains containing either 25 or 190 
copies of rDNA or from original fob1% strains. Separated chromosomes were stained with ethidium bromide (right). Hybridization of rDNA probes was 
performed to estimate chromosome XII size (left). (B) Growth phenotype of the fob1%rpa49% double-mutant strains bearing 190 or 25 copies of rDNA. 
10-fold serial dilutions of strains BEN20-1a (25 rDNA copies rpa49$ fob1%) and BEN21-1a (190 rDNA copies rpa49$ fob1%) deleted for rpa49 and 
containing 25 or 190 copies, respectively, of rDNA and an empty vector () or bearing RPA49 (Rpa49) were spotted on plates with (FOA) or without FOA 
() and grown at 25°C for 7 d. (C) Nucleolar structure of Pol I mutants assessed by fluorescent microscopy. Representative confocal sections of strains 
NOY1071 (25 rDNA copies fob1%), NOY1064 (190 rDNA copies rpa49$), and BEN20-1a (25 rDNA copies rpa49%) containing GFP-Nup49 staining 
the NPC (GFP-Nup49) and mCherry-Nop1 staining the nucleolus (mCherry-Nop1). (right) Overlay of both fluorescent signals (merge) is shown. (D) Ultra-
structural study of cryofixed, cryosubstituted strains with 25 rDNA copies with (WT) or without Rpa49 (Rpa49%).
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polymerases with the corresponding random distribution pre-
dicted (Fig. 7 B). In all cases, the observed distance between 
polymerases was shorter than that predicted for the random dis-
tribution. These results suggest clustering of polymerases. We 
have introduced a new parameter in our simulations to take this 
effect into account. When 60% of polymerases are modeled as 
being in direct contact with each other and 40% are randomly 
complexes per gene in its absence. We then measured the dis-
tance between adjacent polymerases to evaluate whether the 
Pol I molecules were randomly distributed on the rRNA genes 
(Fig. 7 B). The distances between polymerases depend intrin-
sically on the Pol I density on each rRNA gene, which varies 
between strains. Therefore, for each polymerase load, we first 
compared the empirical measurements of distance between 
Figure 6. Quantification of polymerases along transcribed rDNA genes. (A) Visualization of active genes in rDNA. Using a mutant strain with a reduced 
number of rDNA copies (strain NOY886; 42 rDNA copies), we obtained high quality spreads from total nucleolar DNA. (B) Quantification of actively 
transcribed rDNA genes. The quantification of active genes in mutant strain (42 active gene in NOY886) is compatible with previous results (French et al., 
2003). (C) Visualization of individual polymerases on negatively stained Miller spread. In mutant strains with 25 rDNA copies, Pol I density on each gene 
is very high. Using higher magnification (bottom left), we can still detect individual polymerases, which can be quantified (right; red circles). Note that a 
nascent rRNA can be visualized from each detected polymerase.
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Figure 7. Miller spread of 190 and 25 rDNA copy strains with or without Rpa49. (A) Representative Miller spread from NOY1071 bearing 25 rDNA 
copies (25 rDNA copies [WT]), BEN20-1a bearing 25 rDNA copies and rpa49$ (25 rDNA copies [rpa49%]), and NOY1064 bearing 190 rDNA copies 
(190 rDNA copies [WT]). (right) Interpretive tracing of the genes is shown. Polymerases that appear on the gene are shown on the tracing by black dots. 
(B and C) Cumulative distribution function of the distances between adjacent polymerases in strains NOY1071 (red; 25 rDNA copies [WT]), BEN20-1a 
(blue; 25 rDNA copies [rpa49%]), and NOY1064 (green; 190 rDNA copies [WT]) is shown. Solid lines, empirical measurement; dashed lines, random 
(B) or simulated (C).
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Figure 8. Two successive elongating Pol I complexes allow a contact between Rpa49 and Rpa43 subunit of adjacent molecules. (A) Frequent association of 
adjacent Pol I depends on Rpa49. We generated diploid cells expressing two versions of Pol I containing an Rpa190 subunit fused to either the Myc or HA 
tag. These tagged proteins are efficiently detected in cell extract supernatants (SUP). After formaldehyde cross-linking and extensive DNase treatment, we 
immunoprecipitated Pol I using anti-HA antibodies (IP). We evaluated the amount of polymerase dimers/multimers by assessing the extent of Myc-tagged 
Rpa190 coprecipitation. We use a strain bearing only Myc-Tag Pol I as negative control (no HA tag; lanes 1 and 4). The presence of dimers/multimers is 
dependent on Rpa49, as shown by lack of Myc-tagged Rpa190 coimmunoprecipitation in rpa49 deletion background (rpa49%; compare lanes 5 and 6) 
(B) 3D model of Pol I as determined by cryo–electron microscopy. The positions of the Pol I–specific Rpa43/Rpa14 and Rpa49/Rpa34 heterodimers are shown 
in purple and in green, respectively. (C) Fitting of the atomic structure of the highly homologous Pol II elongation complex (Protein Data Bank accession 
no. 2YU9) into the cryo–electron microscopy structure of RNA Pol I. The transcribed DNA is shown in red, and the 10-subunit core Pol II is shown in blue. 
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ExoIII footprinting experiments on RNA Pol II elongation 
complexes (Samkurashvili and Luse, 1998). Interestingly, in 
this model, the Rpa49/Rpa34 subunits of one polymerase are 
brought in close proximity to the Rpa43/Rpa14 heterodimer of 
the following Pol I. Genetic evidence previously suggested that 
Rpa49 and Rpa43 are functionally linked (Beckouet et al., 
2008). To test whether Rpa49 directly associates with Rpa43, 
we coexpressed GST-tagged Rpa49 and HA-tagged Rpa43 in 
Escherichia coli. Because Rpa49 and Rpa34 form heterodimers, 
we used GST-tagged Rpa49 and HA-tagged Rpa34 as positive 
controls. Upon purification on glutathione Sepharose beads, 
both Rpa34 and Rpa43 copurify with GST-Rpa49 (Fig. 8 E, 
lanes 2 and 6). In contrast, HA-tagged Rpa43 or HA-tagged 
Rpa34 are not copurified with GST alone (Fig. 8 E, lane 4 and 8). 
Therefore, genetic and biochemical assays suggest a direct inter-
action between Rpa43 and Rpa49.
Discussion
In this study, we addressed the function of two Pol I-specific 
subunits, Rpa49 and Rpa34. We showed that heterodimers 
formed by human or fission yeast orthologues are functional in 
budding yeast, demonstrating a functional conservation of these 
two Pol I–specific subunits in the course of evolution. We also 
showed that these subunits are playing an important role in the 
formation of the nucleolus and are required to produce a high 
density of elongating Pol I on rDNA genes.
RNA Pol I evolutionary conservation
All eukaryotic cells exploit three distinct RNA polymerases 
to transcribe their nuclear genome. Of these, Pol I is the most 
divergent enzyme, probably because of its highly specialized 
function: it transcribes only a single gene encoding large rRNAs. 
Our data demonstrate that despite considerable variation in se-
quence, two of the Pol I–specific subunits forming a heterodimer, 
Rpa49/Rpa34, have orthologues throughout the eukaryotic 
domain, suggesting that functions of this dimer are evolution-
ally conserved. Our results show that overexpression of Rpa49 
can rescue the growth defects in genetic backgrounds in which 
rpa34% is lethal. The C-terminal domain of Rpa34 is responsi-
ble for nucleolar localization, and it functions independently 
from Rpa49. Nucleolar localization sequences are known to 
interact with various nucleolar factors (Lechertier et al., 2007), 
suggesting the possibility of a direct interaction between the 
C-terminal domain of Rpa34 and S. cerevisiae nucleolar pro-
teins. Indeed, several potential partners of Rpa34 have been 
identified in an unbiased two-hybrid interaction screen between 
Rpa34 and the complete genome. In this screen, three nucleolar 
distributed, the simulated data are in good agreement with our 
experimental measurements in the case of the 190 and 25 rDNA 
copy strains in the presence of Rpa49 (Fig. 7 C). However, in 
the 25 rDNA copy/rpa49% strain, we measured larger distances 
between polymerases compared with the predictions of the 
model. Therefore, we propose that the interactions between suc-
cessive Pol I complexes are strongly reduced in the absence of 
Rpa49, accounting for the reduction in the number of adjacent 
Pol I complexes. Therefore, Rpa49 is required to ensure high 
density of Pol I per rDNA gene. Furthermore, our data suggest 
that Rpa49 is involved in establishing contact between adjacent 
Pol I complexes.
Molecular modeling of contacts between 
adjacent polymerases on rDNA genes
Rpa49 seems to be required for interaction between adjacent 
transcribing polymerases. To confirm the requirement on Rpa49 
for contact between adjacent polymerases, we coexpressed in a 
single diploid cell two of Pol I complex’s largest subunits tagged 
with different epitopes, Myc and HA. By purifying HA-tagged 
Pol I from the chromatin-bound fraction, we could evaluate the 
amount of polymerase dimers or multimers by assessing the 
extent of copurification of Myc-tagged Pol I. In WT cells, after 
formaldehyde cross-linking and with extensive DNase treat-
ment, we could detect frequent Pol I dimers (Fig. 8 A). In ab-
sence of Rpa49, the proportion of Pol I dimers or multimers is 
dramatically reduced (Fig. 8 A, compare lane 5 with lane 6).
Using Miller spreads and coimmunoprecipitations, we 
show that elongating Pol I enzymes are in frequent contact in an 
Rpa49-dependent manner. To characterize potential molecular 
interactions occurring between successive polymerases, we 
modeled the structure of a Pol I dimer in an elongation state on 
DNA (Fig. 8 D). We used a cryo–electron microscopy density 
map of Pol I obtained as described previously (De Carlo et al., 
2003) onto which the Rpa43 and Rpa49/Rpa34 heterodimer are 
localized far away from each other in different parts of the Pol I 
complex (Fig. 8 B; Bischler et al., 2002; Kuhn et al., 2007). 
To model the DNA upstream and downstream of the Pol I tran-
scription bubble, we used the atomic structure of the corre-
sponding RNA Pol II elongation complex (Protein Data Bank 
accession no. 2YU9; Fig. 8 C; Wang et al., 2006). A second 
elongation complex was then positioned according to the fol-
lowing constraints: (a) enzymes were placed in contact, (b) the 
intervening DNA connecting the two polymerases was set as 
linear, and (c) this linker DNA was modeled as B-DNA to find 
the rotational register between the two elongating polymerases 
(Fig. 8 D). The minimal distance between two successive active 
sites was found to be of 34 bp, which is in good agreement with 
(D) Positioning of a second Pol I elongation complex (yellow) following a leading Pol I elongation complex (blue) by imposing a straight B-form linker 
DNA and a contact between the Pol I molecules. The black arrow represents the direction of RNA Pol I translation during elongation. (left) The model is 
rotated 180° around the vertical axis as compared with the right panel. (E) HA-tagged Rpa43 and Rpa34 bind to GST-tagged Rpa49 when expressed in 
E. coli. Expression and purification of recombinant GST-Rpa49 or GST alone in the presence of HA-tagged Rpa34 or Rpa43 is described in Materials and 
methods. The supernatants of E. coli cell lysates (SUP) were incubated with glutathione Sepharose 4B beads. After washing, GST-Rpa49 and GST were 
eluted with sample buffer (IP), and the fractions were analyzed by Western blotting to detect coprecipitation of HA-tagged Rpa34 (lanes 1–4) or Rpa43 
(lanes 5–8). In the supernatant fractions, we detect full-length HA-Rpa34 and HA-Rpa43 and minor degradation products. Note that Rpa34 and Rpa43 
appear specifically enriched in samples containing affinity-purified GST-Rpa49 compared with GST alone (compare lane 2 with lane 4 for Rpa34; compare 
lane 6 with lane 8 for Rpa43). White lines indicate that intervening lanes have been spliced out.
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proteins, Gno1, a cofactor of the RNA helicase Prp43, and two 
components of the C/D snoRNP complexes Nop56 and Nop58 
were shown to interact with Rpa34 (Beckouet et al., 2008). 
Therefore, the C-terminal domain is involved in the recruitment 
of species-specific binding partners, which are responsible for 
nucleolar targeting.
Pol I transcription influences  
nucleolar morphology
The nucleolus is the largest nuclear domain, the integrity of 
which depends directly on rRNA production (Trumtel et al., 
2000; Hernandez-Verdun et al., 2002). This structure is con-
served in all eukaryotes, and most nuclear steps of ribosome bio-
genesis take place within the nucleolus. In the absence of Rpa34 
and especially Rpa49, nucleolar assembly is severely compro-
mised. Importantly, the altered nucleolar morphology in rpa49-
null strains correlates with a significant reduction in the number 
of ribosomes per cell. When we artificially decreased the number 
of rDNA copies from 190 to 25, in the absence of Rpa49, we ob-
served a partial nucleolar reassembly. Therefore, we propose 
that the initial event required for self-organization of the nucleo-
lus is a spatially constrained rRNA synthesis, which initiates the 
chain of events leading to formation of nucleolar structures.
Function of the Rpa49/Rpa34 heterodimer 
in Pol I transcription
A previous study revealed a close relationship between Rrn3, the 
two heterodimers Rpa49/Rpa34, and Rpa43/Rpa14 (Beckouet 
et al., 2008). The release of the Pol I–specific initiation factor 
Rrn3 during elongation requires Rpa49, despite diametrically 
opposite locations within a single Pol I complex (Beckouet et al., 
2008). While our work was in progress, an elegant structural 
study established that the Rpa49 and Rpa34 heterodimer binds 
DNA and stimulates polymerase-intrinsic RNA cleavage (Geiger 
et al., 2010). We now show that Rpa49 is required to allow con-
tact between adjacent polymerases. 3D modeling of adjacent 
contiguous polymerases gives a hint as to how Rrn3 could be re-
leased. Rrn3 and its interacting partner Rpa43 are in direct con-
tact with Rpa49/Rpa34 of the neighboring enzyme. Indeed, we 
know that mutations of Rpa43 behave as extragenic suppressors 
of the rpa49% phenotype, and Rpa49 and Rpa43 when co-
expressed in E. coli are interacting, arguing for a physical con-
tact between both subunits (Beckouet et al., 2008).
From our model, we propose that adjacent polymerases 
form a head to tail “camel caravan” in which Rpa49 from one 
Pol I molecule is in direct contact with Rpa43 from the neigh-
boring molecule. These interactions determine the distance be-
tween successive Pol I complexes. In the absence of Rpa49, 
adjacent complexes are unable to interact, and this could lead to 
the lack of Rrn3 release (Beckouet et al., 2008) and to the in-
creased distance between polymerases (this study). All of these 
data together strongly suggest that the two Pol I–specific sub-
units Rpa49 and Rpa34 are essential for nucleolar assembly and 
formation of “Pol I caravans,” two unique Pol I features. We 
now need to understand how contacts between adjacent Pol I, 
promoted by Rpa49, could affect yeast nucleolar integrity, im-
pacting on rDNA organization in the nuclear space.
Materials and methods
Yeast strains, plasmid construction, and plasmid-shuffling assays
Yeast strains used in this study are listed in Table S1, and oligonucleotides 
are listed in Table S2. Yeast strains were constructed by meiotic crossing 
and plasmid DNA transformation. S. cerevisiae–null alleles with KanMX4 
insertions were obtained from EUROSCARF and were checked using ad 
hoc PCR amplifications. The Sp-rpa34% gene deletion in S. pombe strain 
BENSP1-1a was performed by homologous recombination using PCR- 
amplified fragments with oligos 746 and 747 with plasmid p29802 as 
template. Sp-Rpa49% (rpa51$) was obtained as previously described 
using plasmid pYN1003usds (Nakagawa et al., 2003). pDONR201 
(Invitrogen), pREP41 (Basi et al., 1993), pRS413, pRS423, pRS425 (Sikorski 
and Hieter, 1989), pVV200, pVV208 (Van Mullem et al., 2003), p29802, 
pUN100-mCherry-NOP1 (mCherry-NOP1) and pASZ11-CFP-NUP49 
(CFP-NUP49; Berger et al., 2008), pFL36-CII, pGID-CII (Berger et al., 
2007), pOG5-RPA34 (Gadal et al., 1997), pENTR-PAF53, pENTR-CAST, 
pENTR-HA-CAST (Panov et al., 2006), pOG1-A34 (Beckouet et al., 2008), 
pENTR-RPA49 (Beckouet et al., 2008), pYN1003usds (Nakagawa et al., 
2003), and pNOY373 (Wai et al., 2000) were previously described. 
pEB5 and pENT-Rpa34DC58 were provided by E. Bertrand and 
F. Beckouët, respectively.
pRS425-PPGK was constructed by ligating the NdeI fragment from 
pVV200 in the SmaI site of pRS425. pCNOD08, a gateway vector that 
allows strong transcription from the TEF1 promoter, was constructed in 
three steps. First, the 1,281-bp XhoI–NcoI fragment of pRS425-PPGK con-
taining promoter PPGK and attR1 lambda recombination site was inserted 
into XhoI and NcoI–digested vector pFSKB3X (GTP technology) to generate 
plasmid pCNOD02. Second, promoter PTEF1 was amplified by PCR using 
oligonucleotides 439 and 440 and yeast ODN1-1a genomic DNA as tem-
plate. The XbaI–XhoI-digested PCR product was cloned into the same site 
of pCNOD02 to generate plasmid pCNOD05. The 1,281-bp NcoI–XhoI 
fragment of pCNOD05 was inserted into pRS425-pPGK digested with 
NcoI and XhoI generating pCNOD08. pRS423-PPGK was constructed by 
subcloning the DraIII–SacI fragment from pRS425-PPGK in the same site of 
pRS423. pCFP-Nup49-His was constructed by ligating the fragment from 
HindIII (filled in with Klenow) to SacI in the SmaI–SacI of pRS413. pREP41-
gat was made a gateway destination vector by ligating the PCR-generated 
fragment using oligos 740 and 741 and pRS425-PPGK as the template, cut 
VspI–XhoI inserted in NdeI–SalI of pREP41. The following plasmids were 
constructed using Gateway technology (Invitrogen): (a) pENTR-Rpa34, by 
a BP reaction with pDONR201 and PCR-generated fragment amplified 
using oligonucleotides 463 and 464 and genomic DNA from S. cerevisiae 
strain ODN1-1a as a template, and (b) pENTR-Sp-Rpa34 and pENTR- 
Sp-Rpa49, by a BP reaction with pDONR201 and PCR fragment generated 
using oligonucleotides 742–743 or 744–745, respectively, and genomic 
DNA from S. pombe strain TG11 as template. pRS425-PPGK-CAST, pRS425-
PTEF1-CAST (Ptef1-CAST), pVV200-CAST, pEB5-CAST (YFP-CAST), 
pRS425-PPGK-HA-CAST, pEB5-PAF53 (YFP-PAF53), pRS423-PPGK-PAF53, 
pRS425-PPGK-PAF53, pVV200-PAF53 (PPGK-PAF53), pRS425-PTEF1-PAF53 
(PTEF1-PAF53), pRS425-Sp-Rpa49, pVV200-Sp-Rpa49, pREP41-Sp-Rpa49, 
pEB5-Sp-Rpa34 (YFP-Sp-Rpa34), pRS425-PPGK-Sp-Rpa34, pVV200-Sp-Rpa34, 
pREP41-Sp-Rpa34, pRS425-PPGK-Rpa49 (2μ-RPA49), pGID-Rpa49, pFL36-
Rpa34, pRS425-pEB5-Rpa34 (YFP-Rpa34), pGID-Rpa34, pRS425-PPGK-
Rpa34DC58 (Rpa34-$C), and pEB5-Rpa34DC58 (YFP-Rpa34$C) were 
obtained by LR reaction between destination vectors and entry vector and 
named according to vectors used. Plasmids pGEX-6P-3, pGEX-6P-3- 
rpa49GST, pet28a-rpa43HA, and pet28a-rpa34HA were used for re-
combinant expression in E. coli and are described for expression.
Complementation was tested using plasmid-shuffling assays. A null 
allele of haploid tester strain is complemented by the corresponding WT 
genes borne on URA3-containing plasmids. Fluoroorotate (FOA) is toxic for 
URA3+ strains (Boeke et al., 1984). FOA is used to apply a strong positive 
selection on cells without plasmids containing WT genes. Complementa-
tion is tested by examining whether plasmids expressing a given cDNA 
could bypass the lethal phenotype, monitored by FOA colonies.
GIM
GIM analysis of RPA34 deletion mutant was performed as described previ-
ously (Decourty et al., 2008). Microarray data were normalized using 
MATLAB (MathWorks, Inc.), and relative enrichments are described in 
Table S3. Genetic interactions of interest were individually confirmed 
by plasmid-shuffling experiments. Deletion mutants of interest from the 
EUROSCARF collection were mated individually with the query strain 
carrying RPA34 deletion tag with NAT marker under the control of the 
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microscope. Wide-field fluorescent images were captured with a micro-
scope (IX-81; Olympus) equipped with a polychrome V monochromator 
and a camera (CoolSNAP HQ; Roper Industries) controlled with Meta-
Morph acquisition software (version 6; Universal Imaging Corp.). Confocal 
microscopy was performed using a Nipkow-disk confocal system (Revolution; 
Andor) installed on a microscope (IX-81), featuring a confocal spinning 
disk unit (CSU22; Yokogawa) and a cooled electron multiplying charge-
coupled device camera (DU 888; Andor). The system was controlled using 
the FAST mode of Revolution IQ software (Andor). Images were acquired 
using a 100× Plan Apo 1.4 NA oil immersion objective and a twofold lens 
in the optical path. Single laser lines used for excitation were diode-
pumped solid-state lasers exciting GFP fluorescence at 488 nm (50 mW; 
Coherent) and mCherry fluorescence at 561 nm (50 mW; Cobolt jive), and 
a bi-bandpass emission filter (Em01-R488/568-15; Semrock) allowed col-
lection of the green and red fluorescence. Pixel size was 65 nm. For quan-
tification of nucleolar volume, z stacks of 41 images with a 250-nm z step 
were used. Exposure time was 200 ms. Digital pictures were processed 
using Photoshop software (version CS3; Adobe).
Electron microscopy and quantitative analysis of Miller spreads
For morphological analysis of nucleoli, budding yeast were cryofixed by 
high pressure freezing (EMPACT; Leica) and cryosubstituted with 0.02% 
OsO4, 0.1% uranyl acetate, and 1% glutamate in acetone for 72 h. Cells 
were embedded in a Lowicryl resin (HM-20) polymerized at 50°C. Sec-
tions of 100 nm were analyzed with a 1,200× electron microscope (Jeol).
Chromatin spreading was performed as described previously with 
minor modifications (Osheim et al., 2009). Carbon-coated grids were 
made hydrophilic by glow discharge instead of ethanol treatment. Depend-
ing on the contrast of the spread chromatin, counterstaining with heavy 
metal can be avoided. Negatively stained chromatin was obtained by 
short incubation with heavy metal followed by quick drying of the sample. 
The positions of polymerases and rDNA fiber were determined by visual 
inspection of micrographs using ImageJ (National Institutes of Health). Digi-
tal pictures were processed using Photoshop.
Simulated distances and 3D modeling
We estimated experimental measurement errors of 2 pixels of systematic 
bias and 2 pixels of random error, with a pixel size of 3 nm. Random and 
simulated distances between adjacent polymerases were determined as-
suming 185 possible Pol I positions on a single rDNA gene (12 nm for 
each polymerase distributed along a 2.22-μm-long gene). Measurement 
error was added to each distance, random noise being approximated 
using the normal law of 5 nm of variance. Each random and simulated data-
set corresponds to 100 genes with 142, 62, or 36 polymerases per gene 
for 25 copy, 190 copy WT, and 25 copy strains bearing rpa49%, respec-
tively. Distances were generated using MATLAB. Fitting of atomic coordi-
nates into electron microscopy density maps, modeling of two successive 
elongating Pol I molecules, and image creation were performed using 
University of California San Francisco chimera (Pettersen et al., 2004).
Online supplemental material
Table S1 lists yeast strains used in this study. Table S2 lists oligo-
nucleotides used in this study. GIM analysis of RPA34 deletion mutant 
was performed as described previously (Decourty et al., 2008). On-
line supplemental material is available at http://www.jcb.org/cgi/ 
content/full/jcb.201006040/DC1.
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MF(ALPHA)2/YGL089C promoter (prMFA2) that allowed selectivity for 
MATA haploid cells (Decourty et al., 2008). The strain also contains the 
complementing plasmid pGID-RPA34 that allows expression of Rpa34 
under the control of its own promoter terminator and carrying HPH and 
klURA3 markers. Diploids were selected on YPD medium complemented 
with hygromycin and G418. Double mutants were generated by sporula-
tion of diploids on RSS media and selection on YPD complemented with 
hygromycin, G418, and ClonNat.
Immunoprecipitation, sucrose gradient, antibodies, and pulse-field gel 
electrophoresis (PFGE)
Immunoprecipitation of Rpa190 with coexpressed CAST and PAF53 was 
performed as described previously (Galy et al., 2004). In brief, yeast cells 
were lysed by French press in buffer A (10 mM Hepes, pH 7.5, 150 mM 
KCl, 1.5 mM MgCl2, 1 mM DTT, 1 mM PMSF, 0.1% Triton X-100, 10 μg/ml 
leupeptin, and 10 μg/ml pepstatin). The lysates were centrifuged at 
15,000 g for 30 min at 4°C. TAP-tagged Rpa190 was purified using IgG 
Sepharose, and bound fractions were eluted with acid elution. Isolation of 
ribosomes under low salt conditions by sucrose gradient centrifugation was 
performed as previously described (Gadal et al., 2002). In summary, cells 
were harvested and lysed by vortexing with glass beads in buffer contain-
ing 10 mM Tris-HCl, pH 7.5, 100 mM NaCl, 30 mM MgCl2, and 0.35 mM 
cycloheximid. Nuclei and cell debris were pelleted by centrifugation at 
14,000 g for 5 min at 4°C. Ribosomal subunits were separated by centrifu-
gation for 12 h at 100,000 g in a SW40 rotor at 4°C on a 10–40% su-
crose gradient prepared in the lysis buffer. Immunoprecipitation of Pol I 
dimers from diploid yeast strain bearing Rpa190-HA and Rpa190-Myc 
(BEN24) was derived from chromatin immunoprecipitation procedures. 
Exponentially growing cells were treated with formaldehyde 1% final con-
centration during 15 min. Cell were lysed using glass beads in Precellys24 
(Precellys). Soluble material was discarded, and chromatin pellet was re-
covered after 3,500 g centrifugation for 5 min. Chromatin was resus-
pended, sheared using sonication, then treated with 20 U RQ1 DNase 
(Promega) for 100 μl of extract for 30 min at 37°C. Pol I Immunoprecipita-
tion from such chromatin fraction was performed as described previously 
(Galy et al., 2004). Antibodies used were anti-HA (12CA5; Babco), anti-
Myc (9E10.3; Santa Cruz Biotechnology, Inc.), anti-PAF53 (P95220; BD), 
and anti-Nhp2 (Henras et al., 2001). The monoclonal antibody 72B9 (pro-
vided by J. Cavaillé, University of Toulouse, Toulouse, France) was pro-
duced and characterized as an anti-fibrillarin antibody cross-reacting with 
the budding yeast Nop1 (Reimer et al., 1987). PFGE was performed using 
CHEF-DRIII (Bio-Rad Laboratories). Budding yeast chromosomes were sepa-
rated in a 1% agarose gel using a 87–162 switch time ramp at an in-
cluded angle of 120° during 24 h at 6 V/cm. Southern hybridization was 
performed using a 3.5-kb NcoI–NcoI fragment from pNOY373 (Wai et al., 
2000) as an rDNA probe, labeled by random priming (Megaprime DNA 
labeling system; GE Healthcare).
Expression of GST-Rpa49 and Rpa43 and Rpa34 in E. coli
Genes encoding Rpa43 and Rpa34 were cloned into the pET28a vector, 
harboring the kanamycin-resistance marker. These genes were amplified 
from genomic DNA with the primers 804–805 and 806–807, respectively, 
adding a C-terminal tag HA before inserting them into pET-28a (EMD) at 
site NcoI–BamHI. pGEX-6P-3 (GE Healthcare) harboring the ampicillin- 
resistance marker was used for GST expression. The Rpa49 gene was 
cloned into the pGEX-6P-3 vector, harboring the ampicillin-resistance marker 
and allowing N-terminal tagging with GST. For coexpression, the E. coli 
BL21 (Agilent Technologies) was transformed with (a) pGEX-6P-3-rpa49GST 
plus pet28a-rpa43HA, (b) pGEX-6P-3-rpa49GST plus pet28a-rpa34HA, (c) 
pGEX-6P-3 plus pet28a-rpa43HA, or (d) pGEX-6P-3 plus pet28a-rpa34HA. 
Transformed strains were inoculated in 0.2 liters of minimal medium plus 
ampicillin kanamycin with 0.01 overnight culture and grown to an OD600 
of 0.6 at 37°C, and production of recombinant proteins was induced for 
3 h at 37°C with 0.1 mM isopropyl-D-thiogalactopyranoside. Purification of 
GST-tagged proteins was performed as described previously (Künzler and 
Hurt, 1998). The E. coli cell pellet was resuspended in 1% PBS buffer Triton 
X-100, and cells were lysed by sonication. The supernatant was incubated 
with 100 μl glutathione Sepharose 4B (Amersham), the beads were washed 
with lysis buffer, and the proteins bound to the beads were eluted with sam-
ple buffer. GST and GST-Rpa49 expression were confirmed by SDS-PAGE 
followed by Coomassie staining. Detection of Rpa43-HA and Rpa34-HA 
was achieved by Western blotting using HA peroxydase (Roche).
Fluorescent microscopy
After centrifugation, yeast cells were resuspended in synthetic complete 
medium (DIFCO), mounted on a slide, and observed in the fluorescence 
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Table S1. Yeast strains used in this study
Strain Genotype Source
S. cerevisiae
 BY4741 MATa his3%1 leu2%0 met15%0 ura3%0 EUROSCARF
 BY4742 MATalpha his3%1 leu2%0 lys2%0 ura3%0 EUROSCARF
 ODN1-1a MATa his3%1 leu2%0 met15%0 ura3%0 trp1%0 This study
 TMS1-1A MATa his3-%1, leu2-%0, C, ura3-%0, ade2-801, lys2-801,LYS2::TETR-GFP,  
nup49-%::HPH-MX6 + pASZ11-NUPNOP(GFP-NUP49 mCherry-NOP1)
This study
 BEN18-1a MATa his3-%1, leu2-%0, C, ura3-%0, ade2-801, lys2-801, LYS2::TETR-GFP,  
nup49-%::HPH-MX6 rpa34%::kanMX4 + pASZ11-NUPNOP(GFP-NUP49 mCherry-NOP1)
This study
 BEN19-1A MATa his3-%1, leu2-%0, C, ura3-%0, ade2-801, lys2-801, LYS2::TETR-GFP,  
nup49-%::HPH-MX6 rpa49%::kanMX4 + pASZ11-NUPNOP(GFP-NUP49 mCherry-NOP1)
This study
 NOY1071 MATa leu2-3,112 ura3-1 his3-11 trp1-1 ade2-1 can1-100 fob1D::HIS3  
rDNA copy number 25
Machín et al., 2006
 NOY1064 MATa leu2-3,112 ura3-1 his3-11 trp1-1 ade2-1 can1-100 fob1D::HIS3  
rDNA copy number 190
Machín et al., 2006
 BEN20-1A MATa leu2-3,112 ura3-1 his3-11 trp1-1 ade2-1 can1-100 fob1D::HIS3 rpa49::kanMX4  
rDNA copy number 25
This study
 BEN21-1A MATa leu2-3,112 ura3-1 his3-11 trp1-1 ade2-1 can1-100 fob1D::HIS3 rpa49::kanMX4  
rDNA copy number 190
This study
 RPA49D::KAN MATalpha, his3%1 leu2%0 ura3%0 met15%0 rpa49%::kanMX4 This study
 RPA34$::KAN MATa his3%1 leu2%0 met15 ura3%0 lys2%0 YJL148W% -KAN-MX This study
 rpa135-D395N ura3 trp1 his3 lys2-801 ade2D ade3D leu2-3,112 rpa135-D395N rpa34D::HIS3 //  
+ pOG1-A34 (ADE3 URA3 RPA34)
Beckouet et al., 2008
 BEN24 MATa/MATalpha his3%1/his3%1 leu2%0/leu2%0 met15%0/MET15 LYS2/lys2%0  
ura3%0/ura3%0 RPA190-HA::kanMX4/ RPA190-Myc::kanMX4
This study
 BEN25 MATa/MATalpha his3%1/his3%1 leu2%0/leu2%0 met15%0/MET15  




 T611 ade6-M210 ura4-D18 leu1-32, mating type h Pelloquin et al., 1999
 T612 ade6-M210 ura4-D18 leu1-32, mating type h+ Pelloquin et al., 1999
 BENSP1-1A ade6-M210 ura4-D18 leu1-32, rpa34::kan-MX4 This study
 BENSP2-1A ade6-M210 ura4-D18 leu1-32, rpa51::URA4 This study
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Table S3, showing relative enrichment of each detected yeast ORF deletion, is provided as an Excel file.












Rpa34sp-kan-for 746 5-TACCTACGTTGTGACCCACAAGCTCACCAGAGCAAAATACAGGTACGCTT  
GCAAAATTTCACTTTAAATTCTACTGGGGCGTAAAACGACGGCCAGT-3
Rpa34sp-kan-for 747 5-TTGCGTTTCCAGCAACCTTACAAATTCTAAAACAAACCGTTGATG  
CAGATTTTTGTTCTAAAATATTTAACAATTTCCCCAGGAAACAGCTATGACCATG-3
GEX_49_for 802 5-TCCCCCCGGGccATGTCCGTGAAAAGGTCTGTTTCTGAAATCGAAATTGAAAGTGTTCAAGATCAACCCTC-3
GEX_49_rev 803 5-AAAACCGCTCGAGATCGATCGATCTAACGTCTTGGA  
CCTCTTCCTCTTCTTGTCATTTCAGGTAGCTTAAATGGA-3
Pet28_34_for 804 5-TTCATGCCATGGGTATGTCCAAGCTTTCGAAAGATT  
ACGTATCAGATTCAGACTCTGATGATGAAGTGATATCAA-3
Pet28_34_rev 805 5-CGCGGATCCGCGCCGATCGGCTACTAAGCGTAATCTGGAA  
CATCGTATGGGTAAGCATCTCTATGTTTCTTTTTCTTATCCTTTTTATCCTTCTTCTCCC-3
Pet28_43_for 806 5-TTCATGCCATGGGTATGTCACAAGTAAAAAGAGCCAA  
TGAGAACCGCGAAACCGCAAGGTTCATCAAGAAACACA-3
Pet28_43_rev 807 5-CGCGGATCCGCGCCGATCGGCTAAGCGTAATCTGGAACATCGTAT  
GGGTAAGCATCACTATCACTCGATTCACCATCATTGCTTTCACTGGTGTTTTCCT-3
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I-4 Discussion Publication 2011 
I-4-a-Rpa49-∆ une souche de choix pour étudier l’élongation de l’ARN pol I
Dans mon introduction, nous nous sommes attelés à décrire des facteurs de 
transcription potentiellement impliqués dans l’élongation. Cette phase de la 
transcription en comparaison avec l’initiation et la terminaison fut longtemps la moins 
étudiée dans le cas du fonctionnement de l’ARN pol I. Il semblerait néanmoins que 
l’élongation soit maintenant largement considérée puisque deux études publiées les 
mois derniers viennent étoffer la liste des facteurs d’élongations communs entre 
l’ARN pol II et l’ARN pol I (Beckouet et al., 2011; Lepore and Lafontaine, 2011). Les 
mécanismes régissant l’élongation de l’ARN pol I sont donc des mécanismes en 
pleine exploration (pour revue Albert et al. 2011 présentée en annexe).
Au cours de notre étude, nous avons étudié des mutants ou des protéines 
impliquées dans l’élongation de l’ARN pol I. Nous nous sommes principalement 
appuyés sur l’utilisation du mutant de l’élongation rpa49-∆ pour étudier ces 
phénomènes. Durant ma thèse, d’autres équipes de recherches et notamment David
Schneider et ses collaborateurs ont cherché des liens génétiques avec RPA49 pour 
identifier des facteurs d’élongation de l’ARN pol I (Anderson et al., 2011; Schneider 
et al., 2006; Zhang et al., 2010). L’utilisation du mutant d’élongation rpa49-∆ est donc 
un bon candidat pour identifier de nouveaux facteurs. Il serait intéressant de 
rechercher par une approche génétique globale de nouveaux suppresseurs et 
synthétique létaux de RPA49 pour identifier des facteurs impliqués dans l’élongation 
par l’ARN pol I. Cette démarche a déjà été initiée au sein de notre laboratoire.  
Dans la même optique d’identifier de nouveaux facteurs d’élongation, l’utilisation des 
souches ne contenant que 25 copies pourrait également s’avérer très utile. Son 
utilisation permet de se placer dans des conditions où l’ARN pol I se doit d’être 
hautement efficace, et donc très sensible à des défauts impliquant l’étape la plus 
longue de la transcription, l’élongation. Dans ce contexte génétique singulier, on peut 
supputer qu’une altération du processus d’élongation, induite par l’absence d’une 
protéine, aura des conséquences sur la croissance qui n’auraient pas été révélées 
dans un contexte sauvage. Cette souche à 25 copies a d’ailleurs une sensibilité 
accrue au mycophénolate (Hontz et al., 2008). De plus, un atout majeur de cette 
souche est qu’elle permet de limiter les phénomènes d’adaptation autorisés par la 
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plasticité du système transcriptionnel de l’ARN pol I. En effet, l’étude de ces facteurs 
d’élongation dans le cas de l’ARN pol I est souvent contrariée par des phénomènes 
d’expansion des répétitions des gènes d’ADNr ou par un changement du ratio entre 
copies ouvertes et fermées. Dans une 25 copies les gènes seront tous sous forme 
activée et le nombre de copies ne peut pas varier. Ces différents paramètres vont 
faciliter la caractérisation d’un facteur d’élongation et l’interprétation des phénotypes 
observés. L’utilisation de cette souche et de la souche mutante rpa49-∆ pourra 
permettre d’identifier de nouveaux facteurs. 
I-4-b-Contact entre ARN pol I 
Dans notre étude nous avons montré l’importance des deux sous-unités spécifiques 
de l’ARN pol Iet proposé un modèle permettant de réconcilier les différentes données 
de la littérature pouvant apparaître contradictoires. Nous avons proposé que Rpa49 
faciliterait les contacts entre deux ARN pol I adjacentes sur le locus d’ADNr en 
transcription et permettrait le relargage de Rrn3 (notre étude). Pour construire ce 
modèle, nous nous sommes appuyés sur les données structurales issues du travail 
de l’équipe de Cramer en 2007, décrivant le positionnement des sous unités Rpa34 
et Rpa49 dans une position opposé à la plate-forme de fixation de Rrn3 (Kuhn et al., 
2007). Par des approches in vitro, nous avons montré la possibilité d’une interaction 
entre Rpa43 et Rpa49 qui permettrait le relargage de Rrn3. De plus, par co-
immunoprécipitation nous avons montré l’existence d’interactions entre des ARN pol 
I en transcription. Dans l’avenir, il serait intéressant de tester différents mutants de 
l’allèle RPA49 pour établir quels sont les domaines nécessaires à l’interaction de 
Rpa49 avec Rpa43 entre 2 ARN polymérases adjacentes. La présence ou l’absence 
de contact pourra être tester par co-immunoprécipitation et par FRET en étiquetant 
les sous unités Rpa49 et Rpa43. De plus, les informations structurales qui sont 
maintenant à notre disposition grâce aux publications de l’équipe de Patrick Cramer 
pourraient nous permettre de cibler plus facilement les régions qui pourraient être 
potentiellement requises pour établir cette interaction (Geiger et al., 2010; Kuhn et 
al., 2007).
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II- Rôle et conservation évolutive des protéines HMGB sur la 
transcription par l’ARN pol I.
II-1- préambule Publication
Comme nous l’avons évoqué en introduction, la surexpression de la protéine Hmo1 
permet de corriger le phénotype de cryosensibilité causé par l’absence de Rpa49. 
Les deux publications décrites précédemment dans cette thèse ont montré que 
l’absence de Rpa49 entraine un défaut d’élongation et la désorganisation complète 
du nucléole qui peut être partiellement corrigée par une réduction du nombre de 
copies de l’ ADNr. De plus, la déplétion de Rpa49 s’accompagne d’une augmentation 
significative de la distance entre deux ARN pol I adjacentes sur chaque gène ADNr. 
En s’appuyant sur ces connaissances, nous nous sommes servis du mutant rpa49-∆
dans l’objectif de comprendre le rôle de la protéine HMGB Hmo1 sur l’ADNr mais 
aussi de la protéine humaine UBF, toutes deux connues pour être présents sur la 
séquence codante des gènes d’ADNr. 
Dans cette publication, les étalements de Miller et les photographies de microscopie 
électronique ont été réalisés par Isabelle Léger Silvestre. Maxime Berthaud a aussi 
contribué à caractériser et à quantifier les arbres de Miller. Christine Colleran a 
réalisé le travail sur l’expression et la localisation d’Hmo1 lorsqu’elle est exprimée 
chez l’humain dans le laboratoire de Brian McStay. Achim Griesenbeck a apporté 
son expertise concernant les expériences de “psoralen cross linking” que j’ai 
réalisées. Enfin, Axel Berger a initié cette étude en clonant UBF et en l’exprimant 
chez la levure S. cerevisiae.
Hmo1 chez S. cerevisiae et UBF1 chez l’Homme sont des protéines chromatiniennes
non-histones qui se lient à l'ADNr. Dans cette étude nous avons montré la 
conservation fonctionnelle de ces protéines et découvert un équivalent chez S.
pombe. Nous avons montré qu’une surexpression de ces protéines peut améliorer le 
fonctionnement de l’ARN Pol I et influencer la morphologie du nucléole. Une des 
difficultés de ce projet résidait dans le fait que ces protéines assurent plusieurs 
fonctions cellulaires et qu’elles se fixent sur les régions d’ADNr qui sont répétées et 
hétérogènes. Nous avons réussi en utilisant des versions tronquées de ces protéines 
à découpler différentes fonctions d’Hmo1 et par l’utilisation des souches avec un 
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nombre de copies d’ADNr réduit à étudier spécifiquement la chromatine des gènes 
actifs. Nos résultats suggèrent que la fonction conservée de ces protéines serait de 
maintenir une structure et une topologie de l’ADNr permissive sur la région la plus 
transcrite du génome.  
II-2- Publication 
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2Abstract
Production of large ribosomal RNAs (rRNAs) by RNA polymerase I (Pol I) is limiting for 
proliferation and growth in most eukaryotic cells. In this study, we addressed the functional 
conservation of HMGB proteins, containing High Mobility Group Box motifs in transcription 
of Pol I. Using heterospecific complementation assays in Saccharomyces cerevisiae, we 
demonstrated that the three HMGB proteins Hmo1 (S. cerevisiae), UBF1 (human), and the 
newly identified SpHmo1 (S. pombe) are localized in the nucleolus and all rescue the growth 
phenotype of the Pol I mutant, rpa49-Δ. Thus we suggest the name HMGB-P for HMGB 
proteins regulating Pol I for this group of factors. HMGB-Ps are not fully interchangeable 
because they also acquired species-specific functions. Hmo1 co-localizes with UBF when co-
expressed in human cells, but depletion of UBF is not functionally rescued by Hmo1 
expression. Conversely, Hmo1 stimulation of ribosomal protein genes expression in budding 
yeast is not achieved by UBF1. Our results suggest that these HMGB-P factors are universally 
able to stimulate elongation by specifying a chromatin status of rRNA genes permissive for 
transcription.
3Introduction
Cell growth requires a large amount of protein synthesis. Since the ribosome is the molecular 
machine making proteins, ribosome production may be regarded as the “house building” 
function of the cell (Lempiainen & Shore, 2009). Ribosome biogenesis involves the 
coordinated regulation of the three nuclear RNA polymerases, to produce four ribosomal 
RNAs (rRNAs). These are assembled with ribosomal proteins (RPs) and represent at least 
80% of cellular RNA. RNA polymerase I (Pol I) synthesizes a large polycistronic 35S rRNA 
which is processed to generate the three large rRNAs: 25S, 18S and 5.8S. RNA polymerase 
III (Pol III) produces 5S rRNA. RNA polymerase II (Pol II) transcribes 80 genes encoding 
RPs and over 200 genes coding for trans-acting factors involved in ribosome assembly. In this 
exquisitely complex process, transcription by Pol I is thought to be the major rate-limiting 
step in ribosome production (Moss & Stefanovsky, 2002). 
The essential components of the Pol I transcription machinery have now been identified in all 
major groups from yeast to vertebrates. Pol I consists of fourteen subunits. Each subunit 
except for Rpa14, is conserved from yeast to humans, (Beckouet et al, 2008; Panov et al, 
2006b). During initiation, Pol I, Rrn3 (TIF-IA in mammals), and TFIIH are recruited to 
transcription factors bound to the promoter (Grummt, 2003; Iben et al, 2002). Rrn3 and TFIIH 
are conserved from yeast to humans (Iben et al, 2002). Complexes bound to rRNA coding 
genes (rDNA) promoters are more divergent. In mammals, the promoter specificity is 
conferred by TIF-IB/SL1 complex and stabilized by the upstream binding factor (UBF) (Bell 
et al, 1988). SL1 is a protein complex containing TATA-binding protein (TBP) and four TBP 
associated factors (TAFs) that are required for Pol I activity (Gorski et al, 2007; Russell & 
Zomerdijk, 2005). SL1 is required for rRNA transcription. In S. cerevisiae, the promoter-
bound complex comprises two components: the three-subunit Core Factor (CF) and the 
4Upstream Activating Factor (UAF). CF is functionally related to TIF-IB/SL1 and binds 
directly to the core promoter domain. This factor is essential for transcription (Keys et al, 
1994; Nomura, 2001). Despite the confusing nomenclature, UAF and UBF are unrelated, and 
have very different activities in vivo. UAF is made of the histones H3 and H4 (Keener et al, 
1997) and four other polypeptides. It strongly enhances the binding of CF to the promoter via
TBP (Siddiqi et al, 2001). 
In vertebrates, UBF has been linked to Pol I regulation. UBF has two splicing variants, UBF1 
and UBF2, generated from a single transcript (O'Mahony & Rothblum, 1991). Both can bind 
to the rDNA promoter, UBF1 being a more potent activator (Kuhn et al, 1994). UBF1 
interacts directly with the Pol I subunit PAF53 (Hanada et al, 1996; Schnapp et al, 1994) and 
stimulates Pol I at several steps of the transcription cycle. It has been reported to act in the 
recruitment of SL1 (Friedrich et al, 2005), in the formation of the preinitation complex 
(McStay et al, 1991), and in regulating promoter escape (Panov et al, 2006a). UBF binding 
extends from the promoter region to the entire transcribed region (O'Sullivan et al, 2002; 
Sanij & Hannan, 2009). Through its direct binding to the transcribed region, UBF can regulate 
Pol I elongation (Stefanovsky et al, 2006). Tandem arrays of a heterologous DNA sequence 
with high affinity for UBF introduced into human chromosomes formed pseudo-NORs 
(nucleolar organizer regions) (Mais et al, 2005). Association of UBF with pseudo-NORs 
induced chromatin decondensation, and the recruitment of the Pol I machinery (Mais et al, 
2005). rDNA are organized in tandem repeats, of which less than 50% are actively 
transcribed. Pol I activity is controlled by both transcription rate per gene and the number of 
active genes. Recent reports have demonstrated that UBF can also regulate the number of 
active rRNA coding genes (Sanij & Hannan, 2008). 
Despite the central regulatory function of UBF, a clear counterpart in yeasts is yet to be 
5identified. UBF1 contains six high mobility group (HMG) boxes, and via the first three HMG 
boxes, it binds and kinks the DNA (Stefanovsky et al, 2001). Revealing a tight genetic 
interaction with the specific Pol I subunit Rpa49, we previously identified Hmo1, a yeast 
HMG-box protein, as a bona fide Pol I transcription factor (Gadal et al, 2002). Rpa49 is 
implicated in recycling of Rrn3 after initiation and stimulating the elongation step in vivo
(Albert et al, 2011; Geiger et al, 2010). In vitro studies have shown that the presence of Rpa49 
on Pol I stimulates elongation (Kuhn et al, 2007). Deletion of HMO1 in the rpa49Δ strain 
causes lethality whereas overexpression of Hmo1 suppresses the growth phenotype of rpa49Δ
(Gadal et al, 2002). Like UBF1, Hmo1 is mostly a nucleolar protein, bound to rDNA and 
implicated in Pol I transcription. UBF and Hmo1 have also been linked to the TOR pathway, 
connecting the regulation of Pol I activity to nutrient signals (Berger et al, 2007; Lempiainen 
& Shore, 2009).
The known functions of UBF are mainly restricted to Pol I transcription, whereas Hmo1 is 
clearly a protein involved in different processes. Plasmid stability is reduced in HMO1-
deficient mutants (Lu et al, 1996), and both spontaneous and UV-induced mutation 
frequencies increase (Alekseev et al, 2002). Hmo1 together with Top2 suppresses 
chromosome fragility during the S phase to preserve genome integrity (Bermejo et al, 2009). 
Furthermore, Hmo1 binds ribosomal protein gene (RPG) promoters and regulates their 
expression (Berger et al, 2007; Hall et al, 2006b; Kasahara et al, 2007). It also interacts with 
TFIID and localizes to the Pol II transcription start site (Kasahara et al, 2008). 
In the present study, we directly addressed the functional conservation of HMGB proteins in 
Pol I transcription by heterospecific complementation. When expressed in budding yeast, 
human UBF1 and UBF2 are localized to the nucleolus, and UBF1 but not UBF2 can rescue 
lethality in rpa49Δ hmo1Δ double mutants. Biochemical studies of Hmo1-mapped domains 
6are required for dimerization, DNA binding and bending (Xiao et al, 2010). Since budding 
yeast Hmo1 and UBF1 N-terminal domains share a similar organization, we could define a 
common core required for stimulation of Pol I. Using this core domain, we then identified a 
Sp-Hmo1 ortholog in fission yeast. With three HMGB proteins behaving as bona fide Pol I 
activators, we used deletion analysis to define a conserved domain required for Pol I 
stimulation. Without this conserved domain, Hmo1 can stimulate RPG expression but not Pol 
I transcription. Finally, using a mutant background in which all rRNA genes are active, we 
showed that the three HMGB proteins could stimulate Pol I elongation most likely by 
inducing the remodeling of the rDNA gene topology. 
7RESULTS
UBF1 is nucleolar and functionally substitutes Hmo1 when expressed in yeast 
To determine whether the yeast Pol I factor, Hmo1, and the major human Pol I regulator, 
UBF, have similar functions in vivo, we used a yeast strain to express two UBF splicing 
variants, UBF1 and UBF2. YFP-UBF1 and YFP-UBF2 were expressed in a yeast strain 
bearing two fusion proteins, the nucleolar mRFP-Nop1 (the yeast ortholog of fibrillarin), and 
Hmo1-CFP, which maps to the rDNA. Hmo1 is associated with rDNA, and is located at the 
nucleolar/nucleoplasmic interface only partly overlapping with Nop1 (Gadal et al, 2002). 
Upon expression of YFP-UBF1 or YFP-UBF2, Hmo1-CFP and mRFP-Nop1 appear co 
localized in vivo (Figure 1A upper panel; YFP-UBF2 not shown). This co-localization was 
unexpected, but could be the result of UBF1 expression in yeast. In contrast, when YFP-
UBF1 is not expressed mRFP-Nop1 and Hmo1-CFP only partially overlap (Figure 1A lower 
panel).
To test a functional complementation of Hmo1 by UBF1, we expressed untagged human 
UBF1 and UBF2 in a hmo1Δ mutant background growing slowly at 25°C. No significant 
rescue of the growth defect of hmo1Δ at 25°C could be observed, showing that neither UBF1 
nor UBF2 can substitute fully for Hmo1 in vivo (data not shown). 
Hmo1 directly interacts with the region transcribed by Pol I as well as with a subset of Pol II 
promoters of RP genes (Berger et al, 2007; Hall et al, 2006a; Kasahara et al, 2007). The 
absence of Hmo1 becomes lethal when combined either with mutations in components of Pol 
I transcription machinery (rpa49Δ) or with a specific ribosomal protein gene deletion 
(rps23AΔ). We examined whether expression of UBF1 or UBF2 can rescue the lethality of 
these two double mutant strains. None of the two proteins could suppress the lethality of the 
hmo1Δ rps23AΔ mutant background, and only UBF1 expression restored growth of the 
8hmo1Δ rpa49Δ double mutant (Figure 1B; see also Figure 6A). Furthermore, only untagged 
UBF1 protein could rescue the growth phenotype when expressed in hmo1Δ rpa49Δ cells 
(data not shown). 
These results show that although UBF1 cannot fully recapitulate Hmo1 function, its 
expression restores growth in a RPA49 deletion mutant in the absence of Hmo1. 
UBF1 N-terminal domains and Hmo1 are structurally conserved 
Hmo1 and UBF1 share a low sequence similarity but both can rescue viability of a double 
mutant hmo1Δ rpa49Δ. The organization of Hmo1 into three domains has been previously 
described (Figure 2A); box A is a poorly conserved HMG box which can potentially behave 
as a dimerization motif, box B is a conserved HMG box, and box C is a highly charged motif 
involved in DNA bending (Xiao et al, 2010). The domain organization of UBF1 is well 
established with an N-terminal dimerization domain (UBF-D), five conserved HMG boxes 
(with the first being the most canonical), followed by a charged C-terminal motif (Schnapp et 
al, 1994). Together with the alignment of the amino acid sequences from the most conserved 
HMG boxes (Hmo1 box B and UBF box 1) in both proteins (Gadal et al, 2002), Hmo1 and 
UBF1 appear to share a similar organization within the first 260 amino-acids, with a 
dimerization motif, a conserved HMG box, and a conserved domain spanning box C (see 
Figure 6B). To compare the functions of the Hmo1 and UBF1 domains, we analyzed the 
growth phenotype of different mutants. We expressed truncated forms of UBF1: UBF-box1 
and UBF-box1-2 (Figure 2A). Both proteins localized in the yeast nucleolus (Figure 2B) but 
only UBF-box1-2 could rescue growth in the hmo1Δ rpa49Δ background (Figure 2C). Box A 
of Hmo1 is defined as a degenerated HMG box motif. We swapped the box A of Hmo1 with 
the dimerization motif of UBF (Figure 2 D). To evaluate the functionality of this chimeric 
9UBF/Hmo1 (Chim-hmo1) on both Pol I machinery and Pol II promoters, it was expressed in 
hmo1Δ rpa49Δ and hmo1Δ rps23aΔ backgrounds. Expression of Chim-hmo1 rescued the 
growth phenotype in both mutants (Figure 2D). Thus, the N-terminal domain of UBF1 
encompassing the dimerization domain and the first two HMG boxes can functionally 
complement the growth phenotype of a hmo1Δ rpa49Δ strain. 
Budding yeast Hmo1 expression in human cells 
We showed that UBF1 expression in yeast restores rpa49Δ hmo1Δ viability. To study the 
functional conservation of Hmo1 and UBF1 in more detail, we introduced an Hmo1 
expression plasmid into the HT1080 human-cell line. When expressed, Hmo1 mostly co-
localized with UBF in nucleoli with a low nucleoplasmic signal (Figure 3A). Like UBF, 
Hmo1 is concentrated on nucleolar organizing regions (NORs) on metaphase chromosomes 
(Figure 3A) (Roussel et al, 1993). Since rDNA transcription is reduced or even stopped during 
mitosis of mammalian cells (Hernandez-Verdun et al, 2002), this observation suggests that 
like UBF, Hmo1 associates with ribosomal gene chromatin even in the absence of Pol I 
transcription (Roussel et al, 1993; Wittner et al, 2011). To further illustrate this point, we next 
expressed Hmo1 in a cell line (3D-1) bearing a pseudo-NOR (Mais et al, 2005). On 
immunofluorescence imaging, pseudo-NORs appear as novel sub-nuclear bodies, distinct 
from nucleoli. They sequester a significant fraction of many components of the Pol I 
transcription machinery, including UBF. Pseudo NORs lack Pol I promoter sequences, and are 
therefore transcriptionally silent and do not recruit RNA binding factors such as nucleolin or 
fibrillarin. When expressed at low levels in 3D-1 cells, Hmo1 is concentrated in pseudo-NORs 
(Figure 3A), providing further evidence that Hmo1 can be recruited directly to ribosomal gene 
chromatin in human cells. 
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UBF is essential for cellular growth and proliferation, as shown by shRNA-mediated 
depletion (Figure 3B). A growth arrest phenotype is observed upon activation of a tetracycline 
inducible shRNA targeting both UBF1 and UBF2 in the human cell line HT1080. By 
introduction of a tetracycline inducible Hmo1 expression vector, we could simultaneously 
ablate UBF expression and induce Hmo1 expression (Figure 3B). In this context, we observed 
that Hmo1 cannot overcome the growth arrest associated with UBF depletion (Figure 3C). 
This shows that UBF fulfills specific functions that cannot be complemented by Hmo1 
expression.
Using complementation assay in human cells, Hmo1 is shown to co-localize with UBF in
vivo, but it cannot recapitulate UBF function. UBF has multiple roles in the Pol I transcription 
cycle, at the initiation step of rDNA transcription, and during elongation (Panov et al, 2006a; 
Stefanovsky et al, 2006). Using complementation assay in budding yeast, both UBF1 and 
Hmo1 could stimulate the Pol I machinery. In conclusion, UBF1 and Hmo1 are not 
interchangeable, but may share a conserved ancestral function in Pol I transcription. 
An HMGB protein stimulates Pol I transcription in S.pombe
We next aligned the consensus region shared by Hmo1 and the UBF1 N-terminus with the 
Schizosaccharomyces pombe protein database to investigate whether HMGB proteins play a 
role in Pol I transcription also in this organism. We identified four HMGB proteins on the 
basis of their sequence similarity with Hmo1 and UBF1 Box1-2. We first expressed each of 
those four proteins in fusion with YFP in S. cerevisiae. Only SPBC28F2, hereafter called Sp-
Hmo1, is concentrated to the nucleolus (Figure 4A). We next expressed the four untagged 
proteins in S. cerevisiae hmo1Δ rpa49Δ double mutant (Figure 4B). Only Sp-Hmo1 restored 
growth of the double mutant. As observed for heterologous expression of UBF1 or UBF2, 
expression of Sp-Hmo1 did not rescue lethality in a hmo1Δ rps23aΔ background (Figure 6A). 
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This heterospecific complementation assay suggests that Sp-Hmo1 is a Pol I transcription 
factor.
We next tested whether Sp-Hmo1 influences Pol I activity in S. pombe. HA-tagged Sp-Hmo1 
was detected by immunofluorescence in wild-type (WT) S.pombe; the fluorescent signal was 
concentrated in the nucleolus, as indicated by co-localization with Gar2, an abundant 
nucleolar protein (Figure 5A). In contrast with HMO1 in S. cerevisiae, deletion of Sp-HMO1 
in S. pombe did not affect growth (data not shown). 
In S. cerevisiae, Hmo1 is required for growth at 25°C, and an hmo1Δ mutant strain 
accumulates unprocessed 35S rRNA suggesting an rRNA processing defect (Hall et al, 
2006a). We analyzed the effect of Sp-HMO1 deletion on ribosome biogenesis in S.pombe.
Using northern blot analysis to assess the steady-state content of ribosomal RNA precursors in 
Sp-hmo1Δ mutant cells and in WT cells, we observed a depletion of the two earliest 
precursors, 35S and 32S rRNA, but detected no or mild effect on other downstream precursors 
(27SA, 27SBL 27BS, and 20S rRNA) (Figure 5B). Therefore, Sp-Hmo1 is required for normal 
accumulation of early rRNA precursors, but not for further rRNA processing. 
In S. cerevisiae, Hmo1 is essential in the absence of Rpa49 and its over-expression suppresses 
the rpa49Δ growth defect at 25°C (Gadal et al, 2002). We tested whether this genetic link is 
conserved in S. pombe. The ortholog of the budding yeast Rpa49 is Rpa51 in S. pombe, and is 
hereafter termed Sp-Rpa49 (Nakagawa et al, 2003). We crossed the S. pombe haploid single 
mutants Sp-hmo1Δ and Sp-rpa49Δ, and tried to detect double-deletion mutants after meiosis. 
Out of 64 offsprings, we could not generate viable double mutants suggesting that Sp-HMO1
and Sp-RPA49 deletions are synthetically lethal in S. pombe (Figure 5C). A Sp-RPA49
deletion is unable to grow at 25°C, and over-expression of Sp-Hmo1 from the strong NMT1
promoter effectively suppresses this growth defect (Figure 5D). We then used northern 
blotting to analyse the steady-state content of ribosomal RNA precursors in WT, Sp-rpa49Δ,
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and Sp-rpa49Δ with Sp-Hmo1 over-expression. The 35S rRNA level was partially recovered 
upon Sp-Hmo1 over-expression with no effect on other downstream precursors. Thus, growth-
phenotype suppression of the Sp-rpa49Δ by Sp-Hmo1 over-expression correlates with 
increased 35S rRNA levels (Figure 5E). 
Identification of a conserved domain essential for Pol I function 
In three eukaryotes, we have identified three HMGB proteins stimulating transcription of 
budding yeast Pol I. Hmo1 is also involved in the regulation of ribosomal protein gene (RPG) 
expression (Berger et al, 2007). UBF1 and Sp-Hmo1 are unable to stimulate RPG expression, 
as judged by the lack of rescue of hmo1Δ rps23aΔ lethality (Figure 6A). Therefore, Hmo1, 
UBF1, and Sp-Hmo1 appear to share a common role in Pol I transcription. Upon sequence 
alignment we identified a conserved region (CR) that may be required for an ancestral 
function of these three proteins (Figure 6B). To better define the minimal core of Hmo1 
necessary for Pol I activation, we generated a set of Hmo1 deletions (Figure 6C): Box A, 
comprising only the first 90 residues of Hmo1; Box AB, lacking the C-terminal domain and 
the CR; and “Hmo1ΔCR” containing an internal deletion spanning the CR and “Hmo1ΔC”;
and removing the last 36 residues which has been previously shown to have a no growth 
phenotype (Lu et al, 1996). We expressed the four deletion constructs in two mutants in 
which Hmo1 is essential, hmo1Δ rpa49Δ and hmo1Δ rps23aΔ (Figure 6C). Hmo1 and 
Hmo1ΔC suppress lethality in both backgrounds whereas Hmo1ΔCR only restores growth in 
the hmo1Δ rps23aΔ mutant. Without the conserved region, Hmo1 is unable to rescue lethality 
in an hmo1Δ rpa49Δ strain. Therefore, each of the three HMGB proteins share a minimal 
conserved core domain, which is required in Hmo1 to support growth in a Pol I-mutant 
background. We propose that, in addition to HMG boxes, the presence of the conserved 
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region domain and the functional interaction with Pol I, may define a new sub-family of 
proteins, termed “HMGB-P”, for HMGB transcription factors stimulating Pol I activity.  
HMGB proteins regulate the number of active rDNA genes
To study how HMGB proteins influence transcription by Pol I in budding yeast, we 
characterized the consequence of their over-expression in a rpa49Δ strain. RPA49 deletion is 
lethal at 25°C. Upon over-expression of Hmo1, growth is rescued (Gadal et al, 2002). Over-
expression of UBF1 and Sp-Hmo1 also rescue the rpa49Δ growth defect (Figure 7A). In both 
yeast and human cells, approximately half of the rRNA coding genes are simultaneously 
transcribed, as revealed by psoralen photo-crosslinking (Conconi et al, 1989; Dammann et al, 
1993), or Miller chromatin spreading analyses (Osheim et al, 2009). In human cells, UBF1 
regulates the number of active copies in a dose-dependent manner (Sanij et al, 2008). We thus 
investigated the possibility that HMGB proteins regulate the number of active genes in S.
cerevisiae. In the absence of Rpa49, the ratio of active/inactive copies is similar to the 
isogenic Wild-type strain (BY4741; data not shown). Psoralen analysis shows that expression 
of Hmo1 or UBF1 in rpa49Δ increases the number of active genes (Figures 7B and C). This 
finding is consistent with previously published data suggesting a regulatory function of UBF 
and Hmo1 in regulating the chromatin structure of rRNA genes (Sanij et al, 2008; Wittner et 
al, 2011). 
Chromatin status of active rDNA gene with or without Rpa49 
From the above results, the rescue of rpa49Δ strain by overexpression of HMGB-P proteins 
could be explained by the increase of open rDNA genes. In a previous study, we documented 
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that the rpa49Δ mutant phenotype is alleviated when artificially decreasing the copy number 
of the rRNA gene from 200 to 25 (Albert et al, 2011). This drastically increased the ratio of 
open/closed rDNA genes, but resulted in a reduced number of active genes. To investigate 
whether stimulation by HMGB-P proteins could be observed independently of an increase in 
open rRNA gene number, we next tested whether overexpression of these proteins rescued a 
growth defect associated with rpa49Δ mutant while all rDNA genes were active. Using 
psoralen cross-linking analyses, we first confirmed that all genes adopt the open chromatin 
state in a 25copies-rpa49Δ background (Figure 7D). Overexpression of Hmo1 or UBF1 
further improved the growth of rpa49Δ in a 25 rRNA gene copy number strain (Figure 7E). 
Therefore, in a context where all rRNA genes are active, over-expression of HMGB protein 
can further suppress a Pol I mutant related growth phenotype. These data suggest that 
HMGB-P proteins can stimulate rDNA transcription via another mechanism besides 
increasing open copy number.
Since HMGB-Ps are expected to act in the chromatin context of rRNA genes, we investigated 
the possibility that nucleosomes inhibit Pol I activity in a rpa49Δ background. Indeed, the 
strong reduction in Pol I density per gene in rpa49Δ could lead to an increased density of 
nucleosomes, formed by replication independent reassembly, on rDNA. Overexpression of 
HMGB-Ps could then interfere with this re-assembly (Wittner et al, 2011). To directly test 
this possibility, we used the 25 copy strain, which has a very low nucleosome density (Merz 
et al, 2008). We characterized by ChIP the occupancy of histones H3 and H2B on rDNA, in 
the presence or absence of Rpa49 in a low-copy strain. Using optimized ChIP protocol for 
rDNA, we could immunoprecipitate over 10% of the total rDNA with histones H3 and H2B 
(Figure 7F). Note that 10% of total DNA is still significantly lower than yield obtained with 
euchromatic loci (PMA1; supplementary figure 1) which corresponds to an overall reduced 
nucleosome density at open rRNA genes (Wittner et al, 2011). In agreement with the presence 
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of H3/H4 in UAF complex, a promoter-bound transcription factor, H3 is preferentially 
associated with the Pol I promoter (Keener et al, 1997). In absence of Rpa49, we did not 
detect significant changes in H3 and H2B loading on rDNA compared with wild-type (Figure 
7F).
This prompted us to investigate the association of the yeast homologue to linker histone H1 in 
metazoan Hho1 with the 25 copies of rRNA gene loci. Hho1 is encoded in budding yeast by a 
single non-essential gene and is enriched in rDNA. Hho1 could be required for normal rDNA 
compaction and processing of Pol I (Levy et al, 2008). Analysis of occupancy of Hho1 in a 
WT strain showed a specific enrichment on the 35S coding region (Figure 7G). In the absence 
of Rpa49, we detected a two-fold decrease of Hho1 association with rDNA (Figure 7G; see 
material and methods).
In conclusion, in a strain with a reduced rDNA copy number, which are nearly all actively 
transcribed, we observe no differences in core histone association in a RPA49 wild type and 
deletion backgrounds . However, association of the putative yeast linker histone, Hho1 is 
decreased in the rpa49Δ strain. These findings suggest that HMGB-Ps could act via a 
mechanism other than modifying the core histone recruitment to rDNA genes. 
HMGB-P stimulates Pol I processivity 
Active rDNA genes have a chromatin organization that is permissive for Pol I transcription. 
To further understand how HMGB-Ps stimulates rDNA transcription of active genes in 
25copy-rpa49Δ, we used the only method allowing visualization and characterization of Pol I 
loading on rDNA at a single molecule level (Osheim et al, 2009). We analyzed the rDNA 
locus by Miller’s spreading with or without Hmo1 over-expression in a 25-copy rpa49Δ
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strain. A low Pol I occupancy compromises the morphological identification of rRNA 
transcription units. Even when all genes are actively transcribed in the absence of Rpa49, 
identification of individual genes is technically challenging (Albert et al, 2011). We had even 
more difficulties to identify nucleolar regions (Miller trees) after spreading the rpa49Δ mutant
that overexpressed Hmo1. Indeed, while Hmo1 rescues the growth phenotype of a rpa49Δ
mutant, its over-expression decreases the polymerase density from 36+/-5 to 17 +/-6 
polymerases per gene (Figure 8A). Since Miller spreads only reveal a snapshot of the kinetic 
events of Pol I transcription, the decrease in Pol I density per gene could result from 
decreased initiation, or increased elongation rate. The growth defect of the rpa49Δ mutant is 
corrected by Hmo1 over-expression, concomitantly with a twofold decrease of polymerase 
density per gene. We conclude that this reveals a stimulation of elongation rate. We next 
evaluated the Pol I occupancy on Miller’s trees obtained from an 25-copy rRNA gene strain 
with or without over-expression of Hmo1. In such strains, rDNA transcription units, identified 
on the basis of their repetition and Christmas trees morphology, are easily detectable. Our 
statistical analyses confirmed that Hmo1 overexpression leads to a decrease in Pol I loading 
rate on active genes (Figure 8B). In conclusion, our results suggest that HMGB-Ps allows a 
stimulation of Pol I elongation. This stimulation is detectable at a single gene level with wild-
type Pol I, but without any detectable growth phenotype. However, this stimulation became 
essential for growth in the Pol I mutant rpa49Δ.
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DISCUSSION
In eukaryotic cells, the transcription of the repeated rDNA genes by RNA polymerase I (Pol I) 
is the first step of the very complex process of ribosome biogenesis. The extreme efficiency of 
this enzyme as well as its fine regulation occur at different levels: availability and 
accessibility of initiation-elongation and termination factors, number of active versus non 
active genes, number of polymerases per gene, and chromatin status of the rDNA locus. In the 
present study, we combined multiple approaches to better define the role of HMGB proteins 
acting as Pol I transcription factors. We provide evidence that HMGB proteins may increase 
the elongation rate of Pol I.
Conserved organization of HMGB-P
By combining heterospecific complementation assays with cell-biology approaches, we 
demonstrated that the HMGB proteins: Hmo1 from budding yeast, Sp-Hmo1 from fission 
yeast, and UBF1 from human cell, all share the capacity of stimulating Pol I activity. Despite 
overall low sequence similarities, these three proteins share a similar domain organization and 
their common capacity to stimulate Pol I activity might be provided by a conserved region. 
This region could contact activation factors for Pol I or recognize topological features of the 
rDNA gene (see below). However, since this region is proximal to the consensus HMGB 
motif, we hypothesize that it might be essential for regulating the chromatin state of rDNA 
genes to facilitate transcription by Pol I. The presence of such a conserved motif may define a 
novel sub-type of HMGB proteins, the HMGB-P, for HMGB proteins acting as Pol I 
transcription factors. The functional conservation of this motif, however, has yet to be 
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demonstrated. The finding that HMGB-Ps exist in three evolutionarily distant organisms 
suggests that eukaryotes could have an ancestral HMGB-P factor, stimulating Pol I activity by 
modifying the chromatin status of actively transcribed rRNA coding genes. 
Do Hmo1 and UBF1 play similar roles? 
Evidence that HMGB-Ps help Pol I elongation is provided in budding yeast (Gadal et al, 
2002), fission yeast (this work), and in humans (Stefanovsky et al, 2006). The truncated 
versions of Hmo1 allowed us to dissect two distinct in vivo activities of Hmo1: regulation of 
ribosomal protein gene transcription and Pol I activation. Hmo1 is involved in many DNA-
dependent processes: genome stability (Bermejo et al, 2009), transcription by RNA 
polymerase I (Gadal et al, 2002) and RNA polymerase II (Berger et al, 2007; Hall et al, 
2006b; Kasahara et al, 2008; Kasahara et al, 2007). In contrast, UBF1 does not stimulate 
ribosomal protein gene expression but suppresses the Pol I deletion phenotype upon 
heterologous expression in yeast. Therefore, Hmo1 is an HMGB-P but has acquired other 
species-specific functions in budding yeast. UBF1 acts at multiple steps of the Pol I cycle in 
human cells. UBF1 has an established function during Pol I elongation (Stefanovsky et al, 
2006) but has been primarily described as a key player in Pol I initiation (Paule, 1998). We 
have no evidence of the function of Hmo1 in Pol I initiation. When expressed in human cells, 
budding yeast Hmo1 and UBF colocalise throughout the cell cycle but Hmo1 cannot 
recapitulate the essential function of UBF. The colocalization of UBF and Hmo1 could 
suggest a physical association of both proteins in human cells. UBF1 contains at least five 
HMG boxes, with only the first two being conserved in Hmo1. The requirement for more than 
two HMG boxes in humans is well established and illustrated by the difference of activity of 
Xenopus UBF1, which misses one HMG Box (Bachvarov & Moss, 1991). Therefore, UBF1 
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function extends further than the minimal HMGB-P function identified here, with 
mammalian-specific features provided by additional domains. As discussed previously, we 
speculate that the HMGB-P proteins we studied from S. cerevisiae, S.pombe, and Human cells 
are of common origin as indicated by a similar domain organization and conserved protein 
domains. However, each protein acquired additional activities, which were highly species-
specific.
How do HMGB-P stimulate rRNA production ? 
The major finding of the present study is that HMGB-P stimulate Pol I activity in a context 
where most rDNA genes are actively transcribed. We could reveal such activity using a 
deletion mutant of the Rpa49 subunit of Pol I in budding yeast, named PAF53 in humans. 
Rpa49 has no counterpart in RNA polymerase II and III subunits (Kuhn et al, 2007). In the 
absence of Rpa49, the number of Pol I per rRNA gene is drastically decreased, revealing a Pol 
I initiation defect (Albert et al, 2011). Although the growth defect of Rpa49-Δ is alleviated 
with over-expression of HMGB-P, we observed a counterintuitive result: polymerase density 
in the absence of Rpa49 was not increased as expected, but was reduced by twofold upon 
over-expression of HMGB-P. We therefore speculate that stimulation of elongation, allows 
suppression of the growth defect, which results in a reduced polymerase density. We propose 
that HMGB-P contribute to make rDNA chromatin permisive for Pol I transcription. In 
humans, the presence of nucleosomes on active rDNA genes has been proposed (Yuan et al, 
2007). However, in budding yeast, the presence of histones on active genes is debated (Jones 
et al, 2007; Merz et al, 2008).
One possible explanation for the growth defect observed in the RPA49 deletion strain could 
be an increased nucleosome association with the rRNA coding sequence as a consequence of 
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replication independent nucleosome assembly, triggered by a strongly reduced polymerase
load. Overexpression of HMO1 could then prevent such assembly events and further attenuate 
the growth defect. When using optimized ChIP analysis of Hho1, H3 and H2B in a low copy 
strain, we could detect a significant quantity of histone molecules on open rDNA genes. 
However, association of core histone molecules with rDNA is unaltered in a 25 rDNA copy 
strain carrying a RPA49 deletion or a wildtype allele of the gene. We observed a decreasing 
of Hho1 binding on rDNA in the rpa49Δ strain. suggesting a specific function on rDNA 
locus. Our ChIP data is in agreement with previous results (Freidkin & Katcoff, 2001) 
suggesting that Hho1 could be required for efficient RNA polymerase I processivity in yeast 
S. cerevisiae (Levy et al, 2008). 
We thus hypothesize that HMGB-P could maintain active rDNA genes competent for highly 
productive elongation in both yeast and human cells. With one negative supercoil per 
nucleosome, nucleosome eviction from transcribed genes results in topologically distorted 
rDNA. Negatively supercoiled rDNA genes can inhibit transcription (French et al, 2010). In 
absence of Rpa49, the increased distance between transcribing Pol I (Albert et al, 2011) will 
also contribute to negative supercoiled DNA accumulation, as suggested by a genetic link 
with Top1 and Top3 and an increased R-loop formation in rpa49-Δ mutants (Beckouet et al, 
2008; El Hage et al, 2010). UBF can form a structure called an enhanceosome which might 
accommodate negative supercoiling (Stefanovsky et al, 2001). Thus it might be conceivable 
that HMGB-Ps stimulate elongation via a similar mechanism by allowing transcription of a 
negatively supercoiled rDNA gene. Such an activity may then become essential when Pol I is 
defective in elongation. Such a type of template organization could then be used for 
regulatory purposes (Sanij & Hannan, 2009) and explains why HMGB-P are major regulators 
of cellular growth in eukaryotic cells. 
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 MATERIALS AND METHODS 
Yeast strains, plasmid construction, and plasmid-shuffling assays 
The yeast strains used in this study are listed in supplementary table 1, plasmids are listed in 
supplementary table 2, and oligonucleotides are listed in supplementary table 3. Yeast strains 
were constructed by meiotic crossing and plasmid DNA transformation. Complementation 
was tested using plasmid-shuffling assays. A null allele of haploid tester strain is 
complemented by the corresponding WT genes borne on URA3-containing plasmids. 
Fluoroorotate (FOA) is toxic for URA3+ strains (Boeke et al, 1984). FOA is used to apply a 
strong positive selection on cells without plasmids containing WT genes. Complementation is 
tested by examining whether plasmids expressing a given cDNA bypass the lethal phenotype 
monitored by FOA colonies. 
Chromatin immunoprecipitation experiments and normalization
Immunoprecipitation was performed as previously described (Albert et al, 2011). To keep 
rDNA in the soluble fraction, samples were rotated for 5min at low speed (1000g at 4°C) 
(Rougemaille et al, 2008). Immunoprecipitated DNA was quantified by PCR monitored in 
real time. Values shown in figure 7 (F-G) are normalized to abundance in the no-rDNA region 
(PMAI or inter-CHRVIII) (supplementary figure 1). First, each immunoprecipitation sample 
is normalized to an input sample to control for experimental variations. Then, values of IP/ 
input for H2B, H3, Hho1 ChIP from rDNA in rpa49Δ strain-25 copies, and wt-25-copies are 
normalized to the abundance of H2B or H3 in the Pol II–transcribed locus (PMAI) where it is 
assumed that there is the same quantity of histone molecules (Jones et al, 2007). Due to the 
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lower quantity of Hho1 on the PMA1 gene, we normalized this with other genomic regions 
already used for the Hho1 ChIP (see oligo table) (Li et al, 2008).
Electron microscopy psoralen cross linking and quantitative analysis of Miller spreads 
Morphological analysis of nucleoli and miller spreading was performed and quantified as 
described previously (Albert et al, 2011). For psoralen cross linking, cells were harvested and 
nuclei were isolated as described (Merz et al, 2008), except that a complete Protease inhibitor 
cocktail (Roche) with 170 µg/ml PMSF was added to all buffers. Psoralen photocrosslinking 
analyses were carried out using UV light (365 nm) four times for 5 min (Wittner et al, 2011).  
Northern blot analysis 
RNA extraction and Northern hybridization were performed as previously described 
(Beltrame & Tollervey, 1992), oligonucleotides used to detect these RNAs are shown in 
supplementary Table 3. 
Culture and analysis of human cells 
HT1080 were grown in Dulbeco’s MEM+GlutaMAX-1 (+ 4.5 g/L glucose; GIBCO) 
supplemented with 10% fetal bovine serum (v/v) (BioSera) and 5U/mL (100μg/ml) of 
penicillin/streptomycin (Sigma). To maintain 3D-1 cell line (Mais et al, 2005) the medium 
was supplemented with 5μg/mL blasticidinS (Melford). UBF KD cell line was maintained in 
medium supplemented with 5μg/mL blasticidinS and 200μg/mL Zeocin (Melford). UBF KD 
Hmo1 cell line was maintained in medium supplemented with 5μg/mL blasticidinS, 
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200μg/mL Zeocin and 300μg/mL G418 Sulfate (Melford). Note that a full description of the 
UBF KD cell line can be obtained from B.McStay on request. 
Prior to immuno-fluorescent imaging cells were grown on Superfrost® Plus microscopic 
slides (Scientific Laboratory Supplies) for at least 24hr. Media was removed, cells were fixed 
with 4% paraformaldehyde (PFA) in PBS for 10min at RT, rinsed with PBS and 
permeabilised with 0.5% Saponin and 0.5% Triton X-100 in PBS for 10min at RT. Antibody 
incubations were performed for 45-60min in humidity chamber at 37°C, followed with 
washes in PBS. Slides were mounted in Vectashield plus DAPI (Vector Laboratories). Z-
stacks of fluorescent images were captured and merged using a Photometric Coolsnap HQ 
camera and Volocity 5 imaging software (Improvision) with a 63x Plan Apochromat Zeiss 
objective mounted on a Zeiss Axioplan2 imaging microscope. 
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FIGURE LEGENDS
Figure 1. UBF1 is nucleolar and can substitute Hmo1 in Pol I elongation defective 
mutant rpa49Δ.
 (A) YFP-UBF1 fusion protein (green) was transformed into strain OGP069-1a (see 
Supplementary table 1), expressing a Hmo1-CFP fusion protein (blue) and a mRFP-Nop1 
fusion protein (red) (pUN100-mRFP-NOP1). UBF1, Hmo1, and Nop1 fully co-localize and 
the Nop1 signal is larger in the nucleolus of yeast expressing UBF when compared with a 
WT.
 (B) UBF1 complements Hmo1 essential function in rpa49Δ. Tenfold serial dilutions of rpa49
hmo1Δ double deleted strain expressing Hmo1, UBF1, UBF2 or an empty vector (-) were 
spotted on 5-FOA containing plates to check for complementation (see Materials and 
methods). Plates without FOA (-) were used as control to confirm that the same number of 
cells were spotted. The strength of the complementation is evaluated by comparing plates 
with (FOA) or without FOA (-). 
Figure 2. Full-length Hmo1 and UBF1 N-terminal domain share a similar organization 
and can stimulate growth in elongation defective Pol I mutant. 
(A) Schematic representation of Hmo1 and UBF1. Hmo1 is divided into three domains, a A 
box, a putative dimerization domain, a B domain containing a canonical HMG box and a 
highly charged C terminal domain. UBF1 is depicted in an N-terminal dimerization domain 
(D-UBF) and five HMG boxes (1-5). The first HMG box of UBF1, being the most canonical 
HMG motif and similar to the Hmo1 B domain, was used for alignment. UBF1 truncated 
constructions, box1 and box1-2 are shown by square brackets.
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(B) YFP-truncated proteins were co-expressed with CFP-Nup49 and mRFP-Nop 1 fusion 
proteins that respectively delineate the nuclear periphery (blue) and the nucleolus (red) 
(pUN100-mRFP-NOP1). UBF1 truncated constructions, box1 and box1-2, are localized in the 
yeast nucleolus. 
(C) UBF1-box1-2 is sufficient to stimulate Pol I. Tenfold serial dilutions of rpa49Δ-hmo1Δ
strain expressing the UBF1 truncation box1, box1-2, or Hmo1, or an empty vector (-) were 
spotted onto plates containing 5-FOA to check for complementation (see Materials and 
methods).
(D) Hmo1 A box can be functionally exchanged against the UBF1 dimerization motif. A box 
of Hmo1 and UBF1 dimerization motif were swapped to generate a chimeric protein UBF1-
D-Hmo1. Schematic representation of Hmo1 and UBF - Hmo1 chimeric protein (Chim-
Hmo1; upper panel). Chim-Hmo1 can recapitulate Hmo1 stimulation in both Pol I elongation 
and ribosomal protein gene-expression mutants, as demonstrated by the complementation of 
lethal double mutants (hmo1Δ rpa49Δ and hmo1Δ rps23aΔ).
Figure 3. Hmo1 expressed in human cells.
(A) Hmo1 expressed in the HT1080 human cell line is mostly colocalized with UBF in 
nucleoli (upper panel). Hmo1 expressed in the 3D-1 human cell line is mostly concentrated in 
Pseudo-NORs (lower panel). 
(B) shRNA targeting both UBF1 and UBF2 in the human cell line HT1080 was used to 
mediate their depletion. A control of depletion efficiency and Hmo1 expression after 
doxycycline induction was performed by Western blot. 
 (C) Growth curves after induction of Hmo1 expression and depletion of UBF (UBF KD 
Hmo1+ doxy) compared to controls with only UBF depletion (UBF KD+ doxy) or without 
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doxycycline (UBFKD Hmo1) (UBFKD) show that Hmo1 cannot overcome the growth arrest 
associated with UBF depletion. 
Figure 4. Identification of Hmo1 counterpart in S.pombe
(A) SPBC28F2.11 localizes to budding yeast nucleolus. Four HMGB proteins from S. pombe
(SPBC28F2.11, SPAC57A10.09c, SPAC4G9.11c, and SPAC10F6.08c) were co-expressed as 
YFP fusion proteins (green), in S. cerevisiae with CFP-Nup49 (grey), and mRFP-Nop1 fusion 
protein (red) to respectively visualize the nuclear periphery and the nucleolus. 
(B) SPBC28F2.11 can substitute for Hmo1 essential function in rpa49 D background. 
Tenfold serial dilutions of rpa49Δ-hmo1Δ mutant expressing Hmo1, SPBC28F2.11, 
SPAC57A10.09c, SPAC4G9.11c, and SPAC10F6.08c or an empty vector (-) were spotted on 
5-FOA containing plates to check for complementation (see Materials and methods). 
Figure 5. Sp-Hmo1 function in S. pombe.
(A) Localisation of Sp-Hmo1 in S.pombe. Sp-Hmo1 was expressed as a C-terminal HA-
tagged protein in S.pombe and detected by immunofluorescence (green). The nucleolus is 
revealed by immunodetection of the Gar2 protein (red) and the DAPI displays the nucleus 
(blue).
(B) Sp-Hmo1 is required for 35S pre-rRNA accumulation. Total RNA was extracted from 
WT and in Sp-hmo1Δ mutant, separated on an 1.2% agarose/glyoxal gel, and analyzed by 
Northern blot. Hybridizations revealed the precursors indicated on the left of each panel (see 
Materials and methods for probes).
(C) Sp-hmo1Δ-Sp-rpa49Δ double mutant is not viable. After mating of haploid Sp-hmo1Δ
and Sp-rpa49Δ strains and meiosis, growth of segregants bearing Sp-hmo1Δ (K) and Sp-
rpa49Δ (U) are followed by tetrade analysis. WT and single mutants Sp-hmo1Δ and Sp-
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Rpa49Δ were selected by KAN (K) and URA3(U). Their frequencies are closed from the 
expected ones, but no double mutant is growing out of 10 expected segregants. 
(D) Over-expression of Sp-Hmo1 suppresses the growth defect of Sp-rpa49Δ at 25°C. Sp-
rpa49Δ mutant transformed with empty vector (-), Sp-RPA49 complementing the deletion 
(WT), or Sp-HMO1 driven from a strong promoter were grown for 4 days at 25°C or 30°C.
(E) Accumulation of rRNA precursors are restored in Sp-rpa49Δ by over-expression of Sp-
Hmo1. Total RNA was extracted and analyzed by Northern blotting. 
Figure 6. Conserved domain organization of HMGB-P transcription factors
(A) UBF1 and Sp-Hmo1 do not regulate ribosomal protein gene expression in budding yeast. 
Hmo1 function in ribosomal protein gene transcription is revealed by the requirement for 
Hmo1 in rps23aΔ background. UBF1 and Sp-Hmo1 do not rescue the lethal phenotype of the 
rps23a-hmo1Δ mutant. 
(B) Three HMGB-P proteins share a conserved domain. The position of the Pol I 
Transcription Factor Conserved Region (red square) is shown in the schematic representation 
of Hmo1, and its amino-acid composition in the three HMGB-P is presented in the close-up 
view.
(C) Hmo1 lacking the CR domain is functional for ribosome protein gene transcription but 
not for suppressing the Pol I elongation defect in rpa49Δ. The four Hmo1 truncated 
constructions are presented in the upper panel (BoxA, BoxAB, Hmo1ΔC, and Hmo1ΔCR).
Tenfold serial dilutions of hmo1Δ rpa49Δ (right) or rps23aΔ hmo1Δ (left) strains expressing 
Hmo1 (Hmo1), or the four truncated constructions BoxA, BoxAB, Hmo1Δc, and Hmo1ΔCR
or an empty vector (-) were spotted on 5-FOA containing plates to check for complementation 
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(see experimental procedure). Note that Hmo1Δc is fully functional, but Hmo1ΔCR is 
restoring growth in rps23Δ hmo1Δ but not in rpa49Δ hmo1Δ mutants.
Figure 7. HMGB-P proteins regulate the number of open rDNA genes, but also stimulate 
Pol I activity when all rDNA genes are in the open chromatin state. 
 (A, B, and C) HMGB-P suppression of rpa49Δ growth defect correlates with an increased 
number of active rDNA genes. (A) Tenfold serial dilutions of rpa49Δ grown at 25°C over-
expressing Hmo1, UBF1, Sp-Hmo1, Rpa49, or an empty vector (-) were spotted onto 5-FOA
containing plates at 25°C to check for complementation. rpa49Δ mutant was isogenic to 
BY4741, with about 200 rDNA copies. 
(B) Nuclear DNA from rpa49Δ mutant (-) and from rpa49Δ over-expressing UBF1 or Hmo1 
was extracted and irradiated in the presence of ethanol (-) or psoralen (+). Genomic DNA was 
analyzed by Southern blotting for rRNA genes.  
(C) Quantification of the ratio between rRNA genes in the open or closed chromatin state is 
presented after psoralen cross-linking. 
(D and E) HMGB-P suppress growth defect of rpa49Δ when all rDNA genes are actively 
transcribed. (D) Psoralen cross-linking of genomic DNA extracted (25 and 190 rDNA copies 
strains WT) and the rpa49Δ mutant . With 25 rRNA gene copies per cell, all rDNA genes are 
in an open chromatin state with or without rpa49Δ. (E) Tenfold serial dilutions of the 25-copy
rpa49Δ strain over-expressing Hmo1 (Hmo1), UBF, or with an empty vector (-) were spotted 
on rich medium at 25°C for 3 days. 
(F and G) rDNA ChIP of histones H3, H2B, and Hho1 in 25-copy strains. ChIP experiments 
were performed against genomically expressed HA tagged histones, H3, H2B (F), and Hho1 
37
(G). Immunoprecipitated rDNA was quantified by quantitative PCR relative to DNA in the 
PCR reaction using amplicons mapped in the schematic representation of a rDNA gene. 
Background was quantified using a similar purification protocol, but without antibody. 
Experiments were performed in a background of 25 rDNA copies, with or without Rpa49. 
Variation of H3, H2B, and Hho1 enrichment in ChIP due to absence of Rpa49 was corrected 
using euchromatic loci or as a reference (see material and method and supplementary Figures 
1 and 2 ). 
Figure 8. Hmo1 overexpression results in a lower polymerase loading per gene.
(A-B) Representative Miller spreads from strains bearing 25 rDNA copies. Panels on the right 
of each micrograph show interpretive tracing of the genes. Polymerases that appear on the 
gene are shown on the tracing by black dots. The number of polymerases per gene was 
counted in each genetic background with or without Hmo1 over-expression. (A)
Representative Miller spreads of 25-copy rpa49Δ strain with or without overexpression of 
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pRS423-pPGK Albert et al. 2011
mRFP-NOP1 pUN100-mRFP-NOP1 was constructed by allowing homologous recombination of 
the PCR-product derived pFA6-mRFP-KANMX6 with the SphI-cut vector pUN100-
CFP-NOP1
This work
YFP-UBF1 Gift For 
O’Donohue
YFP-UBF2 Gift For 
O’Donohue
prs425pPGK-UBF1 LR gateway reaction with prs425-pPGK and pENTR-UBF1 This work
425pPGK (  
	

pFL44-Hmo1   
		

Prs425pPGK-UBF2 LR gateway reaction with prs425-pPGK and pENTR-UBF2 This work
CFP nup49 (  
	






LR gateway reaction with peb5 and pENTR-UBF1 box1 This work
pENTR-UBF1-box1 BP reaction with pDONR201 and PCR-generated fragment amplified using 




pENTR-UBF1 box1-2  LR gateway reaction with peb5 This work
pENTR-UBF1-
box1-2
BP reaction with pDONR201 and PCR-generated fragment amplified using 




LR gateway reaction with prs425-PGK and pENTR-UBF1 box1 This work
Prs425pPGK-
UBF1-box1-2
LR gateway reaction with prs425-PGK and pENTR-UBF1 box1-2 This work
PENTR-chimHMO1 PCR-generated fragment amplified using oligonucleotides 885-886 and pentr-
UBF1. PCR-generated fragment amplified using oligonucleotides 886-898 and 
pfl44 hmo1. BP reaction with pDONR201 and PCR-generated fragment amplified 




LR gateway reaction with prs425pPGK and pENTR-chimHMO1 This work
pENTR-SPBC28F2 BP reaction with pDONR201 and PCR-generated fragment amplified using 
oligonucleotides 868-900 and genomic DNA of S. pombe.
This work
pENTR-SPAC57 PCR-generated fragment amplified using oligonucleotides 869-901 and genomic 
DNA of S. pombe .PCR-generated fragment amplified using oligonucleotides 870-
903and genomic DNA of S. pombe. BP reaction with pDONR201 and PCR-
generated fragment amplified using oligonucleotides 869-903and both previous 
PCR product.
This work
pENTR-SPC4G9 BP reaction with pDONR201 and PCR-generated fragment amplified using 
oligonucleotides 866-867 and genomic DNA of S. pombe.
This work
pENTR-SPAC10F6 PCR-generated fragment amplified using oligonucleotides 862-863 and genomic 
DNA of S. pombe .PCR-generated fragment amplified using oligonucleotides 864-
865 and genomic DNA of S. pombe. BP reaction with pDONR201 and PCR-
generated fragment amplified using oligonucleotides 862-865 and both previous 
PCR product.
This work
Peb5-SPBC28F2 LR gateway reaction with peb5 and pENTR-SPBC28F2  This work
Peb5-SPAC57 LR gateway reaction with peb5 and pENTR-SPAC57 This work
Peb5-SPC4G9 LR gateway reaction with peb5 and pENTR-SPC4G9  This work
Peb5-SPAC10F6 LR gateway reaction with peb5 and pENTR-SPAC10F6  This work
Prs425-SPBC28F2 LR gateway reaction with prs425pPGK and pENTR- SPBC28F2 This work
Prs425-SPAC57 LR gateway reaction with prs425pPGK and pENTR-SPAC57 This work
Prs425-SPC4G9 LR gateway reaction with prs425pPGK and pENTR-SPC4G9 This work
Prs425-SPAC10F6 LR gateway reaction with prs425pPGK and pENTR-SPAC10F6 This work
pENTR-HA-
SBC28F2
BP reaction between PCR product oligo 868-882 and pDnor201 This work





LR reaction between pENTR-HA-SPBC28F2 and rep41 This work
pYN1003usds (Nakagawa et al, 
2003)
pENTR-201-A BP reaction with pDONR201 and PCR-generated fragment amplified using This work
oligonucleotides 899-879 and pfl44-Hmo1.
pENTR-201-AB BP reaction with pDONR201 and PCR-generated fragment amplified using 
oligonucleotides 899-880 and pfl44-Hmo1.
This work
pENTR-201-∆C BP reaction with pDONR201 and PCR-generated fragment amplified using 
oligonucleotides 899-881and pfl44-Hmo1. 
This work
pENTR-201-∆PCR PCR-generated fragment amplified using oligonucleotides 899-878 and pfl44-
Hmo1.PCR-generated fragment amplified using oligonucleotides 899-898 and and 
pfl44-Hmo1. BP reaction with pDONR201 and PCR-generated fragment amplified 
using oligonucleotides 899-898 and both previous PCR product .
This work
Prs423-A LR reaction between prs423-pPGK and pENTR-201-A This work
Prs423-AB LR reaction between prs423-pPGK and pENTR-201-AB This work
Prs423-∆C LR reaction between prs423-pPGK and pENTR-201- ΔC This work









































H3_for CTTCGGGATACATCTCTTTCCTCA / 
H3_rev AGATGCTCCAATTGACAAGTC / 
Hho1_for GAGGAGGAGCAACTATAGATTTGGGG / 
Hho1_rev GAATAAGATTGAAAATTAGAGAGA / 
H2B_for GTTATTTGAGCATAACACAGG / 

















































AAT ATG ACT GAT ACA TCA TCC TCT TCA






























Rpa49(-504)Fo CAT AGT TTC TGG CAT GAC CC 
Rpa49(1701)Re GAA GAA TCC TGG TAG TAT GG 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5  rDNA ChIP of histones H3 and H2B in 25-copy strains. ChIP experiments were 
performed against genomically expressed HA tagged histones, H3, H2B (A).
Immunoprecipitated rDNA was quantified by quantitative PCR relative to input DNA in the 
PCR reaction using amplicons, mapped in the schematic representation of a rDNA gene. 
Background was quantified using a similar purification protocol, but without antibody. 
Experiments were performed in a background of 25 rDNA copies, with or without Rpa49. 
Global variation of H3 and H2B enrichment in ChIP due to Rpa49 was quantified using 
PMA1 as reference (B). Relative enrichment ratio of H3 (C) or H2B (D) was used to 
normalized immunoprecipitated DNA ( see figure 7F)
5  rDNA ChIP of Hho1 in 25-copy strains. ChIP experiments were performed 
against genomically expressed HA tagged histone Hho1 (A). Immunoprecipitated rDNA was 
quantified by quantitative PCR relative to input DNA in the PCR reaction using amplicons, 
mapped in the schematic representation of a rDNA gene. Background was quantified using a 
similar purification protocol, but without antibody. Experiments were performed in a 
background of 25 rDNA copies, with or without Rpa49. Global variation of Hho1 enrichment 
in ChIP due to Rpa49 was quantified using an intergenic region of the Chromosome VIII, 
known to be enriched in Hho1 (Li et al, 2008) (B). Relative enrichment ratio of Hho1 (C) was 
used to normalized immunoprecipitated DNA (see figure 7G)
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II-3- Discussion Publication 
Cette thèse nous a permis de mettre en évidence la conservation fonctionnelle des 
protéines HMGB sur l’ADNr. Nos données indiquent que le rôle de ce type de 
protéine HMGB est double au niveau de l’ADNr.  
Premièrement, elles permettent de maintenir les copies d’ADNr transcriptionellement 
actives, et leur taux d’accumulation cellulaire influence directement le rapport entre 
copies ouvertes et fermées (Notre étude, (Sanij et al., 2008)). A ce sujet, la quantité 
nucléaire d’Hmo1 et d’UBF1 a vocation à être régulée puisque la surexpression de 
ces protéines déjà très abondantes influencent la transcription de l’ADNr. Une étude 
récente a d’ailleurs montré que Hmo1 était capable de réguler sa propre expression 
(Xiao et al., 2011). Cependant, il est important de noter que la présence d’Hmo1 ne 
semble pas strictement requise pour l’activation des gènes d’ADNr puisque son 
absence ne diminue pas drastiquement la quantité de copies transcriptionnellement 
actives (Merz et al., 2008). Ces protéines HMGB sont donc des constituants 
caractéristiques des gènes actifs en transcription, mais comme notre étude le 
souligne leur rôle ne semble pas se restreindre à cette capacité à maintenir les 
copies transcriptionnellement actives (Merz et al., 2008; Sanij et al., 2008; Wittner et 
al., 2011). A ce titre nous pensons que Hmo1 et UBF permettent d’améliorer 
l’élongation de la transcription par l’ARN pol I. La capacité des protéines HMGB à 
modifier la structure de la chromatine serait à la base de ce mécanisme, nous 
pensons notamment qu’elles pourraient agir directement sur la topologie de l’ADNr. 
Nous reviendrons spécifiquement sur ce point dans la partie « perspectives » de 
cette thèse, dans laquelle nous essayerons également de comprendre comment 
Hmo1 assure ces différentes fonctions. 
III- Organisation tri dimensionnelle du chromosome XII de levure.
III-1- préambule publication
Dans l’introduction nous avons évoqué de nombreuses études décrivant 
l’organisation des génomes eucaryotes. Dans notre étude, nous avons choisi 
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d’étudier son organisation du chromosome XII de S.cerevisiae. Il est le plus grand 
des 16 chromosomes de levure et contient les gènes d’ADNr. Pour comprendre et 
caractériser cette organisation, il a fallu prendre en compte la nature 
fondamentalement dynamique de l’architecture chromatinienne. En raison du 
caractère stochastique de ses mouvements, les paramètres appropriés à la 
description de la chromatine sont des grandeurs statistiques. Dans ce sens, grâce à 
des approches quantitatives d’analyse d’image nous avons obtenu in vivo une carte 
de l’organisation spatiale du chromosome XII au sein du volume nucléaire. De plus, 
nous avons combiné nos résultats à l’étude de la localisation de gènes transcrits par 
l’ARN pol III,
Dans cette étude, une partie du travail concernant la structure du chromosome XII a 
été réalisé par des étudiants que j’ai encadré au cours de ma thèse (Céline Jeziorski,
Hélène Baudouin, Mathieu Stouf, Hicham Saad). Le travail concernant les trois 
gènes transcrits par l’ARN pol III a été réalisé par Christophe normand et Juliane 
Klehr. Alain Kamgoué a participé à l’amélioration de la plateforme d’analyse d’image 
Nucloc et David Villa a assemblé les différentes cartes de localisations sous forme 
d’un film représentant la position des gènes le long du chromosome XII.  
Les donnés ainsi obtenues contribuent directement à la compréhension de 
l’organisation tri-dimensionnelle des génomes eucaryotes et renforcent l’idée que la 
physique des polymères est au centre des lois régissant cette organisation. Ce
travail est en cours d’élaboration et est présenté sous forme de manuscrit, en 
annexe, une revue traitant du même sujet est également jointe.
III-2 publication
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Abstract
In Saccharomyces cerevisiae, genomic loci in the nucleus are confined to gene territories, 
which can be remodeled during transcriptional activation. Focusing on chromosome XII, we 
could sample positions of loci distributed on chromosome arms, and extrapolate gene 
territories determination of the entire chromosome. We could show that the nucleolus is a 
major determinant of the organization of chromosome XII.  
We confirmed the tight nucleolar association of some RNA polymerase III (Pol III) 
transcribed genes, but they mostly behave as passengers of the underlying chromatin fiber.
Generalizing our characterization of an entire chromosome localization to other genomic 
sites, we could identify Pol III transcribed gene territories either excluded from the nucleolus, 
or constitutively associated with the nucleolus, or which show a facultative association to the 
nucleolus, respectively SUP53, SUP4 and SNR6. Upon Pol III inhibition by nutriment stress, 
we could show that only SUP4 gene territory distribution to the nucleolus is affected 
revealing the potential regulatory role of nucleolar association for a subclass of Pol III 
transcribed genes.
Introduction
  Eukaryotic genome is a complex three-dimensional entity and the organization of 
genes within the nucleus plays a role in the regulation of gene expression. In eukaryotes, 
genes are transcribed by three nuclear RNA polymerases (Pols). Each RNA Pol transcribes a 
specific subset of genes. Pol I synthesizes the precursor of large ribosomal RNA (rRNA) and 
Pol II transcribes all protein-coding genes and many non-coding(nc) RNAs. Pol III is 
specialized in expression of small ncRNAs generally involved in translation, namely 5S 
rRNA and tRNAs, but also U6 small nuclear RNA and some ncRNAs such as RPR1 or SRC1
(Harismendy et al. 2003).
Functional division of transcription in three classes is associated with spatial segregation of 
transcriptional events in the nucleus. In yeasts, Pol I and Pol III transcription occurs in 
defined regions in the nucleus. Pol I transcription occurs from a single ribosomal DNA locus 
in Sacharomyces cerevisiae and two in Schizosaccharomyces pombe but forms a single 
nucleolus (Léger-Silvestre et al. 1999). In S. cerevisiae, the 5S rRNA coding gene is adjacent 
to the gene coding large ribosomal RNA. Fluorescent in situ hybridization (FiSH) approaches 
showed that most Pol III transcribed genes are clustered near or within the nucleolus 
(Thompson et al. 2003). In the fission yeast, 5S genes are organized in array, but in 
centromeric location. In contrast to budding yeast, FiSH approaches in S. pombe have shown 
that the tRNA genes are in genome near centromers, and localized in the nuclear space 
opposed to the nucleolus (Iwasaki et al. 2010; Tanizawa et al. 2010). Therefore, Pol I and Pol 
III transcribed genes appear co-localized between members of the same family in the nuclear 
space, and organized in a structure reminiscent of the transcriptional factories, described in 
human cells (Pombo et al. 1999). 
S. cerevisiae genome is organized in a Rabl-like configuration with centromeres anchored via 
microtubules and kinetochores to the spindle pole body (SPB), a protein structure embedded 
in the nuclear envelope (Bystricky et al. 2005; Duan et al. 2010; Zimmer and Fabre 2011). 
Diametrically opposed to the SPB, the nucleolus is organized in a crescent-shaped structure 
that establishes extensive contacts with the nuclear envelope (NE) (Yang et al. 1989; Léger-
Silvestre et al. 1999). Nucleolus is an important determinant of eukaryotic genome 
organization. Recent definition of nucleolar associated domains (NADs) in metazoan cells 
revealed the central function of nucleolar associations (Németh et al. 2010; van 
Koningsbruggen et al. 2010). The 275 tRNA coding genes and four other Pol III transcribed 
genes are scattered on every 16 budding yeast chromosomes. If most Pol III genes would 
colocalize with the nucleolus, Pol I and Pol III transcription factories should primarily dictate 
nuclear organization (Haeusler and Engelke 2004). However, high resolution analysis of inner 
structure of chromosomal arms based on chromosome capture conformation (3C) showed a 
slightly higher interaction of tRNA genes than random collision would have predicted, but not 
a systematic nucleolar association of all genes at all time (Duan et al. 2010).  
We recently developed a method allowing a statistical investigation in living yeast cells of 
gene position in the nucleus(Berger et al. 2008). Using this method, we could show that some 
genes involved in ribosome assembly are associated with the nucleolus (Berger et al. 2008). 
To study at a more global level the organizational potential of transcription factories and of 
the nucleolus, we focused on the analysis of the position of the chromosome XII, the largest 
yeast chromosome, which contains the ribosomal DNA (rDNA) locus transcribed by Pol I and 
Pol III and about 600 Pol II and 22 Pol III transcribed genes. Surprisingly, the overall 
organization of this chromosome in the nucleus is remarkably simple. The chromosome can 
be subdivided in three domains: the left arm, from the left telomere to centromere (CEN), the 
middle domain, from CEN to rDNA and the right domain, from rDNA to right telomere. 
Within each domain, gene territories have an apparent linear arrangement when considering 
NE association and nucleolar association. From our measurements, we could extrapolate the 
gene territories of the entire chromosome, predicting the position of all genes of the 
chromosome. Studying one Pol III transcribed gene localized on the Chromosome XII, SNR6,
we could confirm that our simulation accurately recapitulates observed gene territories. With 
the objective to extrapolate our data from one chromosome to the entire genome, we next 
determined the position of two well-characterized Pol III transcribed genes located on other 
chromosomes, SUP53 and SUP4, which are respectively closed to the centromere of 
chromosome III or on the right arm of chromosome X. Importantly, regulable association to 
the nucleolus after nutrient deprivacy is only observed for SUP4, suggesting a regulatory role 
of the nucleolar association for a sub-class of tRNA genes.
Results and discussion : 
Sampling of chromosome XII genes positions to extract distance to NE and nucleolus 
In order to study chromosomal arm organization in the nucleus, we generated 12 independent 
insertions of fluorescent operator-repressor system (FROS), labeling a locus every 100 kb on 
the chromosome XII, excluding rDNA (see material and methods). The 1 Mb rDNA locus 
consists of about 200 copies of a 9.1 kb unit, bearing 5S and 35S rDNA genes transcribed 
respectively by Pol III and Pol I. Number of rDNA repeats can change within a cell 
population, and could have introduced heterogeneity amongst the FROS labeled clones
(Pasero and Marilley 1993). To exclude changes in position due to rDNA size modification in 
FROS labeled clones, we analyzed the position of each tagged locus from at least two 
independent insertions and we checked by pulse-field gel electrophoresis that chromosome 
XII size was not altered amongst FROS labeled strains (data not shown).
We next analyzed population of growing yeast cells using confocal spinning disk microscopy. 
For each strains analyzed, we first compared nuclear morphology by extracting median 
nuclear volume, nucleolar volume and the median of the computed distance between nuclear 
and nucleolar centers. The ratio nucleolar/nuclear volume and the distance nucleolar-nuclear 
centers are remarkably constant between the twelve FROS labeled strains  (supplementary 
data). Therefore, the twelve gene positions were analyzed from strains with comparable 
nuclear morphology.
To extract positions of the entire chromosome arm of chromosome XII, we analyzed in three-
dimension, loci positions relative to nuclear landmarks to reveal global tendency for 
chromosomal domains. We plotted each median position of labeled loci as a function of 
genomic position, with the centromere as origin, negative value for the left arm, and the 
position of rDNA depicted as red domain (See figures 1 and 2). Because many studies 
established the regulatory potential of the nuclear envelop (NE) association as repressive or 
activating, we first studied gene positions relative to NE and to the nuclear center. The 
distance of locus to NE was calculated for each nucleus as the smallest geometric distance to 
the ellipsoid approximating the NE. The center of the nucleus was defined as the centroid of 
the GFP signal, originating from TetR-GFP fullfilling the nucleus. As expected from a 
spherical nucleus, and validating our detection algorithm, our measurements clearly show that 
distance from a labeled locus to the nuclear envelope and to nuclear center are anticorrelated. 
We could defined, along the chromosome XII, three domains of loci, depending on their 
relationship between genomic position and distances to the NE and to the nuclear center 
(Figure 1). The region from left telomere to CEN (blue dots) and from rDNA to right telomers 
(green dots) revealed a linear relationship between genomic distance and distance to NE. For 
labeled loci from CEN to rDNA (red dots) no significant large scale variation of the distance 
to NE is observed. To investigate the contribution of nucleolus, and of diametrically opposed 
SPB attached to CEN via microtubules, we investigated median distance to nucleolus or 
nucleolar center (figure 2). In our algorithm, the nucleolus is detected as a crescent shaped 
nuclear domain with a high concentration of Nop1, the yeast ortholog of fibrillarin, fused to 
mCherry. Nucleolus detection is performed by segmentation based on the intensity of signal 
in the red chanel. The distance to the nucleolus was the smallest one we can measure between 
the labeled locus and the edge of the segmented nucleolus in three dimension. The nucleolar 
center is defined as the centroid of the segmented nucleolus (Figure 2A). The distances to the 
barycenter and the nucleolar outline being correlated, both measurements reveals similar 
behavior, (compare Figure 2B and C). For the two domains flancking the rDNA, from CEN to 
rDNA (red dots) and from rDNA to right telomer (green dots) we could reveal a linear 
relationship between genomic distance and distance to nucleolus. Interestingly, left telomere 
to CEN (blue dots) is not organized in a linear relationship. 
In conclusion, from the analysis of the positions of chromosome XII labeled loci with respect 
to nuclear landmarks, we could reveal the internal organization of the chromosome XII in 
three domains relative to the nucleolus and NE.  
Gene territories of the entire chromosome XII from twelve sampled positions
When analyzing median position of labeled loci relative to NE and nucleolus, we could 
reveal, for some domains of the chromosome XII, a linear relationship between distance and 
chromosomal position. Positions to NE and nucleolus can also be investigated 
simultaneously, in a two-dimensional representation, to reveal the existing relationship 
between nuclear landmarks and position occupy by genes. Such representation defined as a 
“genemap”, depicts probability distribution of genes relative to the nuclear center and 
nucleolus (Berger et al. 2008; Therizols et al. 2010). When analyzing the genemaps 
determined for the twelve labeled loci along the chromosome XII, we first observed that the 
size of gene territories are not identical for each position (Figure 3A). We represented the 
gene territories as percentage of nuclear volume, and could show that gene territories are 
smaller for positions closer to the nucleolus or to the centromer. Moreover, for the three 
previously described domains of the chromosome XII, we revealed linear relationships 
between the percentage of the nuclear volume explored by a DNA locus and its chromosomal 
coordinates (Figure 3B). Therefore, only by combining the contribution of NE and nucleolus, 
we can get a full picture of the landmarks affecting gene distribution in the nucleus.
The observation of a linear dependency between gene territories size relative to chromosomal 
coordinates suggests a simple organization: chromosome behaves as simple rod-like structure 
anchored by NE association of both telomeres, and with an anchoring point at the SPB, as 
previously proposed (Berger et al. 2008; Therizols et al. 2010). However, we revealed here 
the central role of the nucleolus, which is also organizing nuclear space, and which is in close 
proximity of a large region of the chromosome XII. We propose that the entire chromosome 
will be organized around those three anchoring points: telomeres, centromer and nucleolus. 
We decided to test our hypothesis by modeling the entire chromosome XII by generating a 
genemap for each kb of the chromosome by linear extrapolation from our experimentally 
observed gene positions (supplementary movie).
Position of RNA polymerase III transcribed genes
Previous report established that Pol III genes are concentrated toward nucleolus (Thompson et 
al. 2003). In our modeling of chromosomes XII, we predict the position of the 21 Pol III 
genes of the chromosome. Despite a general tendency of a nucleolar association of the entire 
chromosome XII, no specific nucleolar enrichment of chromosomal domains containing Pol 
III transcribed gene was detected. To test more specifically the position of Pol III genes, we 
decided to analyze the position of three of them considered individually: SNR6, SUP53 and 
SUP4. SNR6 is coding the U6 snRNA and is transcribed in S. cerevisiae by Pol III ; it is 
located at 200 kb from CEN, and close to rDNA on the chromosome XII (Thompson et al. 
2003). As expected, this gene is detected close to the nucleolus and our experimental 
genemap reveals a position very similar to our simulated position (Figure 4 and 
supplementary movie, position 360, upper panal). Because chromosome XII bears rDNA, 
Chromosome arm organization in nuclear space principle using this chromosome might not be 
possible to generalize. 
Our results showing a rare association between the nucleolus and some Pol III transcribed 
genes observed are in agreement with those obtained from a 3C study (Duan et al. 2010): To 
confirm these results, we decided to test the position of SUP53, which is located only at 24 kb 
from the centromere of the chromosome III. SUP53 has a position controversial in literature : 
it was previously documented to be, upon activation, within nucleolus (Thompson et al. 
2003), or opposed to the nucleolus (Bystricky et al. 2005). We then re-investigated the 
position of SUP53 in our genetic background by inserting FROS labeling within the flancking 
gene LEU2 (Figure 4). FROS labeling might impact on gene localization and chromatin 
structure or gene expression. Chromatin structure within and near SUP53 was not affected by 
FROS labeling (data not shown). We could observe a position opposed to the nucleolus, like
centromer of Chromosome XII. Finally, we also tagged SUP4 which is on the right arm of 
chromosome X away from the centromere and telomere. Interestingly, SUP4 was in the center 
of the nucleoplasm, but with frequent association with nucleolus. 
Investigation of modification of Pol III transcribed genes upon transcriptional inhibition 
As opposed to telomeres (Gotta et al. 1996) or Pol II induced genes like GAL1-10(Casolari et 
al. 2004)(Cabal et al. 2006), Pol III genes investigate in this study seem to be the passengers 
of the underlying chromatin fiber, with a nuclear positioning dictated by their chromosomal 
context, and their relative positioning to CEN, telomers of rDNA. We next ask whether 
localization of Pol III transcribed gene are dependent on their own transcription. To address 
this, we starved the cells by cultivating them into diluted media without glucose (15%YP), 
which induces inhibition of Pol III transcription (Shivaswamy et al. 2004; Shivaswamy and 
Bhargava 2006; Arimbasseri and Bhargavsa 2008). We analyzed position of SNR6, SUP53
and SUP4 in such growth conditions. As expected, the nucleolar volume is drastically reduced 
under such depletion conditions. However, neither SUP53 nor SNR6 gene positions seems to 
be affected (Figure 4). We detected a modification of SUP4 localisation, with two 
populations of the SUP4 gene, one with less that 10% of genes within the nucleolus and a 
large population away of the nucleolus. Therefore, only a sub-population of Pol III genes has 
a regulable nucleolar association. 
Conclusion
Within chromosome, anchoring of CEN to SPB, of telomeres to NE and as shown here, 
frequent interactions with nucleolus restraint possible positions occupied by a locus in the 
nuclear space. Within gene territory, modification of position can be observed which can 
impact on gene expression (“is correlated with gene expression”, but “impacts” is too much). 
Nucleolar association of Pol III transcribed genes is frequent, but is not a general 
phenomenon. Such observations suggest a local environment of subset of Pol III genes which 
can affect expression of specific subset of gene. 
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Material and methods 
Yeast strains construction
Genotypes of the strains used in this study are described in Table 1. Oligonucleotides used for 
Polymerase Chain Reaction (PCR) are described in Table 2. Genomic tetO integrations were 
performed in two steps, first by integrating the HIS3 or URA3 gene by homologous 
recombination at the indicated location along chromosome arms  by transforming the PCR 
product amplified with appropriate oligonucleotides on pCR4-HIS3-M13 (Berger et al. 2008) 
or pSK-URA3-M13(Berger et al. 2008) into TMS1-1a. After confirmation of the insertion site 
by PCR on genomic DNA, auxotrophic markers is use as target for insertion of EcoRI-
linearized plasmids pTetO-NAT-his3Δ or pTetO-Nat-ura3Δ respectively, bearing an array of 
tetO, in a strategy previously used (Berger et al. 2008; Rohner et al. 2008). The proper 
targeting of TetO site was confirmed by inactivation the auxotrophic markers, by size 
determination of chromosome XII by pulse-field gel electrophoresis (CHEF-DR® III, 
BIORAD), followed by southern blotting to confirm tetO insertion in the chromosome XII 
and the 200 copy number of rDNA. 
Fluorescent microscopy of living yeast cells 
Yeast media were used as previously described (Rose et al. 1990). Cells were grown 
overnight at 30 °C in YPD. Cells were diluted at 106 cells/ml, and were harvested when 
OD600 reached 4.106 cells/ml and rinsed twice with the corresponding SC media. Cells were 
spread on slides coated with a SC media patch containing 2% agarose and 2% glucose. Cover 
slides were sealed with “VaLaP” (1/3 vaseline, 1/3 lanoline, 1/3 paraffin). Live microscopy 
was limited to 1h after mounting and using a confocal microscope in a with an incubator for 
live cell experiments (The cube, the box; Life imaging service) at 30°C. Confocal Microscopy 
was performed with an Andor Revolution Nipkow-disk confocal system installed on a 
Olympus IX-81, featuring a Yokogawa CSU22 confocal spinning disk unit and a cooled 
Andor EMCCD camera (DU 888). The system was controlled using the mode “Revolution 
FAST” of Andor Revolution IQ software (Andor technology). Images were acquired using an 
Olympus 100x objective (Plan APO, 1.4 NA, oil immersion). Single laser lines used for 
excitation were diode pumped solid state lasers (DPSSL) exciting GFP fluorescence at 488 
nm (50 mW, Coherent) and mCherry fluorescence at 561 nm (50 mW, Cobolt jive), a 
Semrock bi-bandpass emission filter (Em01-R488/568-15) allowed collection of green and 
red fluorescence. Pixel size was 65 nm. For 3D analysis, Z-stacks of 41 images with a 250-nm 
Z-step were used. Exposure time was 200 ms. Images were process an analyzed with a matlab 
script (Mathworks) 
FIGURE LEGENDS
Figure 1. Radial organisation of gene territories along chromosome XII. A Schematic 
representation of the distance “gene to nuclear envelope (NE)” and “ gene to nuclear center”. 
The yellow sphere depicts the median position of the NE and the red ellipsoid depicts the 
median position of the nucleolus in the cell population. B The median of the labeled loci - 
nuclear envelop (NE) distances in the twelve FROS strains analyzed. Chromosomal 
coordinates correspond to the position in which insertions have been performed. The origin 
corresponds to the centromeric position (CEN). The rDNA is depicted as a red bar. The 
regions of the chromosome have been subdivided according into three region. The region 
from the left telomere to the centromere (blue dots) is characterized by a linear relationship 
between chromosome coordinates and distance to NE, with a negative slop. The region from 
the centromere to rDNA is depicted in red dots. The region from rDNA to right centromere 
(green dots) is properly fitted with a linear relationship between chromosome coordinates and 
distance to NE with a positive slope. C The median of the distance to nuclear center in the 
twelve FROS strains analyzed. The same organization is observed, with a clear anticorelation 
with distance to NE, expected in a spherical nucleus (see panel A). 
Figure 2. Organisation of gene territories relative to the nucleolus along chromosome XII. A
Schematic representation of the distance between the labeled loci to the nucleolus and to the 
nucleolar centroid. The yellow sphere depicts the median position of the NE and the red 
ellipsoid represents the median position of the nucleolus in the cell population B The median
of the distance to the nucleolar center in the twelve FROS strains analyzed. Chromosomal 
coordinates correspond to the positions in which insertions have been performed. The origin 
corresponds to the centromeric position (CEN). The rDNA is depicted as a red bar. The 
regions of the chromosome have been subdivided in three domain. The distance measured in 
the region from the left telomere to the centromere (blue dots) does not show a simple 
relationship to nucleolus. The region from the centromere to rDNA is depicted in red dots, 
and the region from rDNA to right centromere (green dots) is properly fitted with a linear 
relationship between chromosome coordinates and distance to nucleolar center). C The
median of the distance to the nucleolus of the twelve FROS strains analyzed. The same 
general tendency is observed, but note that the determined medians are always outside of the 
nucleolus.
Figure 3 Genemap of the twelve labeled loci along the chromosome XII. A Distribution of 
loci positions is expressed as a heat map in cylindrical coordinates, expressed in percentile of 
the distribution. The dashed yellow circle depicts the median NE, red curve: “median” 
nucleolus; small red circle: median location of nucleolar center; red bar: range between the 
percentiles 10 and 90 of the nucleolar center. Positions of the insertions are mapped on the 
left side in a schematic representation of the chromosome XII. The position is described on 
top of each genemap, N represents the number of nuclei analyzed for each position .B
Volume of gene territories along the chromosome XII. The gene territory is representing the 
volume occupied by 50 percent of the gene population (the green isocontour in genemap) and 
is expressed as percentage of the nuclear volume. Chromosomal coordinates correspond to the 
positions in which insertions have been performed. 
Figure 4 Genemap of SUP53, SUP4 and SNR6. Genemaps were established either in 
exponential growth (YPD), or in starved conditions (see material and methods). Note that 
median nucleolus is drastically affected by starvation is all three strains. SUP53 and SNR6
genemaps are marginally affected by stress, but SUP4 genemap is remodeled upon starvation.

Table I: S.cerevisiae
BY4741 MATa his3Δ1 leu2Δ0 met15Δ0 ura3Δ0 Euoscarf
ODN1-1a MATa his3Δ1 leu2Δ0 met15Δ0 ura3Δ0 trp1Δ0 This study
Nucloc2 MATα his3Δ0  leu2Δ1 ura3-Δ851  ade2-801 lys2-Δ202::GFP::TETR-LYS2
nup49Δ::HPHMX3   + pASZ11-NupNop
(Berger et al. 
2008)
TMS1_1a his3-Δ1, leu2-Δ1, ura3-Δ0, ade2-801, lys2-801,LYS2::TETR-GFP, nup49-
Δ::HPH-MX6 + pASZ11-NupNop
(Berger et al. 
2008)
Chr XII 014 kb Ben1_2a his3-Δ1, leu2-Δ1, ura3-Δ0, ade2-801, lys2-801,LYS2::TETR-GFP, nup49-
Δ::HPH-MX6, interYLR353W-YLR354C::his3::TetO-NAT + pASZ11-NupNop
This study
Chr XII 014 kb Ben1_2a his3-Δ1, leu2-Δ1, ura3-Δ0, ade2-801, lys2-801,LYS2::TETR-GFP, nup49-
Δ::HPH-MX6, interYLR353W-YLR354C::his3::TetO-NAT + pASZ11-NupNop
This study
Chr XII 070 kb Jez10_1a his3-Δ1, leu2-Δ1, ura3-Δ0, ade2-801, lys2-801,LYS2::TETR-GFP, nup49-
Δ::HPH-MX6, interGRC3-RIX7::his3::TetO-NAT + pASZ11-NupNop
This study
Chr XII 070 kb Jez15_1a his3-Δ1, leu2-Δ1, ura3-Δ0, ade2-801, lys2-801,LYS2::TETR-GFP, nup49-
Δ::HPH-MX6, interGRC3-RIX7::ura3::TetO-NAT + pASZ11-NupNop
This study
Chr XII 120 kb Hbt23_1a his3-Δ1, leu2-Δ1, ura3-Δ0, ade2-801, lys2-801,LYS2::TETR-GFP, nup49-
Δ::HPH-MX6, interYLL014W-YLL013C::URA3::TetO-Nat + pASZ11-NupNop
This study
Chr XII 120 kb ICH5_1a his3-Δ1, leu2-Δ1, ura3-Δ0, ade2-801, lys2-801,LYS2::TETR-GFP, nup49-
Δ::HPH-MX6, interYLL014W-YLL013C::tetO-NAT + pASZ11-NupNop
This study
Chr XII 150 kb Jez11_1a his3-Δ1, leu2-Δ1, ura3-Δ0, ade2-801, lys2-801,LYS2::TETR-GFP, nup49-
Δ::HPH-MX6, interDNM1-cen::his3::TetO-NAT + pASZ11-NupNop
This study
Chr XII 150 kb ICH7_1a his3-Δ1, leu2-Δ1, ura3-Δ0, ade2-801, lys2-801,LYS2::TETR-GFP, nup49-
Δ::HPH-MX6, interDNM1-cen::TetO-Nat + pASZ11-NupNop
This study
Chr XII 240 kb HBT24_1a his3-Δ1, leu2-Δ1, ura3-Δ0, ade2-801, lys2-801,LYS2::TETR-GFP, nup49-
Δ::HPH-MX6, interYLR048W-YLR049C::HIS3::TetO-Nat + pASZ11-NupNop
This study
Chr XII 320 kb Ben6_1a his3-Δ1, leu2-Δ1, ura3-Δ0, ade2-801, lys2-801,LYS2::TETR-GFP, nup49-
Δ::HPH-MX6, interYLR353W-YLR354C::HIS3::TetO-NAT + pASZ11-NupNop
This study
Chr XII 420 kb HBT26_1a his3-Δ1, leu2-Δ1, ura3-Δ0, ade2-801, lys2-801,LYS2::TETR-GFP, nup49-
Δ::HPH-MX6, interYLR143W-YLR144C::HIS3::TetO-Nat + pASZ11-NupNop
This study
Chr XII 420 kb HBT27_1a his3-Δ1, leu2-Δ1, ura3-Δ0, ade2-801, lys2-801,LYS2::TETR-GFP, nup49-
Δ::HPH-MX6,interYLR143W-YLR144C::URA3::TetO-Nat + pASZ11-NupNop
This study
Chr XII 530 kb Jez14_1a his3-Δ1, leu2-Δ1, ura3-Δ0, ade2-801, lys2-801,LYS2::TETR-GFP, nup49-
Δ::HPH-MX6, interYLR188W-YLR189C::ura3::TetO-NAT
This study
Chr XII 610 kb HBT28_1a his3-Δ1, leu2-Δ1, ura3-Δ0, ade2-801, lys2-801,LYS2::TETR-GFP, nup49-
Δ::HPH-MX6, interYLR238W-YLR239C::HIS3::TetO-Nat + pASZ11-NupNop
This study
Chr XII 740 kb HBT14_1a his3-Δ1, leu2-Δ1, ura3-Δ0, ade2-801, lys2-801,LYS2::TETR-GFP, nup49-
Δ::HPH-MX6, interYLR307W-YLR307C-A::URA3 + pASZ11-NupNop
This study
Chr XII 740 kb Ben5_1a his3-Δ1, leu2-Δ1, ura3-Δ0, ade2-801, lys2-801,LYS2::TETR-GFP, nup49-
Δ::HPH-MX6, interYLR353W-YLR354C::HIS3::TetO-NAT + pASZ11-NupNop
This study
Chr XII 830 kb Jez1_1a his3-Δ1, leu2-Δ1, ura3-Δ0, ade2-801, lys2-801,LYS2::TETR-GFP, nup49-
Δ::HPH-MX6, interYLR353W-YLR354C::his3::TetO-NAT + pASZ11-NupNop
This study
Chr XII 1030 kb HBT30_1a his3-Δ1, leu2-Δ1, ura3-Δ0, ade2-801, lys2-801,LYS2::TETR-GFP, nup49-
Δ::HPH-MX6, interYLR451W-YLR452C::HIS3::TetO-Nat + pASZ11-NupNop
This study
SUP4 yCNOD72 his3-Δ1, leu2-Δ0, C, ura3-Δ0, ade2-801, lys2-801,LYS2::TETR-GFP, nup49-
Δ::HPH-MX6, interYJR056c-SUP4::URA3::TetO-Nat + pASZ11-NupNop
This study
SUP53 yJUK02-1a his3-Δ1, leu2-Δ0, C, ura3-Δ0, ade2-801, lys2-801,LYS2::TETR-GFP, nup49-




his3-Δ1, leu2-Δ1, ura3-Δ0, ade2-801, lys2-801,LYS2::TETR-GFP, nup49-
Δ::HPH-MX6 interYLR108c-SNR6-::tetO-NATMX6 met15-Δ0 + pASZ11-
NupNop
This study
Table II : Oligonucleotide
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Figure 3; ChrXII-Pol III
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Supplementary figure; ChrXII-Pol III
A
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III-3-discussion de la publication
III-3-a- L’organisation du génome ; de la physique à la biologie.
L’étude de l’organisation du génome au sein du volume nucléaire peut se faire selon 
différentes considérations. D’un point de vue physique, on peut considérer que cette 
organisation est la résultante des lois physiques régissant l’organisation de 
polymères d’ADN dans un milieu donné. Ces approches tendent à dégager les lois 
générales d’organisation du génome. Les biologistes auront tendance eux à 
s’intéresser aux cas particuliers et à voir l’organisation du génome par le prisme des 
processus biologiques qui seraient à l’origine de l’organisation des chromosomes. 
Ainsi, les phénomènes d‘accrochage en périphérie, de colocalisation de plusieurs 
gènes décris dans de nombreuses publications seraient les déterminants principaux 
de cette organisation, la physique des polymères n’interviendrait que dans un second 
temps. Cependant, des études récentes suggèrent que l’organisation nucléaire des 
chromosomes interphasiques de la levure aux mammifères peut être expliquée par le 
comportement d’un polymère semi flexible en négligeant l’existence d’ancrage 
périphérique de certains gènes ou encore de phénomènes de colocalisation de 
plusieurs gènes (Rosa and Everaers, 2008; Therizols et al., 2010). 
Au cours de cette étude, nous sommes parvenus à définir l’organisation in vivo d’un 
chromosome de levure S. cerevisiae. Chez la levure, l’organisation du génome a été
décrite en pseudo Rabl (Bystricky et al., 2005). Cette organisation générale du 
chromosome semble être cohérente avec les observations de Christophe Zimmer qui 
suggèrent que les chromosomes de levures sont majoritairement organisés autour 
du positionnement des centromères et des télomères (Zimmer and Fabre, 2011). Le 
nucléole semble lui aussi constituer un élément architectural important puisqu’il influe 
sur la structure de la majeur partie du chromosome XII. D’ailleurs, l’influence du 
nucléole n’est pas limitée au chromosome XII puisque une réduction de la taille du 
nucléole après traitement à la rapamycine modifie la localisation des télomères 
(Therizols et al., 2010). En effet, dans notre travail, il a été montré que la distance 
des télomères au SPB augmenterait linéairement en fonction de la taille des bras 
chromosomiques dont ils sont issus. Les plus grands bras chromosomiques seraient 
contrains par la présence du nucléole, une réduction de la taille de ce dernier permet 
aux télomères de s’éloigner d’avantage du SPB. Ces dernières données, ajoutées à 
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celles que nous avons obtenues dans cette étude semblent montrer que les 
éléments physiques de coercition, tel que la présence du nucléole, et les 
caractéristiques physiques du polymère d’ADN sont les déterminants majeurs de 
l’organisation nucléaire. Il est admis que les gènes codant pour les ARNt se 
regrouperaient en foyers proches du nucléole ou du centromère. Cette localisation 
particulière des 275 gènes d’ARNt devrait influer directement sur la structure des 
chromosomes. Pourtant nous avons montré qu’un de ces gènes codant pour un 
ARNt contenu sur le chromosome XII a une position prédictive par rapport au reste 
du chromosomes, suggérant qu’il n’a pas une capacité structurante différente du
reste du chromosome. De la même manière, au cours de ma thèse j’ai effectué la 
délétion de deux gènes codant pour des ARNt proches du gène RRN3 qui se localise 
à proximité du nucléole. La double délétion de ces gènes ne change pas la 
localisation de RRN3 dans le volume nucléaire (donnée non montrée). Les gènes 
codants pour les ARN de transfert ne semblent donc pas à la base de l’organisation 
du génome. 
Nous pensons que les phénomènes de relocalisation, d’adressage dans des 
environnements locaux d’un gène sont des éléments influant sur les processus ADN 
dépendant mais que leur réalisation sera en premier lieu dicté par les propriétés 
physiques du gène concerné. Ainsi, une région proche du centromère ne pourra se 
localiser dans des régions éloignées du centre organisateur des microtubules. A 
contrario, certaines régions par leur position sur le génome possèdent un certain 
degré de liberté, ces dernières auront la possibilité d’explorer le volume nucléaire et 
différents environnements. Le gène SUP4 semble avoir une telle capacité de 
mouvement. Ces régions d’ADN pourront alors établir des interactions ou des 
regroupements plus ou moins fréquents selon leur composition protéique influant 
directement sur la capacité de diffusion et le temps de résidence du polymère d’ADN. 
Ceci expliquerait pourquoi la plupart des processus de régulation positionnelle de la 
transcription ne sont pas strictement requis pour l’activation d’un gène car ils ne sont 
possibles que dans certaines conditions indépendamment de l’activité de 
transcription. (pour revue Albert et al. 2011 présenté en annexe). 
III-3-b-Le nucléole, un facteur architectural du noyau ?
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Nous avons vu que la structure du nucléole peut influer sur la position des télomères 
et sur la structure du chromosome XII. De plus, nous savons que le nucléole, de part 
sa composition ribonucléoprotéique est un environnement particulier qui pourrait 
influer sur la régulation transcriptionnelle de certains gènes. Le travail d’Attila
Nemeth a permis de mettre en évidence l’association préférentielle de certains gènes 
près du nucléole (Nemeth and Langst, 2011). Dans notre étude, nous confirmons 
que le nucléole est un élément structurant le noyau au même titre que le SPB ou les 
foyers télomériques. Certains gènes, comme SUP4, entretiennent une relation 
dynamique avec cette région, cependant nous avons montré que l’interaction des 
régions transcrits par l’ARN pol III avec le nucléole n’est pas généralisable. 
 Au cours de notre étude, nous avons remarqué qu’une partie du bras gauche du 
chromosome XII a tendance à se rapprocher du nucléole (Position -80 kb). Il serait 
intéressant de comprendre les causes et les conséquences de ce rapprochement. 
On peut noter que cette région contient un gène codant pour un ARNt, il serait facile 
d’effectuer la délétion de ce gène pour observer s’il est responsable de cette position 
à proximité du nucléole.  
Dans l’objectif de mettre en évidence l’importance de la distance d’un gène par 
rapport au nucléole, nous pourrions utiliser des souches de S. cerevisiae dont la 
position du nucléole a été modifiée, changeant ainsi la distance des gènes par 
rapport au nucléole. Nous procéderons alors à une analyse transcriptomique de ces 
souches pour voir si ce déplacement ou cette désorganisation change l’expression 
de certains gènes. De la même manière, dans la souche rpa49-∆ le nucléole semble 
totalement désorganisé, il serait donc là aussi intéressant de suivre la même 
procédure pour comprendre à la fois le rôle du nucléole sur l’organisation du 
génome et la transcription des gènes. 

IV-Organisation tri dimensionnelle des gènes d’ADNr 
Nous venons de décrire l’organisation du chromosome XII de S. cerevisiae,
cependant nous n’avons pas exploré la structure d’une large partie de ce 
chromosome constituée par les répétitions des gènes d’ADNr. Durant ce travail de 
thèse, nous avons essayé d’étudier l’organisation de ces séquences répétées. Chez 
la levure, les régions d’ADNr représentent en paires de bases environ 10% du 
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génome et sont regroupées dans une structure représentant 1/3 du volume 
nucléaire. Pourtant, malgré les progrès conséquents sur la caractérisation de 
l’organisation du génome de S. cerevisiae, l’agencement de l’ADNr au sein du 
volume nucléaire reste peu connu. Les résultats présentés ici sont encore 
préliminaires mais l‘approche que nous avons utilisé devrait permettre d’acquérir de 
nouvelles données sur l’organisation et la dynamique des gènes d’ADNr. Ces 
derniers résultats seront discutés à la fin de cette thèse (p172).
IV-1-Stratégie d’étiquetage d’un gène d’ADNr 
L’aspect répétitif de la région contenant les gènes d’ADNr rend le suivi d’un gène 
d’ADNr in vivo difficile. En effet, par une méthode traditionnelle de recombinaison 
homologue il est impossible de savoir sur quels gènes la recombinaison a eu lieu au 
sein du locus d’ADNr. De plus, au vu de l’instabilité de cette région, il est possible 
que l’insertion change de position sur l’ADNr au sein d’une culture monoclonale. 
Dans l’objectif d’outrepasser ces contraintes nous avons construit un plasmide 
contenant une cassette contenant un site de coupure I-SceI en amont d’un marqueur 
d’auxotrophie (URA3). Cette cassette est flanquée par les sites d’amplification M13. 
Une PCR est alors réalisée aboutissant à des séquences permettant la 
recombinaison à l’extrémité 3’ d’un gène codant pour le précurseur des grands ARN 
ribosomiques. La première étape consiste à insérer le produit de cette PCR dans le 
génome de S. cerevisiae, ces souches vont alors contenir un gène d’ADNr flanqué à 
son extrémité 3’ de la cassette URA3 (Figure 31-A). 
 Dans un second temps, ces souches subissent une deuxième transformation par 
une séquence d’ADN contenant les répétitions TETO et le gène de résistance au 
G418, ces deux éléments sont entourés respectivement en 5’ et en 3’ par la partie 5’ 
du gène URA3 et la partie 3’ du gène URA3 (Figure 31-A). Cette construction va 
permettre l’insertion des répétitions TETO sur l’ADNr par recombinaison homologue 
des séquences URA3. On obtient alors des souches étiquetées par ces répétitions 
TETO et contenant un site I-SceI (Figure 31-A).
Ces souches seront ensuite observées par microscopie photonique en présence ou 
en absence de rapamycine et analysées selon la méthode décrite dans le papier de 
Berger et ses collaborateurs en 2008 (Berger et al., 2008). Nous obtenons alors une 
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carte de la localisation préférentielle d’un gène d’ADNr. Après l’observation de ces 
souches, une analyse par PFGE est réalisée en suivant. L’utilisation de l’enzyme I-
SceI va permettre de couper le chromosome au niveau du site d’insertion des 
répétitions TETO (Figure 31-B). Les différentes tailles de fragments obtenu vont nous 
permettre l’évaluation de la position de l’insertion sur le chromosome XII. 


























Figure 31-  Schéma de la méthode utilisée pour l'insertion des séquences TETO sur l'ADNr.
A-Méthode d'insertion des répétitions TETO. (1) Un produit PCR, contenant le marqueur , un 
site I-SceI en 5' et des séquences de recombinaison correspondant à la région située entre la fin du 
35S et le 5S, est généré . Ce produit PCR est utilisé pour une transformation dans une souche de S.
cerevisiae exprimant la protéine TETR fudionnée à la GFP. (2) Une seconde matrice de recombinai-
son est ensuite utilisée sur ces souches ayant intégré la cassette URA3. Cette matrice contient les 
répétitions , une cassette  et des séquences de recombinaison avec la cassette .
Une transformation par cette matrice est réalisée permettant l'insertion du site I-SceI  et des opéra-
teurs (3).  B- La coupure -Sce va permettre de générer deux fragments du chromosome XII qui 






Les premières observations de cinq clones indépendants nous ont permis de tester 
la méthode. Comme nous pouvons le voir (Figure 32-B), les insertions au sein d’une 
culture monoclonale semblent stables puisque que l’on observe sur gel deux bandes 
pour le chromosome XII et non pas une tr (Figure 32-B). La majorité des clones 
observés ont une carte de localisation relativement proche alors que les insertions 
semblent couvrir différente région du chromosome XII. On observe néanmoins une 
souche présentant une localisation de gène en périphérie du nucléole alors que les 
autres ont une position centrale (Figure32-A). Le traitement à la rapamycine ne 
change pas drastiquement la localisation, on observe un repliement global vers le 
centre suivant la dynamique nucléolaire. Ces résultats restent préliminaires mais 
semblent valider notre méthode. Elle devrait nous permettre de poursuivre l’étude de 
l’organisation des gènes d’ADNr et d’acquérir rapidement de nouvelles données. 
Nous discuterons ces premiers résultats dans la dernière partie de cette thèse. 
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Figure 32: Organisation des gènes d'ADNr. A-  Cartes de localisation de gènes d'ADNr étiquetés par 
des opérateurs  dans une souche exprimant le represseur TetR fusionné à la GFP. Les cellules sont 
observées (SD) puis traitées 15 minutes à la rapamycine (rapamycine) et observées de nouveau. Le 
nombre de cellules observées est indiqué (N=). B- Avec les cellules issues de la même culture que celle 
qui ont été observées au microscope, une expérience de PFGE est réalisée. L'ADN chromosomique est 
digéré (+) ou non (-) par -Sce  qui va cliver le chromosome XII au niveau du site d'insertion. Les chromo-
somes sont séparés sur gel pendant 36 heures et marqués au BET. Une hybridation avec des sondes 
radioactives a ensuite été réalisée pour localiser les répétitions TETO et l'ADNr. Les fragments d'ADN 
contenant ces répétitions sont indiqués par un rectangle rouge, l'autre partie du chromosome XII est indi-
quée par un rectangle jaune.
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Discussion et perspectives 
 
I- Sous unités spécifiques, topologie et protéine HMGB…
I-1-Contact entre ARN pol I, un mécanisme d’élongation ? 
Dans l’objectif de comprendre l’élongation de l’ARN pol I, nous avons évoqué dans 
l’introduction les facteurs de transcription qui pourraient être impliqués. A ce sujet, il
est important de noter la différence de stœchiométrie observée entre l’ARN pol I et 
les facteurs de transcription (Spt5, Spt4, Spt16, Paf) sur l’ADNr décrit dans 
différentes études (Voir chapitre II, '':. Les expériences de ChIP montrent un 
déséquilibre entre la quantité d’ADNr immunoprécipité dans le cas d’une ChIP contre 
l’ARN Pol I et celle d’une ChIP contre le facteur supposé associé. Dans les travaux 
menés par l’équipe de Schneider on peut évaluer que l’on a environ un facteur de 
transcription (Spt5, Paf1) pour environ 10 ARN pol I. Même si il est délicat de 
comparer des expériences de ChIP entre elle, la redondance de cette observation en 
fait un critère à prendre en compte. A partir de ces données on peut suggérer que 
toutes les ARN pol I actives en transcription sur un même gène ne possèdent pas de 
facteur de transcription. Il serait intéressant de vérifier la possibilité d’une telle 
hétérogénéité et les conséquences transcriptionnelles qu’elle implique. Une des 
conséquences de cette hétérogénéité pourrait être des vitesses de transcription 
différentes des ARN pol sur un même gène.  
La taille de la région codante étant d’environ 6000 paires de bases transcrits à une 
vitesse d’environ 50 nucléotides par seconde, on peut estimer que la transcription 
d’un gène d’ADNr par une ARN pol I dure 2 mn. Au vu du nombre d’ARN pol I par 
gène, l’existence de facteurs de transcription permettant d’accélérer ou de ralentir 
l’élongation, ou de barrières topologiques empêchant l’élongation, il est évident que 
pendant ces 2 minutes les contacts entre ARN pol adjacentes doivent être très 
fréquents. Pourtant cet aspect n’est que rarement évoqué dans la littérature. Dans le 
cas de l’ARN pol II eucaryotes et les ARN pol de bactériophage T7 l’étude de ces 
phénomènes de collision a été réalisée (Saeki and Svejstrup, 2009; Zhou and Martin, 
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2006). Il a été montré que la collision entre deux ARN pol II permettrait à la première 
en pause de redémarrer après la collision (Saeki and Svejstrup, 2009). Cette étude 
suggère l’existence de phénomène de coopération entre ARN pol qui n’ont pas été 
étudié dans le cas le l’ARN pol I où les contacts sont pourtant nombreux.  
Une des conséquences directes de ces interactions est qu’une ARN pol I derrière 
une autre ARN pol I « ouvrant la voie » n’est pas soumise aux mêmes contraintes 
topologiques que sa devancière. On peut en effet penser, que l’ARN pol I en 
transcription va créer des super tours négatifs qui faciliteront la transcription de l’ARN 
pol I qui lui succèdera. Ainsi, l’existence de « trains » d’ARN pol I où l’on voit 
plusieurs ARN pol I accolées les unes aux autres pourrait constituer un processus 
qui favoriserait l’élongation d’un grand nombre d’ARN pol I en limitant les contraintes 
topologiques rencontrés par chacune d’entre elle. Ce processus permettrait à l’ARN 
pol I d’augmenter l’efficacité de la transcription. L’absence de contact dans le cas 
d’une souche rpa49-∆ pourrait contribuer au défaut d’élongation observé dans cette 
souche. De manière générale, notre étude ouvre la voie sur la prise en compte de 
l’existence de contacts entre ARN pol I et la possibilité de mécanisme coopératif 
permettant de rendre plus efficace la transcription simultanée d’un même gène par 
plusieurs dizaines d’ARN pol I. 
I-2-Structure chromatiniennes des gènes actifs
Pour comprendre quel peut être l’action des protéines HMGB sur l’ADNr, il peut être 
important de trancher quant à la composition protéique de gènes activement 
transcrits. Dans notre introduction, nous avons posé le débat autour de la présence 
ou non de nucléosomes sur l’ADNr. Comme nous l’avons décrit, beaucoup d’études 
attestent de manière plus ou moins convaincante en faveur de la présence d’histone 
sur l’ADNr et s’oppose aux conclusions et aux données d’Achim Griesenbeck (voir 
chapitre II, III-2-a)(Merz et al., 2008). Dans cette thèse, en combinant les techniques 
de “psoralen cross linking” et de ChIP, nous prenons parti en faveur de la présence 
d’histone sur l’ADNr en quantité réduite et ne formant pas une structure 
nucléosomale canonique. Au cours de ma thèse, pour caractériser la composition en 
histones des régions actives, nous avons essayé de mettre au point une technique 
permettant de regarder spécifiquement la composition protéique de l’ADN contenu 
entre deux ARN pol I. Pour cela, nous avons utilisé une version de la grande sous 
 161
unités de l’ARN pol I fusionée à la Mnase: Rpa190-Mnase. Ensuite, nous avons 
utilisé un protocole de ChIP traditionnel, à l’exception que l’ADN n’est pas fragmenté 
par sonication mais par activation de la Mnase. Les fragments libérés seront donc 
uniquement ceux contenu entre deux ARN pol I et pourront être analysé par ChIP. 
Faute de temps, nous n’avons pas pu faire aboutir positivement cette expérience 
mais elle pourrait permettre d’étudier la composition chromatinienne des gènes actifs 
en s’affranchissant de la présence des gènes inactifs. 
Notre étude a également apporté de nouveau éléments concernant de la fonction du 
linker histone de levure S. cerevisiae : Hho1. Peu d’information sur Hho1 sont 
disponibles in vivo. La séquence primaire du gènes HHO1 prédit l’appartenance de 
cette protéine à la famille des «linkers histones », cependant elle possède un second 
domaine globulaire qui n’est pas retrouvé chez son équivalent supposé chez les 
eucaryotes supérieurs : H1 (Kasinsky et al., 2001). L’absence d’Hho1 n’a pas d’effet 
détectable sur la croissance cellulaire et semble affecté l’expression d’une faible
quantité de gène (27 gènes (Hellauer et al., 2001)). Hho1 est pourtant présent sur 
une large partie du génome mais de manière intéressante, préférentiellement au 
niveau de l’ADNr où son absence modifie l’accessibilité au psoralène de l’ADNr 
(Freidkin and Katcoff, 2001; Levy et al., 2008). Ces différentes données soulignent 
d’une part que Hho1 pourrait avoir un rôle différent que celui décrit pour H1, et 
spécifique au niveau de l’ADNr. De notre coté, nous avons observé un 
enrichissement de Hho1 sur la région transcrite dans une souche où tous les gènes 
sont actifs. Cet enrichissement diminue dans le cas d’une souche rpa49-∆. Hho1 
pourrait avoir un rôle sur l’organisation de la chromatine transcrit par l’ARN pol I et 
sur le fonctionnement de cette dernière. Ce dernier point soutient les hypothèses de 
Levy et ses collaborateurs qui ont proposé un rôle d’Hho1 sur la processivité de 
l’ARN pol I. Dans notre cas, nous observons une corrélation entre le nombre d’ARN 
pol I engagée en transcription et la quantité d’Hho1 retrouvé sur l’ADNr. Nos 
données apportent donc de nouveaux éléments sur Hho1 qui nécessitent d’être 
approfondis, et s’insèrent pleinement dans la démarche de caractérisation de la 
composition chromatinienne de l’ADNr. Il est en effet surprenant de voir 
l’enrichissement d’un « linker histone » sur l’ADNr parallèlement à une activité 
intense de transcription si l’on considère qu’il n’y a pas d’histones sur les gènes 
actifs. Il est possible que Hho1, qui n’est pas une « linker histone » classique 
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maintienne une structure nucléosomal alternative après le passage de l’ARN pol I. 
Cette structure alternative pourrait correspondre à des lexosomes ou à des 
nucléosomes composés d’histones hyperacétylés. A ce sujet, une étude récente, peu 
citée dans la littérature, apporte un élément de plus en faveur de la présence 
d’histones acétylées sur l’ADNr. En utilisant la souche 25 copies, Cesarini et ses 
collaborateurs en 2010 ont montré par ChIP que la séquence codante de l’ADNr 
possède majoritairement des histones acétylées et peu d’histones non acétylées.
Dans une souche contenant 190 copies cette situation est inversée (Cesarini et al., 
2010). De plus, par une approche différente, il a été montré qu’il existait sur l’ADNr 
de rat des histones hyperacétylé qui n’était pas retrouvé sur les nucléosomes 
contenu sur les gènes inactifs (Mutskov et al., 1996). Cet enrichissement sur les 
gènes actifs d’histones acétylées renforce l’idée de l’existence d’une chromatine 
spécifique des gènes actifs. C’est dans ce contexte chromatinien que les protéines 
HMGB tel que Hmo1 et UBF1 interviendraient et pourraiten permettre de modifier la 
topologie de l’ADN pour favoriser la transcription de l’ARN pol I. 
1-3-Hmo1 et UBF, facteurs topologiques de l’ADNr en transcription.
HMGB et topologie 
Le super enroulement de la fibre d’ADN est un facteur déterminant à prendre en 
considération lorsque l’on parle d’organisation du génome mais aussi de régulation 
des processus ADN dépendant. Ainsi, la majorité des génomes eucaryotes et 
procaryotes sont majoritairement super enroulés de manière négative. Cette 
conformation est favorable au phénomène de transcription puisqu’elle facilite la 
séparation des brins (Boles et al., 1990). Cependant, le super enroulement négatif 
seul ne suffit pas pour favoriser ce processus, il faut que ces super tours négatifs 
soient stockés dans une structure favorisant l’accès à l’ADN. Par exemple, les 
nucléosomes stockent des super tours négatifs et maintiennent la super hélicité, 
cependant l’ADN est alors stocké sous forme toroïdal qui ne favorise pas l’accès à 
l’ADN (White and Bauer, 1988). Au contraire les protéines HMGB pourraient stocker 
également les super tours négatifs mais sous formes plectonémique, cette dernière 
configuration serait plus favorable à la transcription (Boles et al., 1990). Dans ce 
sens, Andrew Travers et Georgi Muskhelisshvili ont proposé que les protéines 
 163
HMGB et la protéine procaryote HU partageraient une fonction commune permettant 
de stocker les super tours négatifs et de réguler la topologie des régions transcrites 
(Travers and Muskhelishvili, 2007). Cette hypothèse semble se vérifier 
expérimentalement puisque chez les procaryotes, l’absence de HU entraine une 
diminution du super enroulement négatifs du génome et provoque une augmentation 
de l’activité de la topoisomérase I (Bensaid et al., 1996). Dans ces conditions, la 
surexpression d’une protéines HMGB de levure S. cerevisiae Nhp6 (dont la boite 
HMGB présente des homologie avec la boite consensus de Hmo1 et de UBF1) 
permet d’augmenter de nouveau la super hélicité négative et diminuer l’action de la 
topoisomérase I (Paull and Johnson, 1995). HU et HMGB sont donc capable d’agir 
sur le super enroulement négatif en concert avec la topoisomérase I, d’ailleurs en 
absence de HU, la topoisomérase I devient essentielle à la viabilité (Bensaid et al.,
1996). Hmo1 et UBF pourrait donc agir sur la topologie des régions transcrites 
d’ADNr.
Topologie et tanscription par l’ARN pol I 
Nous avons évoqué dans l’introduction que la transcription par l’ARN pol I était 
particulièrement sensible aux problèmes de topologie de sa matrice d’ADN (Schultz 
et al., 1992). De plus, Christophe Lavelle en 2008 a suggéré que la topoisomérase I 
serait particulièrement sollicitée pour réguler l’absorption du stress torsionel négatif 
après le passage de l’ARN pol, alors que la topoisomérase 2 serait d’avantage active 
en amont de l’ARN pol (Lavelle, 2008). Dans son papier de 2010, French et ses 
collaborateurs semblent confirmer cette situation dans le cas de l’ARN pol I (French 
et al., 2010). Dans notre étude nous avons beaucoup utilisé le mutant rpa49-∆, ce 
mutant présente un défaut d’élongation et une viabilité altéré, ce phénotype peut être 
corrigé par une surexpression de UBF et Hmo1. Comme nous l’avons évoqué, 
l’absence de contact entre ARN pol I dans ce mutant expose chaque ARN pol I à des 
contraintes topologiques. De plus, Aziz El Hage et ses collaborateurs en 2010 
montrent que ce mutant présente des hybrides ADN-ARN se formant après le 
passage de l’ARN pol I (El Hage et al., 2010). Ce type de structure apparait 
notamment en absence de la topoisomérase I.  
L’absence de Rpa49 entrainerait donc l’accumulation de stress torsionel négatif sur 
l’ADNr parallèlement à l’activité de l’ARN pol I. Dans ce contexte, l’activité des 
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protéines HMGB et de la topoisomérase I sur les super tours négatifs pourrait 
s’avérer essentielle. Cette hypothèse est soutenue par le fait qu’en absence de 
Rpa49 ces deux protéines, Top1 et Hmo1, deviennent essentielle pour la 
transcription par l’ARN pol I (Berger et al., 2007; Gadal et al., 2002b). Nous 
proposons donc que les protéines HMGB, UBF1 et Hmo1 auraient pour fonction 
commune sur l’ADNr de stocker et d’organiser les super tours négatifs accumulés 
après le passage de l’ARN polymérase I. Par ce rôle, les protéines HMGB 
maintiendraient une structure permissive pour la transcription et favorable à 
l’élongation (figure 33). Dans ce sens, il serait intéressant de tester in vitro l’effet de 
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augmentation des contraintes topologiques appliqués à chaque ARN pol I du fait de l'absence de contact
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Figure 33: Modèle des conséquences de l'absence de rpa49 et du rôle d'Hmo1. A- Dans un 
contexte sauvage l'ARN pol I transcrit sur sa matrice d'ADN et provoque un stress torsionnel en amont 
et en aval. La nature des superenroulements est indiquée par - (enroulement négatif), + (enroulement 
positif). La Top1 et la Top2 résolvent ces stress respectivement en aval et en amont et Hmo1 agirait sur 
la structure de l'ADNr en stockant et en maintenant une superhélicité négative favorable au processus 
transcriptionnelle. Hmo1 favoriserait notamment le maintien des structures en plectonème. Enfin, les 
contacts entre ARN pol I permettent à ces 3 ARN pol I de limiter le stress topologique créé par chacune 
d'entre elles. B- Dans un hmo1-∆, par analogie avec l'absence de la protéine HU chez les procaryotes, 
Top1 augmenterait son activité et permettrait de résoudre les super enroulements négatifs. L'absence 
d'Hmo1 favorise l'instabilité du génome. C- En absence de Top1 on aurait une augmentation de la super 
hélicité négative et l'apparition de "R-loop". Une partie de ces défauts pourrait être comblé par l'action 
d'Hmo1 et de la Top2. D- Dans une souche ne contenant pas Rpa49, on a un défaut d'élongation et une 
augmentation des distances entre ARN pol I qui augmente le stress topologique. Dans ce contexte, les 
défauts d'élongation et de topologie rendent Hmo1 et Top1 essentielles. Une surexpression de Hmo1 
pourrait favoriser la prise en charge des contraintes topologiques de manière favorable à la transcrip-
tion.
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Comment mettre en évidence l’influence sur la topologie de l’ADNr de ces 
protéines HMGB ? 
L’étude de la topologie de l’ADNr et particulièrement des régions transcrites n’est pas 
aisée. D’une part du fait de l’hétérogénéité du locus, il est difficile de différencier les 
gènes actifs et inactifs, de plus l’étude in vivo de la topologie d’un locus donné chez 
les eucaryotes s’avère techniquement difficile. L’étude de l’ADNr s’appuie d’avantage 
sur la caractérisation de la chromatine des gènes actifs et inactifs par l’utilisation des 
techniques de ChIP et des dérivés du psoralène. Par cette dernière technique, il est 
facile de distinguer les gènes contenant des nucléosomes par opposition à ceux qui 
en sont dépourvus. Cependant, une utilisation dans des conditions différentes du 
psoralène pourrait nous permettre d’étudier spécifiquement la topologie de l’ADNr.  
Le psoralène et ses dérivés sont des agents qui s’incorporent aléatoirement dans 
l’ADN (Cimino, 1985). L’intercalation du psoralène va varier selon l’accessibilité de 
l’ADN, dépendante notamment de sa topologie. Ainsi, le psoralène a d’abord été 
utilisé pour étudier la topologie de l’ADN. A de faible concentration, la probabilité 
d’accrochage du psoralène augmente proportionnellement au super enroulement 
négatif de l’ADN (Sinden et al., 1980). L’utilisation du psoralène devrait donc être un 
outil pour étudier si la topologie de l’ADNr est altérée dans un rpa49-∆ et si elle est 
modifiée dans le cas de la surexpression d’Hmo1. Une incorporation plus importante 
du psoralène traduira une augmentation de la super hélicité négative de l’ADN. De 
manière très intéressante, dans la publication de Cavalli et ses collaborateurs en 
1996, les expériences de posralen cross-linking mené sur l’ADNr montre que en 
absence de la topoisomérase I la bande contenant les gènes actifs migre plus 
lentement que la même bande dans une souche sauvage. Cette migration 
particulière traduit une augmentation de l’incorporation du psoralène dans les gènes 
actifs de l’ADNr issus de cellules ne contenant pas de topoisomérase 1. La 
comparaison de l’incorporation de psoralène sur les gènes actifs devrait nous 
permettre d’étudier si la topologie de l’ADN est altérée dans un rpa49-∆ et si elle est 
modifiée dans le cas de la surexpression d’Hmo1 et d’UBF1. Nous comparerons la 
migration des bandes actives dans différents contextes. 
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De plus, une autre méthode pourrait nous permettre d’étudier précisément les 
changements topologiques de l’ADNr. Récemment, Bermudez et ses collaborateurs 
ont mis une technique au point pour étudier la topologie sur l’ensemble du génome 
de levure(Bermudez et al., 2010). Dans cette publication, ils ont étalonné la dose de
psoralène à utiliser pour que la probabilité d’incorporation du psoralène soit 
uniquement dépendante de la topologie et pas de la présence d’histone et de 
nucléosome. Après ce traitement modéré aux psoralène suivi d’une exposition aux 
UV, l’ADN est extrait, coupé, dénaturé puis digéré par l’exonucléase I. L’ADN ayant 
fixé une molécule de psoralène restera sous forme double brin et ne serait pas 
dégradé par l’exonucléase I. L’ADN résistant peut être ensuite analysé sur puce ou 
par qPCR avec des oligos ciblant la région transcrite de l’ADNr. Une condition A 
pourra être comparé à une condition B, et la quantité d’ADN récupéré sera 
dépendante du psoralène incorporé et donc de la super hélicité de cette région. Pour 
cibler spécifiquement l’information sur les gènes transcrits par l’ARN pol I nous 
pourrons utiliser la souche « 25 copies » où tous les gènes sont actifs. Nous 
évaluerons la topologie des gènes actifs d’ADNr dans différents contextes 
génétiques en présence ou en absence d’Hmo1.  
Additionné aux données déjà à notre disposition, nous pourrons ainsi proposer un 
mécanisme d’action de ces protéines HMGB eucaryotes impliqués dans la 
transcription par l’ARN polymérase I. Après ouverture d’une copie d’ADNr le passage 
des ARN pol I entrainerait l’action couplée de la topoisomérase I et de ces protéines 
HMGB pour respectivement résoudre ou stocker les super tours négatifs apparu 
après le passage de l’ARN polymérase I. Par leur abondance, leur affinité pour ces 
structures d’ADN et les changements structuraux qu’elles provoquent, ces protéines 
HMGB fixées sur ces gènes d’ADNr empêcheraient la formation de novo de 
nucléosomes et permettraient de maintenir les copies sous formes ouvertes. 
Parallèlement à ce rôle, ces protéines HMGB permettraient aussi d’organiser l’ADN 
des gènes actifs et de résoudre le stress torsionel provoqué par le passage de l’ARN 
polymérase I. Par cette activité, ces protéines HMGB ; UBF1, Hmo1, Spbc28F2, 
conservé chez l’Homme, S. cerevisiae ou S. pombe, permettraient d’améliorer 
l’élongation de l’ARN pol I eucaryote en agissant sur la topologie des gènes les plus 
transcrits du génome.  
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I-4-Hmo1 : une protéine multifonctionnelle 
La littérature concernant la protéine Hmo1 ne se restreint pas à la transcription par 
l’ARN pol I, Hmo1 est impliquée dans la stabilité du génome, la réparation et la 
recombinaison et la transcription de certains gènes d’ARN pol II (pour les 
publications les plus récentes (Bermejo et al., 2009; Kasahara et al., 2011; Kim and 
Livingston, 2006). De ce fait, l’étude des différentes fonctions d’Hmo1 se heurte à la 
difficulté d’étudier spécifiquement une d’entre elle. Au vu de nos résultats, nous 
pouvons émettre des hypothèses sur les différentes fonctions d’Hmo1 et utiliser nos 
données pour aller plus loin dans la compréhension du rôle d’Hmo1 dans ces 
différents processus.
Comme nous l’avons suggéré, Hmo1 pourrait avoir un rôle sur la topologie en 
favorisant l’établissement de domaines topologiques superenroulés négativement. 
Cette capacité pourrait être requise dans les rôle d’Hmo1 décrit comme étant lié à la 
stabilité du génome et à la réparation. En effet, une super hélicité négative favorise le 
recrutement de facteurs liés à la réparation. De plus, l’implication potentielle d’Hmo1 
dans les processus de réparation est d’autant plus évidente que cette protéine est 
capable de reconnaître des structures particulières tel que les structures d’ADN en 
boucle et les jonctions 4 voies que l’on retrouve au niveau des cassures de l’ADN 
(Kamau et al., 2004). A titre d’exemple, les régions riches en répétitions CAG sont 
enrichies en protéine Hmo1 et particulièrement instable. En absence d’Hmo1, on 
observe la fixation de nucléosomes sur ces mêmes régions et l’instabilité de ces 
répétitions (Kim and Livingston, 2006). Ainsi, Hmo1 serait recruté sur ces régions et 
favoriserait les processus de réparation et la stabilité du génome par sa capacité à 
structurer l’ADN. Hmo1 est d’ailleurs essentielle en absence de protéines, tel que 
Sgs1 et top3, impliqués dans ces fonctions. Dans le même sens Hmo1 est 
particulièrement présent sur les gènes transcrits pendant la réplication qui 
représentent des lieux particulièrement propices à des cassures de l’ADN et soumis 
à un important stress topologique (Bermejo et al., 2009).
 Concernant la fonction d’Hmo1 avec le promoteurs des gènes d’ARN pol II, le 
mécanisme d’action d’Hmo1 pourrait être différent, Hmo1 pourrait influer sur la 
transcription par des interactions spécifiques des protéines appartenant aux 
complexes TFIID. Ceci expliquerait pourquoi les équivalents d’Hmo1 tel que UBF1 
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ne peuvent remplacer Hmo1 qui établirait des interactions espèces spécifiques avec 
des facteurs de transcriptions. En considérant les dernière publications du groupe de 
Kokubo démontrant que Hmo1 va organiser la positionnement du complexe 
d’initiation, nous pouvons proposer que la fonction principal d’Hmo1 dans ce cas est 
d’interagir avec les facteurs de transcriptions TFIID, de restreindre l’accès au 
nucléosome, et de positionner la formation du complexe d’initiation(Kasahara et al., 
2008; Kasahara et al., 2011). L’effet d’Hmo1 pour résoudre les stress topologiques 
dans ce cas ne serait pas sollicité. 
 A partir des résultats acquis durant cette thèse nous pourrions vérifier ces 
hypothèses. Pour se faire, les formes tronquées d’Hmo1 pourraient être de bons 
outils. Nous pourrions notamment la version Hmo1-ΔCR, correspondant à Hmo1 
sans cette région essentielle à son rôle dans l’activité ARN pol I, et tester l’activité de 
cette protéine dans les différents processus impliquant Hmo1 (lien génétique SGS1,
TOP3). Selon les résultats, il devrait être possible d’étudier séparément les différents 
rôles d’Hmo1 et de voir si l’implication d’Hmo1 dans les processus de réparation est 
plus proche de son rôle joué au niveau de la transcription par l’ARN pol I ou de l’ARN 
pol II. 
De manière général, l’utilisation des protéines UBF1 ou Spbc28F2, équivalentes à 
Hmo1 et de la forme tronquée d’Hmo1 respectivement efficace et inefficace pour la 
transcription par l’ARN pol I pourrait à l’avenir s’avérer des outils essentiels pour 
comprendre et découpler les différentes fonctions d’Hmo1.  
II-Organisation tri-dimensionelle du génome de S. cerevisiae.
Les phénomènes de relocalisation, d’adressage dans des environnements locaux 
d’un gène sont des éléments influant sur les processus ADN dépendant mais leurs 
réalisations semblent en premier lieu dictées par les propriétés physiques du gène 
concerné. Ainsi, une région proche du centromère ne pourra se localiser dans des 
régions éloignées du centre organisateur des microtubules. A contrario, certaines 
régions par leur position sur le génome possèdent un certain degré de liberté, ces 
dernières auront la possibilités d’explorer le volume nucléaire et différents 
environnements. Le gène SUP4 semble avoir une telle capacité de mouvement. Ces 
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régions d’ADN pourront alors établir des interactions ou des regroupements plus ou 
moins fréquents selon leurs compositions protéiques influant directement sur la 
capacité de diffusion et le temps de résidence du polymère d’ADN.  
II-1-Le 3C et la microscopie, deux approches complémentaires
Depuis quelques années, les méthodes de 3C associées au séquençage à haut 
débit, ont permis d’apporter de nouvelles informations relatives à l’organisation des 
chromosomes et de valider certaines conclusions tirées d’approches microscopiques 
(Dekker et al., 2002). L’apport majeur de cette technique se situe dans la capacité à 
couvrir l’ensemble du génome alors que la plupart des approches microscopiques 
sont restreintes à l’étude de quelques loci. On obtient alors une carte d’interactions 
d’une région par rapport à une autre. Cette technique a permis de valider certain 
concept tel que les territoires chromosomiques, le confinement des régions 
d’hétérochromatine et eurochromatine, et l’existence de regroupement de gène actifs 
en transcription (Lieberman-Aiden et al., 2009). A partir des fréquences 
d’interactions, il est possible de proposer une carte tridimensionnelle d’organisation 
du génome, cependant la modélisation nécessite un certains nombre de partis pris et 
ne peut être proposée que sous forme d’hypothèse (Langowski, 2011; Marti-Renom
and Mirny, 2011). En effet, la modélisation des chromosomes de levures proposée 
par Duan en 2010 n’est qu’une possibilité de structure parmi d’autres, une 
modélisation différente, à partir des mêmes données, aurait pu être proposée. De 
plus, la technique de 3C nécessite une étape de fixation par la formaldéhyde. A ce 
sujet, il est important de noter que cet agent chimique ne permet pas de relier 
directement deux brins d’ADN mais permet des liaisons entre les protéines, d’autre 
part il est possible que la fixation par la formaldhéyde altère la structure du noyau et 
des chromosomes. La puissance de cette technique est donc la quantité 
d’information qu’elle est capable de fournir, mais elle est soumise à la difficulté 
d’interprétation d’une telle masse de donnée et à l’obligation de passer par une étape 
de fixation. Pour cette raison, l’apport de la microscopie in vivo semble nécessaire 
pour interpréter ces données. 
 Il serait intéressant de confronter l’organisation du chromosome XII que nous avons 
proposé aux donnés de 5C pour proposer un modèle du chromosome XII prenant en 
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compte les deux jeux de donnés. De manière générale, il sera nécessaire dans 
l’avenir de développer en microscopie des méthodes d’acquisition et d’analyse à 
haut débit pour les confronter à l’énorme quantité d’information rendue disponible par 
le 5C ou le Hi-C.
Enfin, il ne faut pas éluder le fait que les cartes d’interactions chromosomiques 
obtenues par 5C ne nous permettent pas d’observation en cellule unique et d’avoir 
une idée précise de la dynamique chromatinienne d’une région donnée, en ce sens 
l’observation microscopique par « time lapse » est le complément idéal pour apporter 
une dimension supplémentaire à ces modélisations de l’organisation des 
chromosomes.
II-2-De l’étude du nucléole à l’ADNr
Le suivi par microscopie d’un gène ou les approches de Hi-C est difficilement 
applicable à l’étude de l’organisation du locus d’ADNr principalement à cause de sa 
structure répétée. Pour cette raison, les investigations autour de l’organisation des 
gènes d’ADNr se sont davantage appuyées sur la description morphologique du 
nucléole en microscopie électronique. 
Ces études ont permis de soumettre des hypothèses quant à l’agencement des 
gènes actifs et inactifs au sein des différentes régions du nucléole mais leurs 
conclusions restent débattues. Deux controverses principales résident dans le lieu de 
localisation de l’ARN pol I et dans la zone de stockage des gènes inactifs (Chapitre 
1, II-2). La levure S. cerevisiae par sa maniabilité génétique peut là aussi aider à 
répondre à certaines interrogations. L’utilisation de la souche ne contenant que 25 
copies d’ADNr peut permettre d’observer un nucléole ne contenant que des gènes 
actifs. Au sein du laboratoire, Isabelle Leger Silvestre a réalisé des observations en 
microscopie électronique de cette souche. De manière surprenante, le nucléole ne 
semble pas avoir une morphologie particulièrement altérée et sa taille est similaire à 
celle d’un nucléole contenant 200 copies d’ADNr. Cette observation a été confirmée 
en microscopie photonique. Il semble donc que la morphologie du nucléole et sa 
taille soit principalement dépendante des gènes actifs et du nombre d’ARN pol I 
engagé en transcription. La caractérisation par tomographie ou par des coupes 
sériées observées en microscopies électronique dans la souche 25 copies pourrait 
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simplifier l’interprétation morphologique des structures nucléolaires et apporter de 
nouvelles informations sur l’organisation des gènes d’ADNr. 
II-3-Organisation de l’ADNr
Pour comprendre l’organisation de l’ADNr, il faut prendre en compte ses principales 
caractéristiques. L'ADNr en transcription contient une structure singulière avec très 
peu de nucléosome canonique, une topologie particulière, et une énorme quantité 
d'ARN pol I associés à des particules ribonucléoprotéique. En conséquence, les 
caractéristiques physiques du polymère d’ADNr pourraient être suffisante pour qu’il
s’exclue du génome et s’organise dans une structure indépendante ; le nucléole. 
Dans le cas d’une souche rpa49-∆ où l’on a très peu d’ARN pol I par gène les 
caractéristiques physiques du polymère d’ADNr décrite préalablement varient ; il est 
possible que ces nouvelles propriétés de l’ADNr ne permettent pas son exclusion vis 
à vis du reste du génome et contribuerait à la désorganisation complète du nucléole.  
Dans notre étude, nous avons choisi de suivre la localisation d’un gène d’ADNr par 
insertion d’opérateur tetO. Cette technique pose deux problèmes majeurs, la taille 
des insertions qui pourrait perturber la localisation du gène et l’instabilité de l’ADNr 
empêchant le suivit d’un même gène d’une cellule à l’autre. Sur ce dernier point, la 
détermination de la position du gène sur le chromosome par l’utilisation du PFGE 
après coupure au site d’insertion nous a permis de montrer la stabilité de l’insertion 
au sein d’une culture monoclonal. Faute de temps, nous n’avons pu marquer un 
grand nombre de gène, cependant la technique de marquage semble efficace et 
l’observation d’un plus grand nombre de gènes pour obtenir un panel de marquage 
sur l’ADNr devrait être facilement réalisable.  
Une étude de 2008 s’est également intéressée à l’organisation de l’ADNr ; d’après 
les auteurs de cette étude l’entrée de l’ADNr se ferait de part et d’autre du nucléole 
et serait accolé à l’enveloppe nucléaire (Mekhail et al., 2008). Les données sur la 
structure du chromosome XII que nous avons obtenu apparaissent en contradiction 
avec ce modèle. D’une part, les gènes d’ADNr que nous avons observés ne semble 
pas être collé le long de l’enveloppe nucléaire comme le propose Mekhail(Mekhail et 
al., 2008). De plus, nous observons que les séquences d’ADN en amont et en aval 
des gènes d’ADNr sont regroupées autour de l’axe central à proximité du nucléole. 
Pour expliquer cette divergence de résultats, il est important de noter que dans 
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l’étude menée par Mekhail et ses collaborateurs les cellules sont traitées aux 
nocodazole puis fixées. Les cellules sont alors bloquées en G2/M ce qui provoque 
une compaction de l’ADNr et la fixation par la formaldhéyde pourrait changer 
l’organisation de l’ADNr. D’ailleurs, récemment l’ADNr a été observé in vivo dans des 
cellules bloquées en G2/M et la situation observée est différente que celle décrite par 
Mekhail. Dans ce cas, l’ADNr est compacté sous forme d’une boucle qui n’est pas 
ancrée à l’enveloppe (Miyazaki and Kobayashi, 2011). Ces résultats semblent 
indiquer que le DNA FISH n’est pas la meilleure méthode pour comprendre 
l’organisation de l’ADNr.  
Dans des conditions in vivo, nous avons observés que les régions d’ADN précédent 
et suivant les gènes d’ADNr (270kb et 380kb) sont regroupées en une même zone. 
De manière intéressante, il semble établi que ces deux régions se rejoignent dès 
l’entré en phase G2/M (Miyazaki and Kobayashi, 2011), il se peut que ces deux 
régions restent proches tout au longs du cycle et que la visualisation de la boucle 
formée par l’ADNr observée en G2/M ne serait pas du au rapprochement de novo
des régions de part et d’autre de l’ADNr, mais juste à la compaction des gènes 
d’ADNr qui permettrait d’observer cette boucle en microscopie photonique. Pour 
vérifier cette hypothèse, il suffirait de suivre simultanément la localisation de ces 
deux régions en amont et en aval de l’ADNr par un double marquage. La proximité 
de ces régions en aval et en amont de l‘ADNr pourrait participer à l’organisation de 
l’ADNr.
Pour le moment, il est difficile à partir de nos données de faire des conclusions 
définitives quant à l’organisation de l’ADNr, cependant nos premières observations 
nous montre que la majorité des gènes ont une carte de localisation très proche alors 
qu’ils sont positionnés à différents endroits du génome. Cette observation pourrait 
suggérer une organisation non linéaire, potentiellement en boucle autour d’un point 
















Figure 34: Organisation hypothétique du chromosome XII et de l'ADNr. Nous avons décrit une 
structure potentielle de l'ADNr in vivo organisé autour du SPB, des régions télomériques et du nucléole, 
ici nous proposons un modèle d'organisation de l'ADNr. Nous avons donné l'exemple de deux cartes de 
localisations de gènes de l'ADNr avant (A, B) ou après traitement à la rapamycine (A', B'). Nous avons 
également ajouté deux cartes de localisation des régions précédents (420 k) et suivants (520 k) l'ADNr 
en présence (C) ou en absence (C') de rapamycine. Le nucléole est représenté en rouge avec en son 
sein l'ADNr, les régions marquées en vert.
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Pour valider ce modèle, il serait donc intéressant de poursuivre l’étude de 
l’organisation de l’ADNr dans un contexte sauvage et rpa49-∆. Premièrement, il 
serait important par un double marquage de valider la proximité spatiale des régions 
adjacentes à l’ADNr. D’autre part, la méthode de marquage associée aux PFGE que 
nous avons mis au point devrait nous permettre de continuer à cartographier d’autres 
régions de l’ADNr pour valider notre modèle d’organisation. Enfin, l’utilisation du 
mutant rpa49-∆ nous permettra de voir quelle est l’organisation de l’ADNr dans ce 
contexte où le nucléole est désagrégé et si l’absence de structure nucléolaire
entraine une réorganisation de l’ensemble des chromosomes de levures auparavant 



























































































































































































































































































































































































































































































































































































































































































































































































































































































































































































































































































































































































































































































































































































































































































































































































































































































































































































































































































































































































































































































































































































































































































































































































































































































































































































































































































































































































































































































































































































































































































































































































































































































































































































































































































































































































































































































































































































































































































































































































































































































































































































































































































































































































































































































































































































































































































































































































































































































































































































































































































































































































































































































































































































































































































































































































































































































































































































































































































































































































































































































































































































































































































































































































































































































































































































Nuclear organization and chromatin dynamics in yeast: Biophysical models or
biologically driven interactions?☆
Benjamin Albert, Isabelle Léger-Silvestre, Christophe Normand, Olivier Gadal ⁎
LBME du CNRS, France
Laboratoire de Biologie Moleculaire Eucaryote, Université de Toulouse, 118 route de Narbonne, F-31000 Toulouse, France
a b s t r a c ta r t i c l e i n f o
Article history:
Received 18 October 2011
Received in revised form 21 December 2011








Over the past decade, tremendous progress has been made in understanding the spatial organization of genes
and chromosomes. Nuclear organization can be thought of as information that is not encoded in DNA, but
which nevertheless impacts gene expression. Nuclear organizational influences can be cell-specific and are
potentially heritable. Thus, nuclear organization fulfills all the criteria necessary for it to be considered an
authentic level of epigenetic information. Chromosomal nuclear organization is primarily dictated by the
biophysical properties of chromatin. Diffusion models of polymers confined in the crowded nuclear space ac-
curately recapitulate experimental observation. Diffusion is a Brownian process, which implies that the posi-
tions of chromosomes and genes are not defined deterministically but are likely to be dictated by the laws of
probability. Despite the small size of their nuclei, budding yeast have been instrumental in discovering how
epigenetic information is encoded in the spatial organization of the genome. The relatively simple organization of
the yeast nucleus and the very high number of genetically identical cells that can be observed under fluorescent
microscopy allow statistically robust definitions of the gene and chromosomepositions in the nuclear space to be
constructed. In this review, we will focus on how the spatial organization of the chromatin in the yeast nucleus
might impact transcription. This article is part of a Special Issue entitled: Nuclear Transport and RNA Processing.
© 2012 Elsevier B.V. All rights reserved.
1. From genome sequencing to biophysical modeling
Although genome sequencing projects provide access to the com-
plete set of genetic information encoded by the DNA, they do not allow
us to completely define all cellular processes. Nevertheless, they provide
invaluable tools thatmay help achieve this goal. The next great challenge
will be to understand how and when genetic information is accessible
and used in vivo. Genome sequencing reveals the linear organization of
the genome corresponding to the position of genes along the chromo-
somes and the goal of the ENCODE project is to generate a comprehen-
sive map that defines all the functional elements present in this huge,
still cryptic, linear dataset [1]. The complete characterization of the ge-
nome encompasses not only its linear organization but also its “spatial
organization”. Defining the spatial organization of a genome includes
identifying the positions and dynamics of chromosomes as well as
those of individual genes in the three-dimensional space of the nucleus.
Characterizing spatial organization is by farmore challenging than delin-
eating the cis- and trans-acting regulators of gene expression. However,
they both have the same potential to regulate transcription. Elucidating
genomic spatial organization is thus a very important step toward a com-
plete understanding of genome function [2]. Genetic material is highly
organized in the nucleus and includes positioning of the chromosomes
as well as the individual genes [3,4]. For a long time, such organization
was considered to be a black box largely refractory to experimentation
[5]. Thanks to novel imaging techniques and the recent development of
a large set of molecular biology approaches based on chromosome con-
formation capture (3C) [6], tremendous progress in this area has been
achieved in recent years. This is reflected by the large number of reviews
covering this field [7–23]. Progress has been made mostly along two re-
search axes: the biophysical properties of chromatin fibers and the bio-
logical consequences of gene and chromosome positioning. Because
these types of studies were performed in parallel, future efforts must
be made to understand how these two principles relate to each other
to generate a coherent global understanding of spatial organization. In
this work, we will first make a general description of architectural
models of chromatin in mammalian and Saccharomyces cerevisiae. We
will then present results obtained in yeast where genetic tools combined
with powerful imaging and 3C methods are starting to reveal the role of
nuclear organization in the global program of gene expression.
1.1. The structure of the chromatin fiber
1.1.1. Genome organization: a universal problem with different solutions
in bacteria, archea and eukaryotes
All living organisms must be able to solve a fundamental problem:
how to organize long, linear or circular DNA polymer(s) in a small
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subcellular volume: thenucleus for eukaryotes or thenucleoïd for bacte-
ria and archea. As in eukaryotic cell nuclei, bacterial chromosome is
highly organized. In bacteria, global negative supercoiling of the genome
allows compaction though the formation of plectonems, which are
structures that promote strand separation and facilitate access to infor-
mation [24]. Bacterial genomes are thought to be highly organized in a
rosette-like structure from which the plectonems protrude [25,26]. A
very recent study established that in Caulobacter crescentus, chromo-
some is ellipsoidal with periodically arranged arms [27].
The fundamental element for organizing the eukaryotic genome is
the nucleosome: a histone octamer that has been characterized at a
resolution of 1.9 Å [28]. Eukaryotic chromosomes are long linear
strands of DNA wrapped around nucleosomes, which collectively
generate a toroidal structure known as chromatin. With respect to
evolution, presence of histones is correlated with massive increase
in genome sizes [29]. However, in contrast to the bacterial plectonem,
the structure of chromatin allows only a fraction of the genome to be
accessible for biological processes [18].
1.1.2. The 30 nm chromatin fibers
Under conditions of low ionic strength, spread nuclear chromatin
takes the form of an extended 11 nm fiber formed by the beads-on-a-
string nucleosomal array, and reveals the first layer of genomic orga-
nization in vivo. In the nucleus, dense, highly organized chromatin is
obtained through a hierarchy of folding events, which further in-
crease the compaction of the 11 nm fibers and ultimately decrease
accessibility. Under conditions of physiological ionic strength and in
the presence of histone H1, chromatin compacts into 30 nm fibers
[30,31]. In vitro, reconstituted or purified 30 nm fibers are flexible
and organized into helical fibers forming either a solenoid or a zig-
zag assembly [32]. The 30 nm fiber was widely accepted as a model
for the global organization of chromatin in the nucleus and has
been depicted in many textbooks. This structural organization
achieves a reasonable compaction level to fit a large genome into a
small nucleus. Such a model now appears to be a large oversimplifica-
tion of the nuclear organization that has been experimentally
observed [33]. Historically, early small-angle X-ray scattering
experiments of isolated nuclei detected a diffraction signal at 1/
30 nm−1, which was taken as direct evidence for the 30 nm fiber as
the fundamental unit of condensed DNA in the nucleus [34]. However,
due to the lack of molecular characterization this signal could not be
unambiguously attributed to chromatin. Cryo-electronmicroscopy re-
producibly failed to detect 30 nm fibers in nuclear sections or mitotic
chromosome [35–39]. Recently, 30 nm fibers were detected on small
regions of sections of cryo-fixed, cryo-substituted murine rod photo-
receptor cell nuclei. These 30 nm fibers were characterized by a strong
ring in the Fourier transform at 1/30.9 nm−1 [40]. Although numerous
negative results had been obtained previously, this report established
for the first time that 30 nm fibers are detectable using electron mi-
croscopy. Nevertheless, in sharp contrast to the commonly accepted
model, the 30 nm fiber is not a general feature of the eukaryotic
nucleus.
1.1.3. The different status of chromatin fibers in the nucleus
If nuclear sections are analyzed quantitatively by electron micros-
copy, region of different density can be found. Using a very peculiar
example, murine rod photoreceptor cell nuclei, five very different do-
mains are found to co-exist including one made of 30 nm fibers.
Listed in the order of increasing density, they are: 1) a region of
very low density, which is probably free of nucleosomes; 2) a region
containing 11 nm fibers, with only 7% of the volume occupied by nu-
cleosomes; 3) a region containing densely packed particles, in which
16% of the volume is occupied by nucleosomes, but which lacks any
detectable individual fibers; 4) a region of high nucleosome density,
in which 61% of the volume is occupied by nucleosomes, and with a
peripheral granular appearance characteristic of 30 nm fibers; and
5) a central region of very high density and compaction [40]. Such
heterogeneity in the nucleus demonstrates that chromatin compac-
tions of fibers of exactly 11 nm or 30 nm are not features generally
found in nuclei. The measured compaction structures in the nucleus
appear to be much more heterogeneous than previously thought
and range in size from 11 nm tomuch larger than 30 nm. Importantly,
the measured physical distance (in nm) between two loci separated
by a known genetic distance (in base pairs, where one base pair
contributes to a polymer “length” of 0.35 nm [41]) in the nuclei of
budding yeast was compatible with 30 nm chromatin structure
modeling [42]. Another model of chromatin compaction, which as-
sumes the DNA polymers to be more flexible, is also compatible
with in vivo physical distance measurements if confinement in the
small nucleus (2–4 μm3, see below) is taken into account as a major
factor in compaction [43]. Thus, ultra-structural studies revealed
that chromatin is organized into a very wide range of structures in
vivo, and that it does not consist only of 30 nm fibers.
1.2. The linear compartmentalization of chromosomes
The first level of organization of genome is a linear, one di-
mensional (1D), compartmentalization of chromosome [10]. Pow-
erful high-resolution approaches have established that regional
compartmentalization exists along the linear chromosome. In
humans, large domains referred to as regions of increased gene
expression (RIDGEs) are typically several megabases in size. On
a smaller scale, the ENCODE project revealed the presence of spe-
cific chromatin domains that are between 20 kb and 1 Mb long
[44]. Finally, at the smallest scale, adjacent genes tend to be co-
regulated in yeast, the fruit fly, the mouse and the human, even
when the genes are not functionally related [10]. This conserved
feature among organisms having genomes of very different sizes
suggests that this type of linear organization is universal among
eukaryotes. In yeast, where most genes are about 1 kb long, cor-
relating expression profiles have been observed for adjacent
gene pairs, and even for triplets of genes, but not for larger
groups of linearly colocalized genes [45]. Regardless of their size,
the linear organization of 1D chromatin domains is an important
biological feature. However, from highly accurate mapping ana-
lyses, it is now clear that the number of regulatory elements
greatly exceeds the number of genes. Cis-acting regulatory ele-
ments are abundant near genes, but they can also be found at
long distances, implying that long-range interactions between dif-
ferent genomic sites must be quite prevalent [10]. Thus, whereas
the linear organization of genome represents one layer of organi-
zation, the three-dimensional organization that results in the
long-range interactions that are often described for higher-order
chromatin structures, must also be considered.
1.3. Three-dimensional organization of genomes
1.3.1. Euchromatin, heterochromatin and chromosome territories
The heterogeneous distribution of chromatin in the nucleus was
observed in 1928 by Emil Heitz [46] using Giemsa as a dye and optical
microscopy. Electronmicroscopy confirmed and characterized the ex-
istence of two kinds of chromatin defined as heterochromatin and eu-
chromatin [47]. Heterochromatin is condensed while euchromatin
has a more open conformation. Heterochromatin can be more accu-
rately subdivided into facultative and constitutive heterochromatin
[48]. Constitutive heterochromatin is considered genetically inert
and remains condensed throughout the cell cycle. Facultative hetero-
chromatin is euchromatin that will adopt heterochromatic properties
in a developmentally controlled manner [49]. Heterochromatin is
typically enriched at the nuclear envelope and around the nucleoli,
excluded from nuclear pore complex (NPC). Cell type-specific vari-
ants of nuclear architecture can differ notably in details, with the
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extreme case of the nuclei of mouse rod photoreceptors with
heterochromatin in the center presented in Section 1.1.3 [50]. Ultra-
structural studies have shown that 11 nm fibers are a feature of eu-
chromatin. Facultative heterochromatin consists of fibers with diam-
eters of 11 nm up to ~30 nm, and constitutive heterochromatin, is
made up of fibers >30 nm in diameter [48]. The other well-defined
level of organization in metazoans is the chromosome territories.
These were best illustrated by fluorescent in situ hybridization
(FisH) experiments, which showed that chromosomes preferentially
occupy mutually exclusive sub-nuclear volumes [5,51].
1.3.2. Chromatin organization analysis using 3C
A major breakthrough in studying chromatin organization came
from the work of Job Dekker working in the laboratory of Nancy
Kleckner: the development of the chromosome conformation capture
(3C) technique [6]. 3C methods are based on capturing spatially adja-
cent chromatin segments through cross-linking, which is followed by
spatially constrained ligation. These ligation-based methods quantita-
tively explore the frequency of contact between genomic loci. A num-
ber of ingenious methods have been derived from 3C by taking
advantage of high-throughput sequencing technology to comprehen-
sively and quantitatively explore the frequency of contact between
genomic loci at genome-wide level [52]. Once this molecular biology
data is obtained, some very important technical controls [53] and fun-
damental assumptions [54] are then needed to convert interaction
frequencies into a model of genomic 3D organization [14]. Neverthe-
less, these experiments confirmed some previously identified aspects
of nuclear organization, such as chromosome territories and the
dichotomy between an open chromatin state (compartment A —
euchromatin) and closed inactive chromatin (compartment B —
heterochromatin).
1.3.3. Chromatin organization within chromosome territories
Dataset obtained from 3C techniques provided a glimpse into the
inner structure of chromosome territories previously refractory to
microscopic analysis [5]. Within chromosomes, certain regions exhib-
ited higher interaction frequencies relative to the average whereas
others exhibited lower interaction frequencies [55]. Such studies
demonstrated that active domains along chromosomes, separated
by large genomic distances, are in close proximity in the nuclear
space. Similarly, inactive compartments are preferentially associated
with each other. These spatial domains are not restricted to single
chromosomes but encompass regions from other chromosomes as
well. This 3D organization is superimposed onto the linear organiza-
tion of chromatin domains defined in 1D analyses. Additionally, the
spatial clustering of similar chromatin states (active and inactive)
suggests that high local concentrations of activating or repressing fac-
tors exist in the sub-nuclear space (see Section 3.3). Such clustering of
active genes and of inactive genes is observed at all levels of nuclear
organization (1D and 3D) and appears to be one of its general fea-
tures, i.e., “like attracts like” [10].
1.4. Chromatin organization: polymer physics go beyond descriptive
biology
1.4.1. Understanding chromatin organization principles through polymer
physics
The complexities of the datasets generated by FISH measurements
or genome-wide 3C experiments also create data mining challenges.
To go beyond descriptive studies, models of chromatin can be used
to simulate different scenario and identify which variables, driven
by biological processes, affect nuclear organization. Two types of
higher-order structural models for interphase chromosomes have
been suggested: loop structures and confined fractal organization.
Loops are present in both models, but can be used to classify existing
models, supported by different kinds of experiments [9]. The loop
structure theme is supported by FISH experiments [56], whereas frac-
tal organization is supported by 3C [55] and by the diffusion and
binding properties of chromatin-interacting proteins [57]. Two poly-
mer models accurately recapitulate most measurements obtained ex-
perimentally: the dynamic random loop model [21,56] and the fractal
globular model [13,55]. It should be mentioned in the context of this
review that those models represent major advance, but it is still
unclear how those models would apply to yeast genome.
1.4.2. Dynamic random loop model versus the crumpled globule model
Model predictions can be simply reconciled with experimental re-
sults by fitting the model's parameters to experimental observations.
However, polymer models allow variables to be extracted that do not
depend on parameters that can be fitted to the models [21]. For ex-
ample, in all models, the relationship between the distance in base
pair (s) of two loci along a chromosome and their mean physical
distance (R) in 3D space is as follows: R(s)∼sν, where ν is the scaling
exponent and is dimensionless. For an ideal chain, or worm-like poly-
mer, the value of ν should be 1/2. For genomic distances over 5 Mb,
FISH experiments revealed that R reaches a plateau, which is not pre-
dicted by random walk polymers model at equilibrium. The dynamic
random loop model can accurately recapitulate measured distances
[56]. In this model, any pair of monomers has a fixed probability of
having an attractive interaction and leads to collapse of the polymer
and the generation of loops at all scales >150 kb. The presence of ran-
dom loops leads to formation of segregated chromosome territories.
Alternatively, if the polymer is confined to a sufficiently small volume,
the polymer can adopt a globular structure at equilibrium with a ν
value of 1/3 [13]. However, such a polymer has numerous knotted
conformations. 3C types of experiments give access to the probability
of contact (Pc) between two loci at a distance (s). For a globule at
equilibrium, Pc will follow: Pc(s)∼s−3/2. This is in striking disagree-
ment with the observed relationship of Pc(s)∼s−1 for genomic dis-
tances between 0.5 Mb and 6 Mb [13]. Such observations led to the
proposal that crumpled globules [58], renamed fractal globules, are
the fundamental units of genome organization in nuclear space [55].
The crumpled globule model was proposed to explain the relaxation
kinetics of polymers rapidly immersed in a poor solvent, in a crowded
space before reaching an equilibrium [58]. This model predicts that
chromatin is not folded randomly, but consists of globular regions,
which condense to larger globules, resulting in a self-similar structure
of a different size [13]. In such a fractal globule, and not in an equilib-
rium globule, the interaction probability decreases with the inverse of
the genomic distance. Like the dynamic random loop model, fractal
globules can freely expand without entanglements. Further, the frac-
tal globule model recapitulates chromosome territory structure, and
because continuous genomic regions are spatially compact and differ-
ent regions occupy different locations, chromosome territories are
predicted to exist in a broad range of scales from 1 kb to 10 Mb
[13]. Finally, a model of self-avoiding random walk of decondensing
chromosomes, which never reach equilibrium, has been proposed.
This model also recapitulates some of the observed behaviors of the
chromatin fibers [59].
1.4.3. Limits of existing polymer models of chromatin
Despite enormous progresses in genome organization models
resulting in at least three realistic polymer models [55,56,59] that
recapitulate most observations on nuclear organization, some impor-
tant challenges remain. Genome organization is heterogeneous. Most
models tend to assume uniform nucleosome positioning, so some
heterogeneity should be introduced into those models [9]. Structure–
function analyses, which combine polymer theory and simulation to
biological observation, have yet to be performed to understand the con-
sequences of nuclear architecture organization.
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1.5. Spatio-temporal dynamics of chromatin
1.5.1. Brownian motion of chromatin
Although biophysical models and the precise and detailed charac-
terization of chromatin reveal its organization to be highly complex,
one should not conclude that it is a rigid three-dimensional assembly.
DNA loci can be followed using bacterial repressors fused to fluores-
cent proteins to arrays of operators. Such labeling methods may in-
volve multiple couple of DNA binding protein and operator (TetR/
tetO; LacI/lacO, etc.), all build on the same principle, are named fluo-
rescent repressor operator system (FROS). FROS labeling combined
with time-lapse fluorescent imaging revealed that chromatin is mo-
bile in the cell nucleus. In yeast cells, motion of chromatin appears
to follow a random walk, which can be characterized by Brownian
law [60,61]. Numerous studies have established that chromatin is in
constant motion [57,62]. What is the energy driving chromatin mo-
tion? Thermal energy is very effective for transport in the nucleus
and can contribute to such motility [63]. However, the question of
passive versus active motion remains an open question. Energy de-
pletion in the cell reduces chromatin motility [60,61]. Therefore, in
addition to thermal energy, energy dependent processes are required
for chromatin motility. Energy dependent motility could have
revealed the involvement of molecular motor. Long-range direction-
ality has indeed been observed in a few studies [64,65]. However, in
most studies, no long-range directional motion has been detected in
interphase nuclei. Therefore, chromatin motion is, at least in part,
an active process requiring cellular energy, but characterized by
Brownian law. The same type of motion, energy dependent diffusion
is also observed for mRNA–protein complexes in the nucleus, and can
be attributed to energy dependent release from specific binding-site
[66]. These findings have important implications, as Brownian dy-
namics suggest that the motion of chromatin is random. Due to this
random behavior, even if the structure of chromatin in living cell nu-
clei can be defined with perfect, atomic-scale, resolution, we will
never be able to predict the motion of an individual locus. Physical
law describing gene positions and chromatin dynamics will be accu-
rately predictive only if based on the statistical properties of chroma-
tin. We are familiar with deterministic law, in which all genes would
change from one position to another. For the purpose of simplifica-
tion, schematic representations of gene positions in the nucleus or
of chromosome organization are often depicted in a single conforma-
tion [67]. This likely gives an incorrect picture of the true nature of the
nuclear architecture.
With the random nature of the chromatin motion in mind, it be-
comes clear that terms such as “anchoring” or “tethering” should be
associated with probability or frequency of occurrence. 3C techniques
give information about an ensemble averages inferred from molecu-
lar biology [6]. Live cell imaging that obtains single cell information
can also be ensemble averaged owing to the development of specific
protocols [68]. The position of a locus can be defined by its frequency
explored around the median position, thus creating a “conformation
ensemble” [14,68]. Based on an appropriately large sampling of a
gene's position, the distribution of its location in the nuclear space
of a population of cells or its most probable conformation accompa-
nied by the associated variation gives an accurate description of the
nuclear architecture.
1.5.2. Mean square displacement of chromatin
Statistical analysis performed using live cell imaging is technically
challenging and represents an obstacle to understanding how ge-
nomes are organized. To effectively explore random motion, the
number of individual observations and the number of data points in
time-lapse imaging should be high. Individual position observations
are typically in the range of 100 cells, and individual trajectories
range from 10 to 100 with about 100 data points for each [69,70].
How to extract information from time-lapse imaging of individual
trajectories is not trivial, and will probably be further improved in
the future. Trajectories are classically analyzed using mean-square
displacement (MSD) [71], and are useful to classify the type of motion
followed (see [72]). For every time interval (s), the square of the
mean displacement observed (μm2) can be calculated (Fig. 1A). For
short time intervals, we have a good sampling from time-lapse ana-
lyses of the trajectory. With longer intervals, the number of distance
measurements decreases, which increases the standard deviation of
the measured mean (Fig. 1A). This has profound consequence on
our ability to analyze motion. For example, a time-lapse of 10 min
with 150 measured positions (one every 4 s), MSD values are robust
and were fitted by models for only 1 min (10% of the time interval)
in this study [73]. Our ability to interpret MSD depends on the
amount of data acquired, and position acquired with high accuracy,
with shorter time intervals is required. The first experiments, which
were done with the best optical setup at the time, suggested free dif-
fusion only for the shortest time intervals, characterized by a linear
relationship (MSD≈DΔt; D for diffusion coefficient). The MSD from
one point to another is proportional to the time difference. However,
such behavior is only observed within the first part of the MSD. This
was followed by a confinement effect due to the appearance of a
physical barrier, which took the form of a plateau at longer time
scale in MSD [61] (Fig. 1B). This type of motion is described as con-
straint diffusion. The combination of an apparent free diffusion at
small scale, and physical barrier, called the confinement radius,
resulted in a slope of the MSD curve not constant, but decreasing mo-
notonously in linear scale (green datapoints; Fig. 1B). When plotted
in a log–log scale, MSD would start with a slope of 1, and decreasing
with larger time intervals, when the MSD reach the confinement radi-
us (green datapoints; Fig. 1C). Two parameters were extracted from
the trajectory: the diffusion coefficient (D) and the confinement radi-
us (MSD plateau value for long time intervals). Thanks to spinning
disk confocal imaging or rapid tracking on wide-field microscopy
combined with a single-photon-sensitive camera, the signal to noise
ratio (SNR) of FROS-labeled cells increased and allowed better track-
ing [73–75]. It is now clear that genomic loci undergo anomalous dif-
fusion at all time scales explored, but different than constraint
diffusion, described as sub-diffusion [73]. With linear scale, the MSD
resulting from constraint diffusion or anomalous diffusion at all
time scale explored appears very similar (Fig. 1B; compare red and
green datapoints). However, from log–log plots of the MSDs, the
linear behavior with a slope of 0.4 is very different that the “confined
diffusion”would predict [73,75]. It is clear that an apparent free diffu-
sion is never observed in gene trajectories. The diffusion behavior of
chromosomal loci is very different from the free diffusion behavior
of either pop-out DNA rings or plasmid elements [76,77]. MSD should
be fitted as a power law (MSD≈C(Δt)α), with α ranging from 0.34 to
0.5 [73,75]. Note that the apparent diffusion coefficients at short time
points, i.e. the slopes of the MSD onset, determined by these methods
were consistent with previous reports [75,78].
1.5.3. Interpretation of chromatin dynamics
Because MSDs are never characterized by a linear relationship be-
tween time and square of the distance, even at the onset of the MSD
curve, diffusion coefficients cannot be extracted. Similarly, the pla-
teau must be extracted from the long time interval in MSD, in the
part of the curve where robustness is low. Unfortunately, the two
parameters extracted from subdiffusion behavior (C and α) are not
directly indicative of the type of constraints that restrain motion.
We would like to give a molecular identity to some of the diffusion
constraints. Unfortunately, values for α that are less than 1 can be
generated by a large variety of physical constraints that limit “free dif-
fusion”. For example, without modification of α, C changes when the
GAL1-10 gene is in the center of the nucleus (3D) or tethered at the
nuclear periphery (2D) [73]. Most recent analyses have shown that
genes follow different types of subdiffusive motion depending on
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the time scale considered, and that this motion is compatible with
the reptation behavior of a long polymer in a crowded environment
[75]. The volume exclusion of each chromosomal chain would be
responsible of the observed sub-diffusion behavior. In conclusion,
time-lapse microscopy is very useful for defining the physical prop-
erties of chromatin fibers. However, data extracted from MSD ana-
lyses do not directly indicate the type of physical constraints of free
diffusion.
2. Nuclear compartmentalization of biological processes: the yeast
nuclear space as a tool
Biophysical modeling of chromatin fibers often ignores local bio-
logical interactions (see Section 1.5.3.). It is well established that
most biological processes are clustered in certain nuclear bodies or
domains [79]. Genome wide studies established that some genes are
concentrated in defined nuclear domains, such as lamina-associated
domains (LAD) and nucleolar-associated domains (NAD) [80–82].
To evaluate the regulatory potential of gene positioning, models of
chromosome organization should relate the positions to relevant nu-
clear landmarks (i.e. lamins, nucleoli or other structures). To demon-
strate that gene activity is affected by intranuclear positioning,
studies should be designed to evaluate the consequences of modify-
ing structural elements in the nucleus and of artificially tethering
genes to novel intranuclear locations [16].
Budding yeast have few intranuclear structures around which
chromosomes are organized, and FROS labeling can be introduced
by homologous recombination at any genomic locus. Due to the
ease at which their genes are manipulated and to progress in fluores-
cent imaging, the yeast nucleus has emerged as an important model
for understanding the function of nuclear organization. This model
has been very informative to link gene expression with gene position-
ing. Quantitative measurements of chromatin positions and dynamics,
and biophysical modeling, will be facilitated in yeast due to the exten-
sive quantitative characterization of their few nuclear structures and
to their very effective homologous recombination which allows tar-
geted modification of genes, chromosomes and labeling of genetic loci.
2.1. The yeast nucleus during cell cycle
S. cerevisiae is probably the eukaryotic cell with the best quantita-
tive definition of its morphology and cellular content during the cell
cycle (Fig. 2A). In G1 and S phase, the shape of the nucleus is often de-
scribed as a sphere or an ellipsoid. In wild-type cells, G2 is very short
and is often analyzed together with M phase. However, DNA damage
signals can induce a G2 to metaphase checkpoint, resulting in an in-
crease in the proportion of cells in G2 with a large bud and one
large spherical nucleus unable to start mitosis. During G2/M phase,
the nucleus is elongated by the mitotic spindle and adopts an hour-
glass shape when entering the bud (Fig. 2B). During all stages of the
cell cycle, chromosome centromeres are anchored via microtubules
and kinetochores to the spindle pole body (SPB); a protein structure
embedded in the NE [83] (Fig. 2C— left panel). Microtubules connect-
ing SPB to centromeres in interphase are of 300–700 nm in length in
interphase [84]. In G1 and S phase, the nucleolus, in which the early
steps of ribosome biogenesis are concentrated, is located opposite to
the SPB, at about 1.5 μm [85] and is organized in a crescent-shaped
structure that makes extensive contact with the NE [86]. In G2/M,
the nucleolus segregates alongside the bulk of the genomic DNA [87].
Yeast telomere organization exhibits similarities to that of Rabl [88].
However, unlike the Rabl conformation, in which telomeres are diamet-
rically opposed to the centromeres, the yeast telomeres are peripheral
but due to nucleolar exclusion are not diametrically opposed to CEN
[22]. In addition to the nucleolus, two other landmarks in the NE are in-
volved in gene positioning and the regulation of gene expression: a
repressive environment near the telomeres, and an active environment
near the NPC [11] (Fig. 2C — right panel).
2.2. Quantitative characterization of chromatin in the yeast nucleus
The biophysical definition of chromatin organization in S.
cerevisiae relative to nuclear landmarks (SPB, nucleolus and NE) will
require quantitative studies characterizing nuclei of yeast cells. In
the S288c yeast strain, all genetic elements including the sub-
telomeric repeats have been sequenced [89], but other strains may
have large genetic [90] and possibly morphological differences.
Most quantitative studies have been performed on exponentially
growing haploid S288c yeast strains in standard growth conditions,
rich medium, and 2% glucose as carbon source (modification of car-
bon source changes nuclear size [91]). Yeast is a hemi-ascomycete,
defined by asymmetric cell division and closed mitosis. This asym-
metric process leads to a larger mother cell nucleus, and a smaller
daughter cell nucleus after mitosis, and impacts the segregation of ge-
netic material [77]. The cellular and nuclear volumes are known to in-
crease concomitantly during cell growth, with the nucleus occupying
between 7% and 10% of the cellular volume throughout the cell cycle
[91,92]. In haploid cells, serial ultrathin sections of cryo-fixed, cryo-
substituted nuclei observed by transmission electron microscopy
revealed that the nuclear volume increases during the cell cycle,
from a low of 1.3 μm3 in daughter cell nuclei in early G1 to 1.8 μm3
in G1 and to 2.1 μm3 in S phase [92,93]. However, certain discrepan-
cies exist among nuclear volumes measured by either electron mi-
croscopy or optical imaging. Using fluorescent microscopy of ~10
living cells, nuclei from mother or daughter cells in G1 were estimat-
ed to be 3.8 μm3 or 2.5 μm3 respectively [60]. This was confirmed
from measurements of several hundred nuclei [77]. In an other
study, the 3D estimated nuclear volume from 1000 cells, using fluo-
rescent microscopy, in which the mother and daughter cell nuclei in
G1 and S phase were aggregated, was found to be between 3.1 μm3
and 6.1 μm3, with a mean of 4 μm3 [68]. Assuming a spherical struc-
ture of the nucleus, a change in size from 1.8 μm3 to 4 μm3 corre-
sponds to an increase in the nuclear radius from 0.75 μm to 1 μm. It
is not entirely clear why a 30% difference in nuclear radius was
found between fluorescent and electron microscopic studies, but
these results indicate two fold differences in the measured volumes
of yeast nuclei. We can only speculate how such disparate results
were generated. Electron microscopy is the most accurate imaging
technique and cryo-fixation is generally considered to be the best fix-
ation method, however, the inclusion of resin in the samples prior to
electron microscopic imaging might have generated artifacts [37].
Conversely, if optical microscopy is intrinsically limited to resolutions
of 200 nm in X–Y axis and 500 nm in Z axis, determining the center of
point like source was estimated to have a precision in a range of
50 nm [68]. Measuring the distance between SPB and the nuclear cen-
ter revealed a mean radius of 0.93 μm (determined from 1900 indi-
vidual nuclei), resulting in a sphere with a volume of 3.3 μm3 [68].
Therefore, despite technical issues in determining nuclear size, the
yeast genome is likely to be distributed in a volume between 2 μm3
and 4 μm3 in interphase nuclei.
2.3. Nuclear landmarks in yeast
Within the yeast nuclear space, two nuclear landmarks impact nu-
clear organization and chromatin dynamics: the nucleolus and the
nuclear envelope. The nucleolus occupies between 22% [92] and 33%
of the nuclear volume [68,86]. This ratio appears to be consistent
whether measured by optical or electronmicroscopy, despite discrep-
ancies in determining nuclear size. The nuclear envelope (NE) is
made of a double membrane contiguous with the endoplasmic retic-
ulum. In addition to the SPB, NE contains another prominent
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landmark protein complex, the NPC, and few inner nuclear mem-
brane (INM) proteins.
2.3.1. Nuclear pore complexes
The NPC is a 50 MDa structure of about 500 nucleoporins orga-
nized in eight-fold symmetry. It contains 30 different nucleoporins,
present in eight, 16 or 32 copies per NPC [94,95]. NPCs are primarily
involved in regulating nucleo-cytoplasmic transport, but also act as
structural elements that organize the nuclear space. The number of
NPCs per nucleus is estimated to be 86±16 in G1 and 117±17 in S
phase. Thus, the overall density is between 10 and 15 NPC/μm2 at
every stage of cell cycle [93]. No obvious organization of NPC distribu-
tion within the NE has been identified despite the tendency of NPCs
to cluster [93], which is exacerbated in nuclear pore mutants such
as nup120Δ and nup133Δ [96,97]. The Mlp1 and Mlp2 proteins are
specifically docked to the nuclear side of a subset of NPCs opposite
to the nucleolus [98]. Other proteins interacting with Mlp1, such as
Pml39 [99] or Ulp1 (an essential SUMO protease) [100], are also
excluded from NPCs that flank the nucleolus.
2.3.2. Inner nuclear membrane proteins
Heh1 and Heh2 are two INM proteins localized in the inner side of
theNE [101]. Heh1 (also called Src1) interactswith components of tran-
scription export (TREX) factors [102]. Heh1 bears LEM domains (LAP2,
emerin, andMAN1) and complexeswithNur1 to form the CLIP complex
(chromosome linkage INMprotein complex) [103]. Mps3 is concentrat-
ed near the SPB and is essential for its duplication [104]. Mps3 bears a
SUN domain (Sad1-UNC-84 homology), which together with a KASH
domain (not identified in budding yeast), forms protein complexes
that connect the nucleus to every major cytoskeleton network [105].
Mps3 is also found in the NE and its N-terminal domains interact with
chromatin [106,107]. Esc1 is not an integral membrane protein but
has a perinuclear localization [108] and has been proposed to be associ-
atedwithmembranes through lipid modification [109]. Esc1, likeMlp1,
is excluded from the nucleolus [109]. The localizations and properties of
INMs indicate that they could be the yeast functional counterparts to
the lamins or the lamin-associated proteins of metazoans [110]. Like
in plant cells, no lamins are found in yeast [11].
2.3.3. Shaping the nuclear envelope
Lamins are involved in maintaining the shape of nucleus [111].
Esc1 over-expression induces NE extension into the cytoplasm
[108,112]. Other yeast mutants are known to affect nuclear shape.
NPC mutants, such as nup116Δ, nup145ΔN nup84 and nup188 lead
to NE herniations, which are sealed or clustered with functional
NPCs [113–115]. Nuclear microautophagy results in teardrop-like
blebs of NE that protrude into the vacuole [116]. Proteins involved
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Fig. 1. Mean-square displacement (MSD) calculation and interpretation. (A) Robust MSD calculation requires high numbers of data points. From six positions (X–Y), recorded in
time-lapse microscopy from t1 to t6, the MSD value at Δt(1) is the mean of five distances. For Δt(2), MSD was calculated from four distances, and for Δt(3), the MSD was calculated
from three distances. (B–C) Representation of theoretical MSD expected for free diffusion (blue), constrained diffusion (green) or sub-diffusion (red) followed by confinement
when reaching the “confinement radius” in linear (B) or log–log plots (C). In our schematic representation, we choose a large confinement radius. Confinement affects significantly
chromatin motility following a constrained diffusion only in the gray region of the MSD. Sub-diffusion is affecting chromatinmotility for the entire explored timewindow. Therefore,
free diffusion (blue) and constrained diffusion (green) are identical in the initial region of theMSD. Note that confinement effect onMSD on the initial steps of the trajectory, observed
for smaller confinement radius, would contribute to an apparent similarity between the constrained diffusion and the sub-diffusion model [70]. In linear plots, constrained diffusion
and sub-diffusion are difficult to distinguish (compare green and red). The log–log plot allows a better visualization of the initial point of the MSD curve, determined with better
robustness. In the log–log plot, α is the slope of the MSD curve: 1 for free diffusion, 1 followed by confinement effect for constrained diffusion, b1 for sub-diffusion behavior.
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biosynthesis, such as Spo7/Nem1, or involved in vesicular transport
also affect nuclear shape [117–119]. NE extensions, described as
“flare-like” protrusions of the NE in spo7Δ mutants, occur on the nu-
cleolar side and exclude genomic DNA [120]. This phenotype reveals
that the NE on the nucleolar side is not only lacking structural ele-
ments such as Mlp1, Mlp2 and Esc1, but has also lower abilities to re-
sist membrane expansion [120].
2.4. The limits and the relevance of S. cerevisiae as a biological model
Although S. cerevisiae is a well-established model of eukaryotic
cells, yeast nucleus is often considered to be a simplified system
that is missing some metazoan structural elements but one in which
all the yeast structural elements have counterparts in metazoans
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Fig. 2. Cell and nuclear morphology of yeast Saccharomyces cerevisiae during the cell cycle. (A) In G1 and S phase, the nucleus is spherical with the SPB (blue) diametrically opposed
to the nucleolus (red). In G1 cells, no bud is detected. In S phase, the SPB is duplicated concomitantly with bud formation. In G2/M, the SPBs migrate to opposite poles, and the
nucleus adopts an hourglass shape. (B) Ultrastructural analysis of yeast cells. Ultra-thin sections of cryo-fixed, cryosubstituted yeast contrasted using uranyl acetate and lead citrate
were analyzed by transmission electron microscopy. Unbudded cells (G1 cells) have a spherical nucleus (G1 nucleus), and adopt an hourglass morphology in G2/M (G2/M nucleus).
(C) Close-up view of an SPB and an NPC. Ultrastructural view (left panel) and a schematic representation (right panel) of an SPB and an NPC are shown. Note: the inner structure of
the NPC, which is not detectable using this preparation, was drawn in red according to a previously published model [95].
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methylation is absent, and therefore, constitutive heterochromatin
cannot be studied in budding yeast [121]. Ultrastructural studies
have established that the yeast nuclear space lacks any detectable
heterochromatin [86] (see also Fig. 2B). Along this line, the level of
the budding yeast H1 linker histone, Hho1, is only 10% that of the
core histones H3, H4, H2A and H2B [122], and it is structurally differ-
ent from the metazoan H1 linker histone, which has a major role in
heterochromatin formation [123]. Budding yeast centromeres are
very short [124] and were initially defined as point centromere,
with only one centromeric nucleosome [125]. Centromeric nucleo-
some contains histone H3 variant Cse4, homolog of human CENP-A
[126], but the stoichiometry of Cse4 at centromere has been recently
re-evaluated, and might be associated with more than one nucleo-
some [127]. Finally, during mitosis, the nuclear envelope (NE) stays
intact (“closed mitosis”) and there is little detectable condensation of
chromosomes or reduction in the level of transcription. However, a
striking exception is the extensive condensation and transcriptional in-
hibition of ribosomal DNA [128–130].
This short list of structural elements that distinguish the yeast nu-
cleus from the metazoan cell nucleus is a vast over-simplification of
the profound differences that exist between eukaryotic organisms.
The yeast nucleus has the size of about one human chromosome ter-
ritory and is mostly euchromatic (Fig. 2B). Numerous genetic studies
led to the concept that “functional” heterochromatin consists of re-
gions of small size (1–2 kb) that are regulated by an epigenetic mech-
anism involving Sir2 histone deacetylase [131]. Recently, structural
proteins involved in gene localization were found to be anchored to
the inner surface of the NE. As in most metazoan cells (with the ex-
ception of the nuclei of rod photoreceptors of nocturnal mammals,
see [50]), the yeast nuclear periphery is a repressive environment
for transcription. The nuclear pore complex (NPC) is thought to be
an active environment for gene expression.
3. Biological principle behind nuclear positioning
The extensive characterization of these structural elements of the
budding yeast NE allows us to discuss how they might impact gene
expression in vivo. Numerous studies have established correlations
between subnuclear positioning and transcriptional activities. To
demonstrate a causal relationship between nuclear architecture
and gene expression, we should be able to perturb the nuclear archi-
tecture (loss of function) and then evaluate gain-of-function by relo-
calizing genes close to known structures [16]. Some fundamental
models for this concept have been formulated and extensively test-
ed in yeast. Thus, the gene gating [132], the transcription factories
[133] and the Circe effect [134] models are paving the way toward
defining the repressive and activating potentials of the nuclear
architecture.
3.1. Gene gating
In 1985, Günter Blobel proposed that NPCs could organize tran-
scriptionally active genes, which would, in turn, facilitate mRNA ex-
port to the cytoplasm [132]. This model generated much interest
after the identification of the NPC's insulating potential [135]. The re-
sults of ChIP (chromatin immunoprecipitation) [136] and ChEC
(chromatin endogenous cleavage with Nup2) [137] analyses fur-
ther supported this model by revealing extensive contact be-
tween transcriptionally active genes and some nucleoporins
(e.g., with Nup2, Nup60, Nup100, Nup145n, Mlp1 and Mlp2, but
not with Nup145c, Nsp1 and Nup84). Nup84 and gene-
interacting nucleoporins [138] have now been implicated in tran-
scriptional regulation [139]. However, the reported associations of
some nucleoporins with genes might be the result of a nucleo-
plasmic pool of protein that is not associated with the NPC. This
has been reported for Nup2 [140] and was suggested by studies
performed in Drosophila [141]. Nup60 and Nup1 are the only
nucleoporins found exclusively on the nuclear side of the NPC.
Thus, they constitute the best candidates to be involved in orga-
nizing the nuclear space [142]. Nup60 binds Mlp1 and Mlp2, the
two yeast orthologs of TPR. TPR is a constituent of a filamentous
structure called the nuclear basket, which extends from the pore
further into the nucleoplasm [143]. In humans, TPR is required
for excluding heterochromatin from the NPCs [144].
For some genes, their peripheral recruitment upon expression has
been visualized directly. This was observed for the strongly inducible
INO1 gene using FROS labeling [145] and for the GAL1-10 gene using
FISH methods [136] or FROS labeling [73]. There is now a growing
list of inducible genes, and a ribosomal protein gene (RPL9A), which
become peripherally localized upon expression [11]. For INO1 locali-
zation, several sequence elements were shown to be necessary and
sufficient for peripheral recruitment. These were also found in ~100
gene promoters, and this information led to the definition of the
DNA zip code, which address genes to the NE [146] However, quanti-
tative measurements of the number of NPCs and the number of active
genes revealed that each active gene is unlikely to make contact with
an NPC, as initially suggested. The extent to which peripheral recruit-
ment enhances transcription is unclear, and published effect of gene
localization on transcriptional read-out is highly gene specific. Anoth-
er important concept has been proposed related to peripheral recruit-
ment: transcriptional memory. For example, genes such as GAL1-10
are re-activated after repression faster than they are induced de
novo, and this “transcriptional memory” depends on peripheral re-
cruitment [147]. Transcriptional memory also depends on gene loop
interactions between the promoter and the 3′ end of the responsive
gene [148]. Gene loops require NPC interactions to be stabilized
[149]. All together, these data point toward a very tight relationship
between gene activity, euchromatin structure and interactions with
the NPC. At the time these provocative hypotheses were formulated,
the experimental tools required to adequately test themwere lacking.
Imaging tools have provided proof of concept and many NPC–gene
interactions are now well established, but only for a limited number
of genes. Direct evidence has yet to be obtained to demonstrate that
NPCs are involved in the global organization of chromatin fibers in
the yeast nuclear space.
3.2. Transcription factories
Peter Cook formulated the very famous “transcription factory”
hypothesis, which predicts that each RNA polymerase (Pol I, I or III)
is clustered in a limited number of specialized foci and that tran-
scribed genes are recruited to these pre-existing foci or factories
[133,150]. Do transcription factories exist in budding yeast? For RNA
polymerase II (Pol II), fluorescent microscopic studies have been in-
conclusive. The yeast nucleus is too small to conclusively visualize
Pol II foci, such as the 2000 to 3000 sites distributed throughout the
nucleoplasm of mammalian cells [151]. If each yeast transcription
site were to contain from four to 20 Pol II enzymes, like in mammali-
an cells [152], the optical resolution of 200 nm would not allow these
spots to be visualized individually. Rather, they would appear as con-
tinuous staining throughout the nucleoplasm. This is not the case for
Pol I or Pol III. Pol I transcription occurs in the yeast nucleolus, which
occupies one-third of the yeast nuclear space during exponential
growth, and which is clearly organized as a very large transcription
factory. For Pol III, David Engelke and colleagues identified tRNA cod-
ing genes in foci near or in the nucleolus in which pre-tRNA matura-
tion was taking place [153]. Such nucleolar clustering of tRNA genes is
dependent on the condensin complex [154]. As the model of segre-
gated transcription factories might predict, Pol II transcriptional si-
lencing is observed near both Pol I- [155,156] and Pol III- [154,157]
transcribed genes and is related to nucleolar enrichment. It is clear
that clustering of active genes in the nuclear space should constitute
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a major driving force for genome architecture [158]. Nucleolar clus-
tering of the 275 tRNA genes scattered throughout the 16 yeast chro-
mosomes should impose severe constraints on the organization of
chromatin fibers [159]. Recent 3C-type approaches revealed a signifi-
cant clustering of tRNA genes, stronger when split into two classes
according to their physical proximity toward centromeres [67].
Further, evidence for Pol II transcription factories were detected in
S. pombe [160] but not in S. cerevisiae [67]. Therefore, the relative
contribution of gene clustering in transcription factories and underly-
ing biophysical constraints of the chromatin fibers remain to be
clarified.
3.3. The Circe effect
The first report of a causal relationship between intranuclear posi-
tioning and transcription in yeast concerned the perinuclear tethering
of attenuated repressor elements which led to gene repression [161].
Telomeres are concentrated in a limited number of foci at the nuclear
periphery and are associated with Sir repressors (Sir2 NAD-
dependent histone deacetylase and the associated factors, Sir3 and
Sir4) [162]. In a founding hypothesis, Susan Gasser formulated the
Circe effect for gene positioning in transcriptional regulation. The
Circe effect was first described in chemistry: “The utilization of strong
attractive forces to lure substrate into a site in which it undergoes an
extraordinary transformation of form and structure” [163]. Such a
concept applied to nuclear structure led to the hypothesis that clus-
tered telomeres created a compartment for the general repression
of genes. Such a domain would be predicted to favor gene repression,
as Sir protein concentrations are both limiting and critical for repres-
sion [134]. The clustering of regulatory factors within nuclear do-
mains (or bodies) and gene motility in the nuclear space are the
two ingredients of Circe effect. If a gene is tethered close to a high
concentration of positive or negative regulatory factors then gene
transcription or repression, respectively, is facilitated. Spatial posi-
tioning would then be achieved by modifying the radial distance to
the cluster of regulatory elements. Such a gradient of factors is
thought to be responsible for peripheral-dependent repression
[161]. Expression of genes will thus be affected by their radial posi-
tion in the nucleus: active toward the center, repressed close to telo-
meric foci. By disrupting the structural basis of this perinuclear
silencing, namely by releasing telomeres from the nuclear envelope,
the histone deacetylase Sir2 pool is re-distributed in the nucleoplasm
and perinuclear silencing is disrupted. Mislocalized Sir2 has only a
moderate, but detectable, effect on global gene expression, and affects
gene expression both positively and negatively [131]. The validation
of such a concept led to the establishment of tools, such as the gene
localization and gene relocalization assay, which have generated a
considerable amount of mechanistic insight [70].
3.4. Tools to explore and modify gene positioning relative to the NE
To characterize gene positioning using FiSH- or FROS-labeled loci,
assuming that the nucleus is spherical, the nucleus can be subdivided
into two equal volumes [73] or three surfaces that correspond to
equal volumes investigated from one confocal plane x–y (avoiding
poor resolution of optical imaging in the z-axis) [70]. When investi-
gating the radial (1D) organization of the nucleus, data analysis
performed for ~100 cells allows robust comparison of any locus
position to a random position or to a mutant background [70,73].
Additionally, G1 and S phase can be morphologically distinguished
by respectively unbudded cells, or budding cells with a round nucleus
(Fig. 1). From asynchronous cultures, visual inspection of cellular
morphology can be used to analyze homogeneous populations of
G1, S or G2/M nuclei. This powerful method is now broadly used in
the field to evaluate gene position. For most radial analyses, radial
measurements are normalized to the radii of nuclei measured along
the axis defined by the nuclear center and the position of the labeled
gene, for each nucleus. NPCs and INM proteins have a defined size and
distance to the NE and should be expressed in μm and not as ratios
[68]. Care should be taken when considering potential morphological
alteration of the nucleus: most mutations that affect gene positioning
could also impact cell cycle progression, which indirectly affects nu-
clear size and shape (data not shown). More directly, in somemutants
such as esc1Δ or nucleoporin mutants, NPC composition, density and
distribution, and NE shape are affected. Even more problematic is the
fact that in some mutants, such as ulp1Δ,mlp1Δ or mlp2Δ, the endoge-
nous 2 μ copy number is deregulated [100], which can lead to heteroge-
neous nuclear sizes in the cell population. This might explain some of
the inconsistencies among the published phenotypes (e.g., telomere lo-
calization [164,165] or GAL1-10 peripheral recruitment [73,149]). Even
if radial distribution remains the gold standard method for gene posi-
tioning, alternative methods have been developed which extract gene
position in 3D together with robust measurement of nuclear landmarks
[68,70]. Further, nuclear architecture is not accurately described by radi-
al geometry, and other reference points must be included to determine
gene position relative to all known nuclear landmarks [68,88,166].
To test for gene position effects, determining a gene's position
when the structural constituents of the nuclear architecture are al-
tered can be accomplished with artificial tethering of the locus to
the periphery in the chromatin localization assay [109]. In this ap-
proach, FROS-labeling of the Autonomous replicating sequence
(ARS) number 607 (ARS607: ChrVI, position 199,395 to 199,505)
and insertion of an adjacent lexA operator, which is recognized by
LexA fusion protein, creates a system that can be used to test the po-
tential of exogenous proteins and mutants affecting structural ele-
ments in the nucleus to affect the position of the ARS607 locus [109].
Using this system, proof of principle was established, showing that
local effect can regulate gene expression [109]. The next experimental
milestone is to explore how global such positional regulation is, and
to which genes it applies. Genomewide study have analyzed position-
al effect relative to Sir2 [131], and should now be performed for other
molecular players of positional regulation.
3.5. Gene gating versus the Circe effect
NPCs are associated with active transcription, whereas INMs are
thought to repress transcription. Nevertheless, these two constituents
are in close proximity to each other at the NE although it has been
proposed that they may be in two different NE subdomains. Indeed,
Esc1 is not associated with NPCs, as shown by absence of colocaliza-
tion of Esc1 to NPC cluster in nup133Δmutant [109]. However, recent
studies established that INMs impact NPC structures. In the Esc1 dele-
tion mutant, proteins associated with the nucleoplasmic side of NPCs
(i.e., Mlp1, Mlp2, Ulp1 and Nup60) are redistributed from NPC to
perinuclear foci [110]. NPCs are partially relocalized close to those
foci, but Nup60 deletion abrogates this clustering, indicating that ag-
gregates of nuclear basket components can recruit NPCs [110]. Such a
defect was linked to the mislocalization of an Mlp1-associated pro-
tein, Ulp1, which is a SUMO protease [110]. The organization of the
regulatory domains close to the NE is probably instrumental for glob-
al regulation of gene expression, and depends on SUMO pathway. It is
clear that gene gating and the Circe hypothesis open the way to the
discovery of the mechanism behind gene regulation via spatial posi-
tioning. We now have a clear biological model to explain how the
nuclear periphery, near NPCs or near telomeres, can affect gene
expression [11].
3.6. The Circe effect in humans?
Nuclear landmarks bearing high levels of regulatory elements are
good candidates to be involved in the spatial regulation of gene ex-
pression. This model should not be over-simplified, or generalized
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to all genes. In humans, just like in yeast, expression of a large num-
ber of genes appears to be unaffected by nuclear positioning
[167,168]. When two regions of human chromosomes were artificial-
ly localized to the nuclear periphery using proteins of the INM fused
to high affinity DNA binding sites, only a limited number of genes
were affected [169]. Importantly, genes affected by peripheral nuclear
positioning were repressed by histone deacetylase (HDAC), which is
concentrated at the nuclear periphery. When treated with a HDAC in-
hibitor, this positional effect can be negated. Therefore, spatial posi-
tioning is able to regulate subsets of genes. Thus, the structure/
function studies necessary to confirm spatial regulation of transcrip-
tion, which were tested and validated in budding yeast, have contrib-
uted to our understanding of the biological consequences of gene
positioning. Next step will be to make use of yeast to understand reg-
ulatory mechanism by which gene positioning relative to other nucle-
ar landmarks (e.g. NPC for gene gating, nucleolus for transcription
factories) can affect expression, and to try to extend it to metazoan.
4. Interplay between the biophysical properties of chromatin
fibers and the biological tethering of genomic locus
4.1. How to combine polymer physics and biological processes
Numerous studies have now established specific interactions be-
tween chromatin loci and transcription factories, NPCs, INM proteins
and the nucleolus. With such interactions, one might envision a ge-
nome organized around transcription factories and local association
with nuclear structures [159]. However, quantitative gene localiza-
tion analyses showed that the arrangement of the 16 yeast chromo-
somes is accurately recapitulated by models of the generic behavior
of a semiflexible polymer organized by two anchoring points: centro-
meres and telomeres [22,67,170,171]. For short chromosome arms,
the distance between the telomere and the SPB increases consistently
with chromosome arm length [171]. At lengths greater than 300 kb,
due to the physical obstruction of the nucleolus, the distance between
the SPB and the telomere increases only if the nucleolar volume is re-
duced [171]. Such behavior suggests that chromatin behaves like a
simple rod-like polymer model anchored by an SPB and a telomere
to the NE. In addition, constraints in the nuclear volume, excluding
the nucleolus, would accurately recapitulate the observed genome or-
ganization [22,67]. Those biophysical constraints would explain why
every yeast gene studied to date is constrained to a small subnuclear
volume called a gene territory [68].
4.2. Polymer physics and biological processes: some apparent contradictory
results
How can biologically driven organizational principles be recon-
ciled with those that depend on polymer physics? For some results,
those two models are simply incompatible [22,159]. A study of the
tRNA gene SUP53, which was labeled with an adjacent LEU2 gene,
showed SUP53 to be in the nucleolus in 50% of the cells when the
gene was being actively transcribed [153]. Since SUP53 is 23 kb
away from the centromere of chromosome III (CEN3), nucleolar local-
ization is not compatible with the relatively compact chromatin fibers
suggested by other studies [22,67,171]. However, another FISH study
that used LEU2 labeling to follow CEN3 localization, described its po-
sition to be diametrically opposed to the nucleolus, but without
extensive quantification [42]. A precise quantification of SUP53
position would be required to clarify such apparent discrepancy.
The global recruitment of all tRNA genes to the nucleolus is based
on FISH assays, which detect clusters of tRNA genes in the nucleolus,
yet individual tRNA genes might be missed due to the high fluores-
cent background [153]. The concept of this global nucleolar localiza-
tion of all tRNA genes is also being challenged by the observation
that when testing clustering of all tRNA genes, a barely significant
association was detected [67]. When splitting tRNA gene into two
distinct pools, one close to centromere and one further away on chro-
mosomal arms associated with repeated DNA sequence such as rDNA,
significant interactions were detectable [67]. From these results, au-
thors suggested two clustering, one close to centromeres, and postu-
late a nucleolar association of the second cluster. These findings are
compatible with a global polymer model [22,67]. These possible dis-
crepancies are not limited to tRNA genes, but apply to NPC association
of some activated genes. Activated GAL2 genes have been reported to
be associated with NPCs [172] or away of NPC, but close to the nucle-
olus [68]. An initial study describes a shift toward NPC of GAL2 gene
upon transcriptional induction [172]. However, the median distance
of GAL2 gene toward nuclear envelop was higher than the one of
GAL1 upon induction [172], later determined to be of more than
300 nm [68]. GAL2was juxtaposed to nucleolus, away of NPC [68]. Im-
portantly, the shift toward nuclear periphery of GAL2 observed after
the gene is induced by shifting the cells to a galactose medium is ob-
served in both studies [68,172]. Galactose is known to reduce nucleo-
lar volume, resulting in reduced distances toward nuclear envelope of
all nucleolar associated genes, including GAL2 [68]. Therefore, strain
specific effect or radial measurement ignoring the nucleolus, explains
why NPC association is unlikely for GAL2 upon induction. Considering
the position of a locus relative to several nuclear landmarks clearly
brings additional information. Most nuclear landmarks, illustrated
here by the nucleolus which size and shape vary upon growth condi-
tions, can contribute to change gene position, should be measured to
avoid drawing false conclusions.
4.3. Conclusions and perspectives: toward a mathematical understanding
of nuclear organization
From extensive study of chromosome positions in the nuclear
space, it appears that the biophysical properties of the chromatin fi-
bers are the major driving forces. The strong confinement of a gene
into a particular territory places strong probabilistic constraints on
the possible interactions between the gene and the nuclear envelope
or the nucleolus, and between the gene and other gene loci [67,68].
However, numerous studies demonstrate that on top of these funda-
mental constraints, local biological tethering, or local modification of
the chromatin fiber is possible. Clearly, these factors affect the dy-
namics of the chromatin and the position explored by the gene. The
success of the chromatin localization assay based on FROS labeling
of ARS607, which is distant from the centromere and the telomere
and occupies a random position in radial analyses, is a very clear illus-
tration of the ability of biological constituents to modify gene position
[109]. To accurately explore the contribution of both types of con-
straints, experimental datasets should be compared to biophysical
models of yeast chromatin fibers to extract the local contribution of
biological objects.
To perform such analyses, radial measurements are intrinsically
limited and the position relative to the SPB or the nucleolus must be
extracted [67]. Modifications of nuclear structures, such as the vol-
ume of the nucleus or the nucleolus, must be measured for any mu-
tant studied or when growth conditions are changed to allow
quantitative modeling comparable to the empirical measurements.
With the development of methods freely available (http://www.
nucloc.org/), there is now no technical limitation remaining, and
such types of analyses should be generally available [68]. Biophysical
modeling of yeast chromatin fibers is now required to achieve quan-
titative measurement of the underlying forces restraining the motion
of chromatin fibers. Experiments should be performed testing predic-
tive value of biophysical modeling of chromatin motion or position in
the context of a local biological processes well controlled such as in-
ducible transcription. When using yeast cells, the inducible transcrip-
tion can be achieved in mutant affecting initiation, elongation,
pausing of polymerases or in downstream effect such as defect in
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RNA assembly, or export. Only when model will have a predictive po-
tential of biological measurements, we will achieve a mechanistic,
mathematical description, of chromatin behavior in living cells.
Acknowledgments
This work was supported by an ATIP grant from CNRS, by Agence
Nationale de la Recherche (Nucleopol and Ribeuc program) and Jeune
équipe from FRM. B.A. is supported by a Ph.D. fellowship from FRM.
We acknowledge Stéphanie Balor and Nacer Benmeradi for their
help in EM acquisition. This work also benefited of the assistance of
the electron microscopy facility of the IFR 109 and of the Imaging
platform of Toulouse TRI.
References
[1] ENCODE-consortiumE. Birney, J.A. Stamatoyannopoulos, A. Dutta, R. Guigo, T.R.
Gingeras, E.H. Margulies, Z. Weng, M. Snyder, E.T. Dermitzakis, R.E. Thurman,
M.S. Kuehn, C.M. Taylor, S. Neph, C.M. Koch, S. Asthana, A. Malhotra, I. Adzhubei,
J.A. Greenbaum, R.M. Andrews, P. Flicek, P.J. Boyle, H. Cao, N.P. Carter, G.K. Clelland,
S. Davis, N. Day, P. Dhami, S.C. Dillon, M.O. Dorschner, H. Fiegler, P.G. Giresi, J.
Goldy, M. Hawrylycz, A. Haydock, R. Humbert, K.D. James, B.E. Johnson,
E.M. Johnson, T.T. Frum, E.R. Rosenzweig, N. Karnani, K. Lee, G.C. Lefebvre,
P.A. Navas, F. Neri, S.C. Parker, P.J. Sabo, R. Sandstrom, A. Shafer, D. Vetrie,
M. Weaver, S. Wilcox, M. Yu, F.S. Collins, J. Dekker, J.D. Lieb, T.D. Tullius,
G.E. Crawford, S. Sunyaev, W.S. Noble, I. Dunham, F. Denoeud, A. Reymond,
P. Kapranov, J. Rozowsky, D. Zheng, R. Castelo, A. Frankish, J. Harrow, S.
Ghosh, A. Sandelin, I.L. Hofacker, R. Baertsch, D. Keefe, S. Dike, J. Cheng,
H.A. Hirsch, E.A. Sekinger, J. Lagarde, J.F. Abril, A. Shahab, C. Flamm, C.
Fried, J. Hackermuller, J. Hertel, M. Lindemeyer, K. Missal, A. Tanzer, S.
Washietl, J. Korbel, O. Emanuelsson, J.S. Pedersen, N. Holroyd, R. Taylor, D.
Swarbreck, N. Matthews, M.C. Dickson, D.J. Thomas, M.T. Weirauch, J. Gilbert, J.
Drenkow, I. Bell, X. Zhao, K.G. Srinivasan,W.K. Sung, H.S. Ooi, K.P. Chiu, S. Foissac,
T. Alioto, M. Brent, L. Pachter, M.L. Tress, A. Valencia, S.W. Choo, C.Y. Choo, C.
Ucla, C. Manzano, C. Wyss, E. Cheung, T.G. Clark, J.B. Brown, M. Ganesh, S.
Patel, H. Tammana, J. Chrast, C.N. Henrichsen, C. Kai, J. Kawai, U. Nagalakshmi, J.
Wu, Z. Lian, J. Lian, P. Newburger, X. Zhang, P. Bickel, J.S. Mattick, P. Carninci,
Y. Hayashizaki, S. Weissman, T. Hubbard, R.M. Myers, J. Rogers, P.F. Stadler,
T.M. Lowe, C.L. Wei, Y. Ruan, K. Struhl, M. Gerstein, S.E. Antonarakis, Y. Fu,
E.D. Green, U. Karaoz, A. Siepel, J. Taylor, L.A. Liefer, K.A. Wetterstrand, P.J.
Good, E.A. Feingold, M.S. Guyer, G.M. Cooper, G. Asimenos, C.N. Dewey, M.
Hou, S. Nikolaev, J.I. Montoya-Burgos, A. Loytynoja, S. Whelan, F. Pardi, T.
Massingham, H. Huang, N.R. Zhang, I. Holmes, J.C. Mullikin, A. Ureta-Vidal,
B. Paten, M. Seringhaus, D. Church, K. Rosenbloom, W.J. Kent, E.A. Stone, S.
Batzoglou, N. Goldman, R.C. Hardison, D. Haussler,W.Miller, A. Sidow,N.D. Trinklein,
Z.D. Zhang, L. Barrera, R. Stuart, D.C. King, A. Ameur, S. Enroth, M.C. Bieda, J. Kim, A.A.
Bhinge, N. Jiang, J. Liu, F. Yao, V.B. Vega, C.W. Lee, P. Ng, A. Yang, Z. Moqtaderi, Z. Zhu,
X. Xu, S. Squazzo, M.J. Oberley, D. Inman, M.A. Singer, T.A. Richmond, K.J. Munn, A.
Rada-Iglesias, O. Wallerman, J. Komorowski, J.C. Fowler, P. Couttet, A.W. Bruce,
O.M. Dovey, P.D. Ellis, C.F. Langford, D.A. Nix, G. Euskirchen, S. Hartman, A.E. Urban,
P. Kraus, S. Van Calcar, N. Heintzman, T.H. Kim, K. Wang, C. Qu, G. Hon, R. Luna,
C.K. Glass, M.G. Rosenfeld, S.F. Aldred, S.J. Cooper, A. Halees, J.M. Lin, H.P. Shulha,
M. Xu, J.N. Haidar, Y. Yu, V.R. Iyer, R.D. Green, C. Wadelius, P.J. Farnham, B. Ren,
R.A. Harte, A.S. Hinrichs, H. Trumbower, H. Clawson, J. Hillman-Jackson, A.S.
Zweig, K. Smith, A. Thakkapallayil, G. Barber, R.M. Kuhn, D. Karolchik, L. Armengol,
C.P. Bird, P.I. de Bakker, A.D. Kern, N. Lopez-Bigas, J.D. Martin, B.E. Stranger,
A. Woodroffe, E. Davydov, A. Dimas, E. Eyras, I.B. Hallgrimsdottir, J. Huppert,
M.C. Zody, G.R. Abecasis, X. Estivill, G.G. Bouffard, X. Guan, N.F. Hansen, J.R.
Idol, V.V. Maduro, B. Maskeri, J.C. McDowell, M. Park, P.J. Thomas, A.C.
Young, R.W. Blakesley, D.M. Muzny, E. Sodergren, D.A. Wheeler, K.C. Worley,
H. Jiang, G.M. Weinstock, R.A. Gibbs, T. Graves, R. Fulton, E.R. Mardis, R.K.
Wilson, M. Clamp, J. Cuff, S. Gnerre, D.B. Jaffe, J.L. Chang, K. Lindblad-Toh,
E.S. Lander, M. Koriabine, M. Nefedov, K. Osoegawa, Y. Yoshinaga, B. Zhu,
P.J. de Jong, Identification and analysis of functional elements in 1% of the
human genome by the ENCODE pilot project, Nature 447 (2007) 799–816.
[2] T. Misteli, Beyond the sequence: cellular organization of genome function, Cell
128 (2007) 787–800.
[3] C. Lanctot, T. Cheutin, M. Cremer, G. Cavalli, T. Cremer, Dynamic genome archi-
tecture in the nuclear space: regulation of gene expression in three dimensions,
Nat. Rev. Genet. 8 (2007) 104–115.
[4] T. Takizawa, K.J. Meaburn, T. Misteli, The meaning of gene positioning, Cell 135
(2008) 9–13.
[5] T. Cremer, C. Cremer, Chromosome territories, nuclear architecture and gene
regulation in mammalian cells, Nat. Rev. Genet. 2 (2001) 292–301.
[6] J. Dekker, K. Rippe, M. Dekker, N. Kleckner, Capturing chromosome conformation,
Science 295 (2002) 1306–1311.
[7] D.A. Pai, D.R. Engelke, Spatial organization of genes as a component of regulated
expression, Chromosoma 119 (2009) 13–25.
[8] A. Papantonis, P.R. Cook, Genome architecture and the role of transcription, Curr.
Opin. Cell Biol. 22 (2010) 271–276.
[9] B.V. Lyer, M. Kenward, G. Arya, Hierarchies in eukaryotic genome organization:
insights from polymer theory and simulations, BMC Biophys. 4 (2011) 8.
[10] N. Naumova, J. Dekker, Integrating one-dimensional and three-dimensional
maps of genomes, J. Cell Sci. 123 (2010) 1979–1988.
[11] A. Taddei, H. Schober, S.M. Gasser, The budding yeast nucleus, Cold Spring Harb.
Perspect. Biol. 2 (2010) a000612.
[12] L. Meldi, J.H. Brickner, Compartmentalization of the nucleus, Trends Cell Biol. 21
(2011) 701–708.
[13] L.A. Mirny, The fractal globule as a model of chromatin architecture in the cell,
Chromosome Res. 19 (2011) 37–51.
[14] M.A.Marti-Renom, L.A.Mirny, Bridging the resolution gap in structuralmodeling of
3D genome organization, PLoS Comput. Biol. 7 (2011) e1002125.
[15] A. Sanyal, D. Bau, M.A. Marti-Renom, J. Dekker, Chromatin globules: a common
motif of higher order chromosome structure? Curr. Opin. Cell Biol. 23 (2011)
325–331.
[16] B.D. Towbin, P. Meister, S.M. Gasser, The nuclear envelope — a scaffold for
silencing? Curr. Opin. Genet. Dev. 19 (2009) 180–186.
[17] I. Rajapakse, M. Groudine, On emerging nuclear order, J. Cell Biol. 192 (2011)
711–721.
[18] B. van Steensel, Chromatin: constructing the big picture, EMBO J. 30 (2011)
1885–1895.
[19] D. Egecioglu, J.H. Brickner, Gene positioning and expression, Curr. Opin. Cell Biol.
23 (2011) 338–345.
[20] G. Dieppois, F. Stutz, Connecting the transcription site to the nuclear pore: a
multi-tether process that regulates gene expression, J. Cell Sci. 123 (2010)
1989–1999.
[21] M. Tark-Dame, R. van Driel, D.W. Heermann, Chromatin folding — from biology
to polymer models and back, J. Cell Sci. 124 (2011) 839–845.
[22] C. Zimmer, E. Fabre, Principles of chromosomal organization: lessons from yeast,
J. Cell Biol. 192 (2011) 723–733.
[23] A. Nemeth, G. Langst, Genome organization in and around the nucleolus, Trends
Genet. 27 (2011) 149–156.
[24] T.C. Boles, J.H. White, N.R. Cozzarelli, Structure of plectonemically supercoiled
DNA, J. Mol. Biol. 213 (1990) 931–951.
[25] H. Delius, A. Worcel, Letter: electron microscopic visualization of the folded
chromosome of Escherichia coli, J. Mol. Biol. 82 (1974) 107–109.
[26] M. Thanbichler, L. Shapiro, Chromosomeorganization and segregation in bacteria, J.
Struct. Biol. 156 (2006) 292–303.
[27] M.A. Umbarger, E. Toro, M.A. Wright, G.J. Porreca, D. Bau, S.H. Hong, M.J.
Fero, L.J. Zhu, M.A. Marti-Renom, H.H. McAdams, L. Shapiro, J. Dekker, G.M.
Church, The three-dimensional architecture of a bacterial genome and its
alteration by genetic perturbation, Mol. Cell 44 (2011) 252–264.
[28] C.A. Davey, D.F. Sargent, K. Luger, A.W. Maeder, T.J. Richmond, Solvent mediated
interactions in the structure of the nucleosome core particle at 1.9 a resolution, J.
Mol. Biol. 319 (2002) 1097–1113.
[29] A.Minsky, R. Ghirlando, Z. Reich,Nucleosomes: a solution to a crowded intracellular
environment? J. Theor. Biol. 188 (1997) 379–385.
[30] P. Oudet, M. Gross-Bellard, P. Chambon, Electron microscopic and biochemical
evidence that chromatin structure is a repeating unit, Cell 4 (1975) 281–300.
[31] J.O. Thomas, The higher order structure of chromatin and histone H1, J. Cell
Sci. Suppl. 1 (1984) 1–20.
[32] A. Bassett, S. Cooper, C. Wu, A. Travers, The folding and unfolding of eukaryotic
chromatin, Curr. Opin. Genet. Dev. 19 (2009) 159–165.
[33] E. Fussner, R.W. Ching, D.P. Bazett-Jones, Living without 30 nm chromatin fibers,
Trends Biochem. Sci. 36 (2010) 1–6.
[34] J.R. Paulson, J.P. Langmore, Low angle x-ray diffraction studies of HeLa meta-
phase chromosomes: effects of histone phosphorylation and chromosome isola-
tion procedure, J. Cell Biol. 96 (1983) 1132–1137.
[35] M. Eltsov, K.M. Maclellan, K. Maeshima, A.S. Frangakis, J. Dubochet, Analysis of
cryo-electron microscopy images does not support the existence of 30-nm chro-
matin fibers in mitotic chromosomes in situ, Proc. Natl. Acad. Sci. U. S. A. 105
(2008) 19732–19737.
[36] J. Dubochet, M. Adrian, P. Schultz, P. Oudet, Cryo-electron microscopy of
vitrified SV40 minichromosomes: the liquid drop model, EMBO J. 5 (1986)
519–528.
[37] C. Bouchet-Marquis, J. Dubochet, S. Fakan, Cryoelectron microscopy of vitrified
sections: a new challenge for the analysis of functional nuclear architecture,
Histochem. Cell Biol. 125 (2006) 43–51.
[38] A.W. McDowall, J.M. Smith, J. Dubochet, Cryo-electron microscopy of vitrified
chromosomes in situ, EMBO J. 5 (1986) 1395–1402.
[39] P. Konig, M.B. Braunfeld, J.W. Sedat, D.A. Agard, The three-dimensional structure
of in vitro reconstituted Xenopus laevis chromosomes by EM tomography, Chro-
mosoma 116 (2007) 349–372.
[40] C. Kizilyaprak, D. Spehner, D. Devys, P. Schultz, In vivo chromatin organization of
mouse rod photoreceptors correlates with histone modifications, PLoS One 5
(2010) e11039.
[41] M. Emanuel, N.H. Radja, A. Henriksson, H. Schiessel, The physics behind
the larger scale organization of DNA in eukaryotes, Phys. Biol. 6 (2009)
025008.
[42] K. Bystricky, P. Heun, L. Gehlen, J. Langowski, S.M. Gasser, Long-range compac-
tion and flexibility of interphase chromatin in budding yeast analyzed by
high-resolution imaging techniques, Proc. Natl. Acad. Sci. U. S. A. 101 (2004)
16495–16500.
[43] J. Dekker, Mapping in vivo chromatin interactions in yeast suggests an extended
chromatin fiber with regional variation in compaction, J. Biol. Chem. 283 (2008)
34532–34540.
11B. Albert et al. / Biochimica et Biophysica Acta xxx (2012) xxx–xxx
Please cite this article as: B. Albert, et al., Nuclear organization and chromatin dynamics in yeast: Biophysical models or biologically driven
interactions?, Biochim. Biophys. Acta (2012), doi:10.1016/j.bbagrm.2011.12.010
[44] R.E. Thurman, N. Day, W.S. Noble, J.A. Stamatoyannopoulos, Identification of
higher-order functional domains in the human ENCODE regions, Genome Res.
17 (2007) 917–927.
[45] B.A. Cohen, R.D. Mitra, J.D. Hughes, G.M. Church, A computational analysis of
whole-genome expression data reveals chromosomal domains of gene expression,
Nat. Genet. 26 (2000) 183–186.
[46] E. Heitz, Das heteromchromatin der moose, I. Jahrb. Wiss. Botan. 69 (1928)
762–818.
[47] J. Tooze, H.G. Davies, Light- and electron-microscope studies on the spleen of the
newt Triturus cristatus: the fine structure of erythropoietic cells, J. Cell Sci. 2
(1967) 617–640.
[48] P. Trojer, D. Reinberg, Facultative heterochromatin: is there a distinctive molecular
signature? Mol. Cell 28 (2007) 1–13.
[49] N. Gilbert, S. Gilchrist, W.A. Bickmore, Chromatin organization in the mammalian
nucleus, Int. Rev. Cytol. 242 (2005) 283–336.
[50] I. Solovei, M. Kreysing, C. Lanctot, S. Kosem, L. Peichl, T. Cremer, J. Guck, B. Joffe,
Nuclear architecture of rod photoreceptor cells adapts to vision in mammalian
evolution, Cell 137 (2009) 356–368.
[51] M.R. Branco, A. Pombo, Intermingling of chromosome territories in interphase
suggests role in translocations and transcription-dependent associations, PLoS
Biol. 4 (2006) e138.
[52] B. van Steensel, J. Dekker, Genomics tools for unraveling chromosome architecture,
Nat. Biotechnol. 28 (2010) 1089–1095.
[53] J. Dekker, The three ‘C’ s of chromosome conformation capture: controls, controls,
controls, Nat. Methods 3 (2006) 17–21.
[54] J. Langowski, Chromosome conformation by crosslinking: polymer physicsmatters,
Nucleus 1 (2011) 37–39.
[55] E. Lieberman-Aiden, N.L. van Berkum, L. Williams, M. Imakaev, T. Ragoczy, A.
Telling, I. Amit, B.R. Lajoie, P.J. Sabo, M.O. Dorschner, R. Sandstrom, B. Bernstein,
M.A. Bender, M. Groudine, A. Gnirke, J. Stamatoyannopoulos, L.A. Mirny, E.S.
Lander, J. Dekker, Comprehensive mapping of long-range interactions reveals
folding principles of the human genome, Science 326 (2009) 289–293.
[56] J. Mateos-Langerak, M. Bohn, W. de Leeuw, O. Giromus, E.M. Manders, P.J.
Verschure, M.H. Indemans, H.J. Gierman, D.W. Heermann, R. van Driel, S. Goetze,
Spatially confined folding of chromatin in the interphase nucleus, Proc. Natl.
Acad. Sci. U. S. A. 106 (2009) 3812–3817.
[57] A. Bancaud, S. Huet, N. Daigle, J. Mozziconacci, J. Beaudouin, J. Ellenberg, Molecular
crowding affects diffusion and binding of nuclear proteins in heterochromatin and
reveals the fractal organization of chromatin, EMBO J. 28 (2009) 3785–3798.
[58] A.Y. Grosberg, S.K. Nechaev, E.I. Shakhnovich, The role of topological constraints
in the kinetics of collapse of macromolecules, J. Phys. France 49 (1988)
2095–2100.
[59] A. Rosa, N.B. Becker, R. Everaers, Looping probabilities in model interphase chro-
mosomes, Biophys. J. 98 (2010) 2410–2419.
[60] P. Heun, T. Laroche, K. Shimada, P. Furrer, S.M. Gasser, Chromosome dynamics in
the yeast interphase nucleus, Science 294 (2001) 2181–2186.
[61] W.F. Marshall, A. Straight, J.F. Marko, J. Swedlow, A. Dernburg, A. Belmont, A.W.
Murray, D.A. Agard, J.W. Sedat, Interphase chromosomes undergo constrained
diffusional motion in living cells, Curr. Biol. 7 (1997) 930–939.
[62] C. Michaelis, R. Ciosk, K. Nasmyth, Cohesins: chromosomal proteins that prevent
premature separation of sister chromatids, Cell 91 (1997) 35–45.
[63] W.F. Marshall, Order and disorder in the nucleus, Curr. Biol. 12 (2002)
R185–R192.
[64] M. Dundr, J.K. Ospina, M.H. Sung, S. John, M. Upender, T. Ried, G.L. Hager, A.G.
Matera, Actin-dependent intranuclear repositioning of an active gene locus in
vivo, J. Cell Biol. 179 (2007) 1095–1103.
[65] C.H. Chuang, A.E. Carpenter, B. Fuchsova, T. Johnson, P. de Lanerolle, A.S. Belmont,
Long-range directional movement of an interphase chromosome site, Curr. Biol.
16 (2006) 825–831.
[66] Y. Shav-Tal, X. Darzacq, S.M. Shenoy, D. Fusco, S.M. Janicki, D.L. Spector, R.H.
Singer, Dynamics of single mRNPs in nuclei of living cells, Science 304 (2004)
1797–1800.
[67] Z. Duan, M. Andronescu, K. Schutz, S. McIlwain, Y.J. Kim, C. Lee, J. Shendure, S.
Fields, C.A. Blau, W.S. Noble, A three-dimensional model of the yeast genome,
Nature 465 (2010) 363–367.
[68] A.B. Berger, G.G. Cabal, E. Fabre, T. Duong, H. Buc, U. Nehrbass, J.C. Olivo-Marin,
O. Gadal, C. Zimmer, High-resolution statistical mapping reveals gene territories
in live yeast, Nat. Methods 5 (2008) 1031–1037.
[69] I. Lassadi, K. Bystricky, Tracking of single and multiple genomic loci in living
yeast cells, Methods Mol. Biol. 745 (2011) 499–522.
[70] P. Meister, L.R. Gehlen, E. Varela, V. Kalck, S.M. Gasser, Visualizing yeast chromo-
somes and nuclear architecture, Methods Enzymol. 470 (2010) 535–567.
[71] H. Qian, M.P. Sheetz, E.L. Elson, Single particle tracking. Analysis of diffusion and
flow in two-dimensional systems, Biophys. J. 60 (1991) 910–921.
[72] S. Huet, E. Karatekin, V.S. Tran, I. Fanget, S. Cribier, J.P. Henry, Analysis of transient
behavior in complex trajectories: application to secretory vesicle dynamics, Biophys.
J. 91 (2006) 3542–3559.
[73] G.G. Cabal, A. Genovesio, S. Rodriguez-Navarro, C. Zimmer, O. Gadal, A. Lesne, H.
Buc, F. Feuerbach, J. Olivo-Marin, E. Hurt, U. Nehrbass, SAGA interacting factors
confine sub-diffusion of transcribed genes to the nuclear envelope, Nature 441
(2006) 770–773.
[74] P. Thérizols, C. Fairhead, G. Cabal, A. Genovesio, J.C. Olivo-Marin, B. Dujon, E.
Fabre, Telomere tethering at the nuclear periphery is essential for efficient
DNA double strand break repair in subtelomeric regio, JCB 172 (2006).
[75] H. Hajjoul, S. Kocanova, I. Lassadi, K. Bystricky, A. Bancaud, Lab-on-Chip for fast
3D particle tracking in living cells, Lab Chip 9 (2009) 3054–3058.
[76] M.R. Gartenberg, F.R. Neumann, T. Laroche,M. Blaszczyk, S.M. Gasser, Sir-mediated
repression can occur independently of chromosomal and subnuclear contexts, Cell
119 (2004) 955–967.
[77] L.R. Gehlen, S. Nagai, K. Shimada, P. Meister, A. Taddei, S.M. Gasser, Nuclear
geometry and rapid mitosis ensure asymmetric episome segregation in yeast,
Curr. Biol. 21 (2011) 25–33.
[78] K. Bystricky, H. Van Attikum, M.D. Montiel, V. Dion, L. Gehlen, S.M. Gasser, Reg-
ulation of nuclear positioning and dynamics of the silent mating type loci by the
yeast Ku70/Ku80 complex, Mol. Cell. Biol. 29 (2009) 835–848.
[79] D.L. Spector, Nuclear domains, J. Cell Sci. 114 (2001) 2891–2893.
[80] H. Pickersgill, B. Kalverda, E. de Wit, W. Talhout, M. Fornerod, B. van Steensel,
Characterization of the Drosophila melanogaster genome at the nuclear lamina,
Nat. Genet. 38 (2006) 1005–1014.
[81] L. Guelen, L. Pagie, E. Brasset, W. Meuleman, M.B. Faza, W. Talhout, B.H. Eussen,
A. de Klein, L. Wessels, W. de Laat, B. van Steensel, Domain organization of
human chromosomes revealed by mapping of nuclear lamina interactions,
Nature 453 (2008) 948–951.
[82] S. van Koningsbruggen, M. Gierlinski, P. Schofield, D. Martin, G.J. Barton, Y.
Ariyurek, J.T. den Dunnen, A.I. Lamond, High-resolution whole-genome
sequencing reveals that specific chromatin domains from most human chro-
mosomes associate with nucleoli, Mol. Biol. Cell 21 (2010) 3735–3748.
[83] Q.W. Jin, J. Fuchs, J. Loidl, Centromere clustering is a major determinant of yeast
interphase nuclear organization, J. Cell Sci. 113 (2000) 1903–1912.
[84] J.F. Dorn, K. Jaqaman, D.R. Rines, G.S. Jelson, P.K. Sorger, G. Danuser, Yeast kinet-
ochore microtubule dynamics analyzed by high-resolution three-dimensional
microscopy, Biophys. J. 89 (2005) 2835–2854.
[85] C.H. Yang, E.J. Lambie, J. Hardin, J. Craft, M. Snyder, Higher order structure is present
in the yeast nucleus: autoantibody probes demonstrate that the nucleolus lies
opposite the spindle pole body, Chromosoma 98 (1989) 123–128.
[86] I. Léger-Silvestre, S. Trumtel, J. Noaillac-Depeyre, N. Gas, Functional compart-
mentalization of the nucleus in the budding yeast Saccharomyces cerevisiae,
Chromosoma 108 (1999) 103–113.
[87] D. Granot, M. Snyder, Segregation of the nucleolus during mitosis in budding
and fission yeast, Cell Motil. Cytoskeleton 20 (1991) 47–54.
[88] K. Bystricky, T. Laroche, G. van Houwe, M. Blaszczyk, S.M. Gasser, Chromosome
looping in yeast: telomere pairing and coordinated movement reflect anchoring
efficiency and territorial organization, J. Cell Biol. 168 (2005) 375–387.
[89] A. Goffeau, B.G. Barrell, H. Bussey, R.W. Davis, B. Dujon, H. Feldmann, F. Galibert,
J.D. Hoheisel, C. Jacq, M. Johnston, E.J. Louis, H.W. Mewes, Y. Murakami, P.
Philippsen, H. Tettelin, S.G. Oliver, Life with 6000 genes, Science 274
(1996) 546, 563–547.
[90] G. Liti, D.M. Carter, A.M. Moses, J. Warringer, L. Parts, S.A. James, R.P. Davey,
I.N. Roberts, A. Burt, V. Koufopanou, I.J. Tsai, C.M. Bergman, D. Bensasson,
M.J. O'Kelly, A. van Oudenaarden, D.B. Barton, E. Bailes, A.N. Nguyen, M.
Jones, M.A. Quail, I. Goodhead, S. Sims, F. Smith, A. Blomberg, R. Durbin,
E.J. Louis, Population genomics of domestic and wild yeasts, Nature 458
(2009) 337–341.
[91] P. Jorgensen, N.P. Edgington, B.L. Schneider, I. Rupes, M. Tyers, B. Futcher, The
size of the nucleus increases as yeast cells grow, Mol. Biol. Cell 18 (2007)
3523–3532.
[92] M. Yamaguchi, Y. Namiki, H. Okada, Y. Mori, H. Furukawa, J. Wang, M.
Ohkusu, S. Kawamoto, Structome of Saccharomyces cerevisiae determined
by freeze-substitution and serial ultrathin-sectioning electron microscopy, J.
Electron Microsc. (Tokyo) 60 (2011) 321–335.
[93] M. Winey, D. Yarar, T.H. Giddings Jr., D.N. Mastronarde, Nuclear pore complex
number and distribution throughout the Saccharomyces cerevisiae cell cycle by
three-dimensional reconstruction fromelectronmicrographs of nuclear envelopes,
Mol. Biol. Cell 8 (1997) 2119–2132.
[94] F. Alber, S. Dokudovskaya, L.M. Veenhoff, W. Zhang, J. Kipper, D. Devos, A.
Suprapto, O. Karni-Schmidt, R. Williams, B.T. Chait, A. Sali, M.P. Rout, The
molecular architecture of the nuclear pore complex, Nature 450 (2007) 695–701.
[95] C. Strambio-De-Castillia, M. Niepel, M.P. Rout, The nuclear pore complex: bridg-
ing nuclear transport and gene regulation, Nat. Rev. Mol. Cell Biol. 11 (2010)
490–501.
[96] V. Doye, R. Wepf, E.C. Hurt, A novel nuclear pore protein Nup133p with distinct
roles in poly(A)+ RNA transport and nuclear pore distribution, EMBO J. 13
(1994) 6062–6075.
[97] C.V. Heath, C.S. Copeland, D.C. Amberg, V. Del Priore, M. Snyder, C.N. Cole,
Nuclear pore complex clustering and nuclear accumulation of poly(A)+
RNA associated with mutation of the Saccharomyces cerevisiae RAT2/NUP120
gene, J. Cell Biol. 131 (1995) 1677–1697.
[98] V. Galy, O. Gadal, M. Fromont-Racine, A. Romano, A. Jacquier, U. Nehrbass, Nu-
clear retention of unspliced mRNAs in yeast is mediated by perinuclear Mlp1,
Cell 116 (2004) 63–73.
[99] B. Palancade, M. Zuccolo, S. Loeillet, A. Nicolas, V. Doye, Pml39, a novel protein of
the nuclear periphery required for nuclear retention of improper messenger
ribonucleoparticles, Mol. Biol. Cell 16 (2005) 5258–5268.
[100] X. Zhao, C.Y. Wu, G. Blobel, Mlp-dependent anchorage and stabilization of a
desumoylating enzyme is required to prevent clonal lethality, J. Cell Biol. 167
(2004) 605–611.
[101] M.C. King, C.P. Lusk, G. Blobel, Karyopherin-mediated import of integral inner
nuclear membrane proteins, Nature 442 (2006) 1003–1007.
[102] S.E. Grund, T. Fischer, G.G. Cabal, O. Antunez, J.E. Perez-Ortin, E. Hurt,
The inner nuclear membrane protein Src1 associates with subtelomeric
genes and alters their regulated gene expression, J. Cell Biol. 182 (2008)
897–910.
12 B. Albert et al. / Biochimica et Biophysica Acta xxx (2012) xxx–xxx
Please cite this article as: B. Albert, et al., Nuclear organization and chromatin dynamics in yeast: Biophysical models or biologically driven
interactions?, Biochim. Biophys. Acta (2012), doi:10.1016/j.bbagrm.2011.12.010
[103] K. Mekhail, J. Seebacher, S.P. Gygi, D. Moazed, Role for perinuclear chromosome
tethering in maintenance of genome stability, Nature 456 (2008) 667–670.
[104] S.L. Jaspersen, T.H. Giddings Jr., M. Winey, Mps3p is a novel component of the
yeast spindle pole body that interacts with the yeast centrin homologue
Cdc31p, J. Cell Biol. 159 (2002) 945–956.
[105] A. Fridkin, A. Penkner, V. Jantsch, Y. Gruenbaum, SUN-domain and KASH-
domain proteins during development, meiosis and disease, Cell. Mol. Life Sci.
66 (2009) 1518–1533.
[106] J.M. Bupp, A.E. Martin, E.S. Stensrud, S.L. Jaspersen, Telomere anchoring at the
nuclear periphery requires the budding yeast Sad1-UNC-84 domain protein
Mps3, J. Cell Biol. 179 (2007) 845–854.
[107] L.M. Antoniacci, M.A. Kenna, R.V. Skibbens, The nuclear envelope and spindle
pole body-associated Mps3 protein bind telomere regulators and function in
telomere clustering, Cell Cycle 6 (2007) 75–79.
[108] E.D. Andrulis, D.C. Zappulla, A. Ansari, S. Perrod, C.V. Laiosa, M.R. Gartenberg,
R. Sternglanz, Esc1, a nuclear periphery protein required for Sir4-based plas-
mid anchoring and partitioning, Mol. Cell. Biol. 22 (2002) 8292–8301.
[109] A. Taddei, F. Hediger, F.R. Neumann, C. Bauer, S.M. Gasser, Separation of silenc-
ing from perinuclear anchoring functions in yeast Ku80, Sir4 and Esc1 proteins,
EMBO J. 23 (2004) 1301–1312.
[110] A. Lewis, R. Felberbaum, M. Hochstrasser, A nuclear envelope protein linking nu-
clear pore basket assembly, SUMO protease regulation, and mRNA surveillance,
J. Cell Biol. 178 (2007) 813–827.
[111] M. Webster, K.L. Witkin, O. Cohen-Fix, Sizing up the nucleus: nuclear shape, size
and nuclear-envelope assembly, J. Cell Sci. 122 (2009) 1477–1486.
[112] T. Hattier, E.D. Andrulis, A.M. Tartakoff, Immobility, inheritance and plasticity of
shape of the yeast nucleus, BMC Cell Biol. 8 (2007) 47.
[113] S.R. Wente, G. Blobel, A temperature-sensitive NUP116 null mutant forms a nu-
clear envelope seal over the nuclear pore complex thereby blocking nucleocyto-
plasmic traffic, J. Cell Biol. 123 (1993) 275–284.
[114] S.R.Wente, G. Blobel, NUP145 encodes a novel yeast glycine–leucine–phenylalanine–
glycine (GLFG) nucleoporin required for nuclear envelope structure, J. Cell Biol. 125
(1994) 955–969.
[115] E. Fabre, E. Hurt, Yeast genetics to dissect the nuclear pore complex and nucleo-
cytoplasmic trafficking, Annu. Rev. Genet. 31 (1997) 277–313.
[116] P. Roberts, S. Moshitch-Moshkovitz, E. Kvam, E. O'Toole, M. Winey, D.S. Goldfarb,
Piecemeal microautophagy of nucleus in Saccharomyces cerevisiae, Mol. Biol. Cell
14 (2003) 129–141.
[117] Y. Kimata, C.R. Lim, T. Kiriyama, A. Nara, A. Hirata, K. Kohno, Mutation of
the yeast epsilon-COP gene ANU2 causes abnormal nuclear morphology
and defects in intracellular vesicular transport, Cell Struct. Funct. 24
(1999) 197–208.
[118] S. Siniossoglou, H. Santos-Rosa, J. Rappsilber, M. Mann, E. Hurt, A novel complex
of membrane proteins required for formation of a spherical nucleus, EMBO J. 17
(1998) 6449–6464.
[119] H. Santos-Rosa, J. Leung, N. Grimsey, S. Peak-Chew, S. Siniossoglou, The yeast
lipin Smp2 couples phospholipid biosynthesis to nuclear membrane growth,
EMBO J. 24 (2005) 1931–1941.
[120] J.L. Campbell, A. Lorenz, K.L. Witkin, T. Hays, J. Loidl, O. Cohen-Fix, Yeast nuclear
envelope subdomains with distinct abilities to resist membrane expansion, Mol.
Biol. Cell 17 (2006) 1768–1778.
[121] A. Bird, The essentials of DNA methylation, Cell 70 (1992) 5–8.
[122] S. Ghaemmaghami, W.K. Huh, K. Bower, R.W. Howson, A. Belle, N. Dephoure,
E.K. O'Shea, J.S. Weissman, Global analysis of protein expression in yeast, Nature
425 (2003) 737–741.
[123] T. Ali, P. Coles, T.J. Stevens, K. Stott, J.O. Thomas, Two homologous domains of
similar structure but different stability in the yeast linker histone, Hho1p, J.
Mol. Biol. 338 (2004) 139–148.
[124] L. Clarke, J. Carbon, Isolation of a yeast centromere and construction of functional
small circular chromosomes, Nature 287 (1980) 504–509.
[125] P. Hieter, D. Pridmore, J.H. Hegemann, M. Thomas, R.W. Davis, P. Philippsen,
Functional selection and analysis of yeast centromeric DNA, Cell 42 (1985)
913–921.
[126] S. Furuyama, S. Biggins, Centromere identity is specified by a single centromeric
nucleosome in budding yeast, Proc. Natl. Acad. Sci. U. S. A. 104 (2007)
14706–14711.
[127] J. Lawrimore, K.S. Bloom, E.D. Salmon, Point centromeres contain more than a single
centromere-specific Cse4 (CENP-A) nucleosome, J. Cell Biol. 195 (2011) 573–582.
[128] V. Guacci, E. Hogan, D. Koshland, Chromosome condensation and sister chromatid
pairing in budding yeast, J. Cell Biol. 125 (1994) 517–530.
[129] L. Freeman, L. Aragon-Alcaide, A. Strunnikov, The condensin complex governs
chromosome condensation and mitotic transmission of rDNA, J. Cell Biol. 149
(2000) 811–824.
[130] A. Clemente-Blanco, M. Mayan-Santos, D.A. Schneider, F. Machin, A. Jarmuz, H.
Tschochner, L. Aragon, Cdc14 inhibits transcription by RNA polymerase I during
anaphase, Nature 458 (2009) 219–222.
[131] A. Taddei, G. Van Houwe, S. Nagai, I. Erb, E. van Nimwegen, S.M. Gasser, The
functional importance of telomere clustering: global changes in gene expression
result from SIR factor dispersion, Genome Res. 19 (2009) 611–625.
[132] G. Blobel, Gene gating: a hypothesis, Proc. Natl. Acad. Sci. U. S. A. 82 (1985)
8527–8529.
[133] P.R. Cook, A chromomeric model for nuclear and chromosome structure, J. Cell
Sci. 108 (Pt 9) (1995) 2927–2935.
[134] S.M. Gasser, F. Hediger, A. Taddei, F.R. Neumann, M.R. Gartenberg, The function
of telomere clustering in yeast: the circe effect, Cold Spring Harb. Symp. Quant.
Biol. 69 (2004) 327–337.
[135] K. Ishii, G. Arib, C. Lin, G. Van Houwe, U.K. Laemmli, Chromatin boundaries in
budding yeast: the nuclear pore connection, Cell 109 (2002) 551–562.
[136] J.M. Casolari, C.R. Brown, S. Komili, J. West, H. Hieronymus, P.A. Silver, Genome-
wide localization of the nuclear transportmachinery couples transcriptional status
and nuclear organization, Cell 117 (2004) 427–439.
[137] M. Schmid, G. Arib, C. Laemmli, J. Nishikawa, T. Durussel, U.K. Laemmli, Nup-PI:
the nucleopore–promoter interaction of genes in yeast, Mol. Cell 21 (2006)
379–391.
[138] S. Siniossoglou, M. Lutzmann, H. Santos-Rosa, K. Leonard, S. Mueller, U. Aebi, E.
Hurt, Structure and assembly of theNup84p complex, J. Cell Biol. 149 (2000) 41–54.
[139] C. Tous, A.G. Rondon, M. Garcia-Rubio, C. Gonzalez-Aguilera, R. Luna, A. Aguilera,
A novel assay identifies transcript elongation roles for the Nup84 complex and
RNA processing factors, EMBO J. 30 (2011) 1953–1964.
[140] D.J. Dilworth, A. Suprapto, J.C. Padovan, B.T. Chait, R.W. Wozniak, M.P. Rout, J.D.
Aitchison, Nup2p dynamically associates with the distal regions of the yeast
nuclear pore complex, J. Cell Biol. 153 (2001) 1465–1478.
[141] B. Kalverda, H. Pickersgill, V.V. Shloma, M. Fornerod, Nucleoporins directly stim-
ulate expression of developmental and cell-cycle genes inside the nucleoplasm,
Cell 140 (2010) 360–371.
[142] M.P. Rout, J.D. Aitchison, A. Suprapto, K. Hjertaas, Y. Zhao, B.T. Chait, The yeast
nuclear pore complex: composition, architecture, and transport mechanism, J.
Cell Biol. 148 (2000) 635–651.
[143] S. Krull, J. Thyberg, B. Bjorkroth, H.R. Rackwitz, V.C. Cordes, Nucleoporins as
components of the nuclear pore complex core structure and Tpr as the architectural
element of the nuclear basket, Mol. Biol. Cell 15 (2004) 4261–4277.
[144] S. Krull, J. Dorries, B. Boysen, S. Reidenbach, L. Magnius, H. Norder, J. Thyberg,
V.C. Cordes, Protein Tpr is required for establishing nuclear pore-associated
zones of heterochromatin exclusion, EMBO J. 29 (2010) 1659–1673.
[145] J.H. Brickner, P. Walter, Gene recruitment of the activated INO1 locus to the
nuclear membrane, PLoS Biol. 2 (2004) e342.
[146] S. Ahmed, D.G. Brickner, W.H. Light, I. Cajigas, M. McDonough, A.B. Froyshteter,
T. Volpe, J.H. Brickner, DNA zip codes control an ancient mechanism for gene
targeting to the nuclear periphery, Nat. Cell Biol. 12 (2010) 111–118.
[147] D.G. Brickner, I. Cajigas, Y. Fondufe-Mittendorf, S. Ahmed, P.C. Lee, J. Widom, J.H.
Brickner, H2A.Z-mediated localization of genes at the nuclear periphery confers
epigenetic memory of previous transcriptional state, PLoS Biol. 5 (2007) e81.
[148] M. Hampsey, Molecular genetics of the RNA polymerase II general transcriptional
machinery, Microbiol. Mol. Biol. Rev. 62 (1998) 465–503.
[149] S.M. Tan-Wong, H.D. Wijayatilake, N.J. Proudfoot, Gene loops function to main-
tain transcriptional memory through interaction with the nuclear pore complex,
Genes Dev. 23 (2009) 2610–2624.
[150] P.R. Cook, The organization of replication and transcription, Science 284 (1999)
1790–1795.
[151] F.J. Iborra, A. Pombo, D.A. Jackson, P.R. Cook, Active RNA polymerases are localized
within discrete transcription “factories” in human nuclei, J. Cell Sci. 109 (Pt 6)
(1996) 1427–1436.
[152] D.A. Jackson, F.J. Iborra, E.M. Manders, P.R. Cook, Numbers and organization of
RNA polymerases, nascent transcripts, and transcription units in HeLa nuclei
[published erratum appears in Mol. Biol. Cell 1998 Sep;9(9):2698], Mol. Biol.
Cell 9 (1998) (1998) 1523–1536.
[153] M. Thompson, R.A. Haeusler, P.D. Good, D.R. Engelke, Nucleolar clustering of dis-
persed tRNA genes, Science 302 (2003) 1399–1401.
[154] R.A. Haeusler, M. Pratt-Hyatt, P.D. Good, T.A. Gipson, D.R. Engelke, Clustering of
yeast tRNA genes is mediated by specific association of condensin with tRNA
gene transcription complexes, Genes Dev. 22 (2008) 2204–2214.
[155] J.S. Smith, J.D. Boeke, An unusual form of transcriptional silencing in yeast ribo-
somal DNA, Genes Dev. 11 (1997) 241–254.
[156] M. Bryk, M. Banerjee, M. Murphy, K.E. Knudsen, D.J. Garfinkel, M.J. Curcio, Tran-
scriptional silencing of Ty1 elements in the RDN1 locus of yeast, Genes Dev. 11
(1997) 255–269.
[157] L.Wang, R.A. Haeusler, P.D. Good,M. Thompson, S. Nagar, D.R. Engelke, Silencing near
tRNA genes requires nucleolar localization, J. Biol. Chem. 280 (2005) 8637–8639.
[158] P.R. Cook, Predicting three-dimensional genome structure from transcriptional
activity, Nat. Genet. 32 (2002) 347–352.
[159] R.A. Haeusler, D.R. Engelke, Genome organization in three dimensions: thinking
outside the line, Cell Cycle 3 (2004) 273–275.
[160] H. Tanizawa, O. Iwasaki, A. Tanaka, J.R. Capizzi, P. Wickramasinghe, M. Lee, Z. Fu,
K. Noma, Mapping of long-range associations throughout the fission yeast ge-
nome reveals global genome organization linked to transcriptional regulation,
Nucleic Acids Res. 38 (2010) 8164–8177.
[161] E.D. Andrulis, A.M. Neiman, D.C. Zappulla, R. Sternglanz, Perinuclear localization
of chromatin facilitates transcriptional silencing, Nature 394 (1998) 592–595.
[162] M. Gotta, T. Laroche, A. Formenton, L. Maillet, H. Scherthan, S.M. Gasser, The
clustering of telomeres and colocalization with Rap1, Sir3, and Sir4 proteins in
wild-type Saccharomyces cerevisiae, J. Cell Biol. 134 (1996) 1349–1363.
[163] W.P. Jencks, Binding energy, specificity, and enzymic catalysis: the circe effect,
Adv. Enzymol. Relat. Areas Mol. Biol. 43 (1975) 219–410.
[164] V. Galy, J.C. Olivo-Marin, H. Scherthan, V. Doye, N. Rascalou, U. Nehrbass, Nuclear
pore complexes in the organization of silent telomeric chromatin, Nature 403
(2000) 108–112.
[165] F. Hediger, K. Dubrana, S.M. Gasser, Myosin-like proteins 1 and 2 are not required
for silencing or telomere anchoring, but act in the Tel1 pathway of telomere length
control, J. Struct. Biol. 140 (2002) 79–91.
[166] J.M. Casolari, C.R. Brown, D.A. Drubin, O.J. Rando, P.A. Silver, Developmentally
induced changes in transcriptional program alter spatial organization across
chromosomes, Genes Dev. 19 (2005) 1188–1198.
13B. Albert et al. / Biochimica et Biophysica Acta xxx (2012) xxx–xxx
Please cite this article as: B. Albert, et al., Nuclear organization and chromatin dynamics in yeast: Biophysical models or biologically driven
interactions?, Biochim. Biophys. Acta (2012), doi:10.1016/j.bbagrm.2011.12.010
[167] R.I. Kumaran, D.L. Spector, A genetic locus targeted to the nuclear periphery in
living cells maintains its transcriptional competence, J. Cell Biol. 180 (2008)
51–65.
[168] L.E. Finlan, D. Sproul, I. Thomson, S. Boyle, E. Kerr, P. Perry, B. Ylstra, J.R. Chubb,
W.A. Bickmore, Recruitment to the nuclear periphery can alter expression of
genes in human cells, PLoS Genet. 4 (2008) e1000039.
[169] K.L. Reddy, J.M. Zullo, E. Bertolino, H. Singh, Transcriptional repressionmediated by
repositioning of genes to the nuclear lamina, Nature 452 (2008) 243–247.
[170] A. Rosa, R. Everaers, Structure and dynamics of interphase chromosomes, PLoS
Comput. Biol. 4 (2008) e1000153.
[171] P. Therizols, T. Duong, B. Dujon, C. Zimmer, E. Fabre, Chromosome arm length
and nuclear constraints determine the dynamic relationship of yeast subtelo-
meres, Proc. Natl. Acad. Sci. U. S. A. 107 (2010) 2025–2030.
[172] G. Dieppois, N. Iglesias, F. Stutz, Cotranscriptional recruitment to the mRNA ex-
port receptor Mex67p contributes to nuclear pore anchoring of activated genes,
Mol. Cell. Biol. 26 (2006) 7858–7870.
14 B. Albert et al. / Biochimica et Biophysica Acta xxx (2012) xxx–xxx
Please cite this article as: B. Albert, et al., Nuclear organization and chromatin dynamics in yeast: Biophysical models or biologically driven
interactions?, Biochim. Biophys. Acta (2012), doi:10.1016/j.bbagrm.2011.12.010
Hindawi Publishing Corporation
Genetics Research International
Volume 2012, Article ID 276948, 13 pages
doi:10.1155/2012/276948
Review Article
Regulation of Ribosomal RNA Production by RNA Polymerase I:
Does Elongation Come First?
Benjamin Albert,1, 2 Jorge Perez-Fernandez,1, 2, 3
Isabelle Le´ger-Silvestre,1, 2 and Olivier Gadal1, 2
1 LBME du CNRS, 118 route de Narbonne, 31000 Toulouse, France
2 Laboratoire de Biologie Moleculaire Eucaryote, Universite´ de Toulouse, 118 route de Narbonne, 31000 Toulouse, France
3 Universita¨t Regensburg, Biochemie-Zentrum Regensburg (BZR), Lehrstuhl Biochemie III, 93053 Regensburg, Germany
Correspondence should be addressed to Olivier Gadal, olivier.gadal@ibcg.biotoul.fr
Received 31 August 2011; Accepted 27 September 2011
Academic Editor: Sebastia´n Cha´vez
Copyright © 2012 Benjamin Albert et al. This is an open access article distributed under the Creative Commons Attribution
License, which permits unrestricted use, distribution, and reproduction in any medium, provided the original work is properly
cited.
Ribosomal RNA (rRNA) production represents the most active transcription in the cell. Synthesis of the large rRNA precursors
(35–47S) can be achieved by up to 150 RNA polymerase I (Pol I) enzymes simultaneously transcribing each rRNA gene. In
this paper, we present recent advances made in understanding the regulatory mechanisms that control elongation. Built-in Pol
I elongation factors, such as Rpa34/Rpa49 in budding yeast and PAF53/CAST in humans, are instrumental to the extremely high
rate of rRNA production per gene. rRNA elongation mechanisms are intrinsically linked to chromatin structure and to the higher-
order organization of the rRNA genes (rDNA). Factors such as Hmo1 in yeast and UBF1 in humans are key players in rDNA
chromatin structure in vivo. Finally, elongation factors known to regulate messengers RNA production by RNA polymerase II are
also involved in rRNA production and work cooperatively with Rpa49 in vivo.
1. Introduction
In cell nuclei, three RNA polymerases transcribe the genome.
The most importance is placed on RNA polymerase II (Pol
II), which is responsible for synthesizing mRNA and a large
variety of noncoding RNAs. The vast majority of RNA pro-
duction in growing cells is carried out by RNA polymerase
I (Pol I), which transcribes the precursor of large rRNA,
and by RNA polymerase III (Pol III), which transcribes 5S
rRNA, tRNA, and some noncoding RNAs. Observation of
cryofixed cryosubstituted other sections analyzed by electron
microscopy reveals that exponentially growing budding yeast
cells contain up to 104 ribosomes per μm3 [1], which repre-
sents up to 10% of the cytoplasmic volume [2] (Figure 1(a)).
An early step in ribosome biogenesis is initiated by the
extremely high transcriptional activity of Pol I and occurs in
the largest nuclear domain, the nucleolus (Figure 1(b)). Elec-
tron microscopy of nuclear/nucleolar chromatin dispersed
by Miller spreading allowed rRNA gene transcription and
cotranscriptional assembly to be visualized directly at the
single gene level [3] (Figure 1(d)). rDNA is organized in
head-to-tail tandem arrays of rRNA genes [4] contained
in budding yeast between 100 and 200 copies per cell [5],
and from 200 to 300 per mammalian haploid genome [6].
Analysis of transcribed ribosomal DNA (rDNA) after Miller
spreading revealed that up to 150 Pol I enzymes simultane-
ously transcribe rRNA genes in mutant with only 25 rRNA
genes [1, 7] (Figures 1(c) and 1(d)). Importantly, despite
being the most highly transcribed genes of the genome,
rDNA is subject to epigenetic regulation, and only some
rRNA genes are transcriptionally active [8]. In this paper,
we will focus on recent advances made in understanding the
regulation of Pol I activity, including elongation in the con-
text of ribosome assembly.
2. Is Regulation of Pol I Initiation the Only
Regulated Step in rRNA Production In Vivo?
Eukaryotic RNA polymerases are able to recognize promoters
only when these sequence elements are associated with






Figure 1: Budding yeast cells and ribosome production. (a) Morphology of Saccharomyces cerevisiae cells after cryofixation and freeze
substitution. Ribosomes are individually localized in the cytoplasm (see individual ribosomes detected in the zoomed region). In the
nucleus, the nucleolus (No) is detected as a large electron-dense region compared with low electron density of the nucleoplasm (Np). (b)
Morphology of the nucleolus. The nucleus appears outlined by a double envelope with pores, and the nucleolus is in close contact with the
nuclear envelope. In the nucleolus, a dense fibrillar network is visible throughout the nucleolar volume. Granular components are dispersed
throughout the rest of the nucleolus. (c) Visualization of active genes in rDNA. Using a mutant strain with a reduced number of rDNA copies
(strain NOY1071; 25 rDNA copies), Miller spreading of total nucleolar DNA allowed single-gene analysis of rRNA genes. (d) Quantification
of actively transcribed rDNA. Using high magnification, we can detect individual polymerases associated with nascent rRNA. Bars represent
500 nm.
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Figure 2: Schematic representation of the Pol I transcription cycle. Simplified composition of the Pol I preinitiation complex (PIC) in (a)
budding yeast and (b) human cells. The Pol I transcription cycle in budding yeast. (1) Recruitment of Rrn3/Pol I onto an rDNA promoter
associated with the SL1 and UAF complex allows PIC formation. (2) Promoter escape and rRNA synthesis are coupled with cotranscriptional
recruitment of the SSU processome. (3) Rrn3 dissociation is achieved by the formation of an adjacent PIC. Pol I subunits Rpa49 and Rpa43
from the adjacent polymerases promote Rrn3 release from the transcribing Pol I. (4) Pol I transcription of rRNA is coupled with nascent
rRNA processing and termination. (5) Pol I holoenzyme is recycled by reassociation with Rrn3, an as yet uncharacterized regulatory process.
Hmo1 function during elongation remains to be clarified, but is revealed by a tight genetic interaction with Pol I elongation mutant rpa49Δ
(4 and 5).
specific initiation factors. Pol I initiation factors have been
characterized for both humans and yeast (Figure 2(a)). In
mammals, selectivity factor 1 (SL1) in humans and TIF-1B
in mice are composed of the TATA-binding protein (TBP)
and four TBP-associated factors (TAFs), bound to the core
promoter [9–14]. Upstream binding factor (UBF) acts as a
dimer and induces a loop formation called the enhanceo-
some, which brings the activating sequence into close prox-
imity with the core promoter element [15, 16]. UBF binding
stabilizes the association of SL1/TIF-1B with promoter
elements [9]. A recent study suggested that UBF bound after
SL1 binding and during promoter escape by Pol I [17].
UBF is also bound to the transcribed region [18] and can
regulate Pol I elongation [19]. Additionally, UBF and SL1
are regulated by posttranslational modifications. Active Pol
I enzymes are associated with numerous other factors such
as TFIIH, protein kinase CK2, nuclear actin, nuclear myosin
1 (NM1), chromatin modifiers G9a and SIRT7 and with
proteins involved in replication and DNA repair: Ku70/80,
proliferating cell nuclear antigen, and CSB. For most factors,
mechanistical insights are lacking (see [20] for a recent
review).
In budding yeast, a core factor (CF) associates with the
Pol I promoter, and this binding is stabilized via TBP by
an upstream-associated factor, or UAF [21–27]. CF and SL1
are likely to be functionally equivalent. In contrast, yeast
UAF and mammalian UBF both interact with upstream
stimulatory elements but have very different functions. UBF1
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also regulates Pol I elongation [19]. The S. cerevisiae HMG-
Box protein, Hmo1, is associated with the Pol I-transcribed
region and is able to rescue growth of the Pol I elongation
mutant rpa49Δ [28]. Therefore, UBF1 andHmo1 might have
a conserved function in stimulating Pol I elongation (Albert
et al. submitted).
Surprisingly, both human and yeast Pol I enzymes are
unable to initiate productive RNA synthesis with only pro-
moter-bound factors [29, 30]. Only a minor fraction of free
Pol I is associated with an additional initiation factor: Rrn3
in yeast, hRrn3 in humans, or TIF-1A in mice (Figure 2(b)).
When Pol I associates with one of these factors, it recognizes
the promoter-bound factors and forms a preinitiation com-
plex (PIC) [30–35].
The amount of Pol I-Rrn3p complexes represents a lim-
iting step in transcription initiation, but how this association
is achieved and regulated remains a major research topic
[36]. Numerous signaling pathways target Pol I activity in
vivo. The target of rapamycin complex 1 (TORC1) regulates
ribosome production in response to nutriment availability
[37]. Upon inhibition of TORC1 by rapamycin or during
stationary phase, the amount of Pol I-Rrn3 complex drops
[31, 38, 39]. The regulatory function of Rrn3’s association
with Pol I was demonstrated by producing an artificial
fusion protein of Rrn3 joined to its interacting Pol I subunit,
Rpa43. In a partially purified in vitro system, this fusion,
called CARA, led to a constitutively active Pol I even
during stress, showing that Pol I complexed with Rrn3 is
initiation competent even under conditions known to inhibit
ribosome production [39]. This initial observation suggested
that a deregulated initiation event is sufficient to generate
constitutively active Pol I in vivo. However, other findings
are now challenging this initial regulatory model based on
the availability of an Rrn3-Pol I complex. Rrn3 function is
not restricted to initiation only, and it is also involved in a
postinitiation step of the Pol I transcription cycle. Rrn3 is re-
leased from Pol I during postinitiation, and this process
requires Rpa49, another Pol I-specific subunit [40]. In
the absence of Rpa49, the CARA mutant is not viable
[40]. Therefore, when Rrn3 is physically tethered to Pol I,
Rpa49 function becomes essential [40], which suggests the
existence of a functional interaction between Rpa49 and
Rrn3 after Pol I recruitment [1]. Initial studies suggested
that the interaction between Rrn3 and another Pol I-specific
subunit, Rpa43, is regulated by phosphorylation [34, 41].
A mutational analysis of Pol I did not reveal the specific
residues involved in this regulation but did not exclude the
involvement of phosphorylation [42]. Recent works from
the Tschochner’s Laboratory have demonstrated that Rrn3
is destabilized by a PEST domain, a peptide sequence rich
in proline (P), glutamate (E), serine (S), and threonine (T),
in its N-terminal domain [43, 44]. A nondegradable form of
Rrn3, missing this PEST motif, attenuated the reduction in
initiation competent Pol I-Rrn3p complexes observed upon
nutrient depletion. Such amutation shouldmimic the CARA
mutant phenotype. Unfortunately, this non-degradable form
of Rrn3 associated with Pol I has not been tested in vitro in a
partially purified extract. Nevertheless, in this background,
rRNA synthesis was downregulated in vivo upon nutrient
depletion [44]. Additionally, although levels of the Rrn3-Pol
I complex are depleted during stress, the amount remaining
is sufficient to observe ongoing initiation events. Therefore,
Pol I activity is not regulated only by the initiation competent
Rrn3-Pol I complex, but is likely to be influenced by nascent
ribosomal assembly. An elegant study suggested that down-
regulation of ribosomal protein production could also result
in a rapid decay of newly made rRNA in vivo [45]. Indeed,
Sch9, which acts downstream of TORC1, targets ribosomal
protein gene (RPG) transcription as well as rRNA production
by Pol I [46, 47]. Rrn3 might also impact rRNA processing
since a mutant of Cbf5, the pseudouridine synthetase that
modifies rRNA, is rescued by Rrn3 overexpression [48].
Along the same lines, accumulation of RPG mRNA in the
CARA mutant background was resistant to repression by
TORC1 inhibition [39]. In fission yeast, a subunit of the Rrn7
core factor also binds RPG promoters, suggesting a coupl-
ing between rRNA production and RPG transcription [49].
In budding yeast, Hmo1, bona fide Pol I transcription fac-
tors, also bind most RPG promoters [50]. Stochiometric pro-
duction of all ribosomal constituents is tightly controlled and
is probably achieved at multiple levels [2]. Is Pol I initiation
the only regulated step in rRNA production in vivo? Although
the association of Rrn3 with Pol I is a very important
regulatory step, it is only one of the numerous pathways
that regulate Pol I activity. In this paper, we will extensively
describe how the rRNA elongation step might be regulated to
integrate all the complex processes necessary to achieve this
early step of ribosome assembly.
3. Early Ribosome Assembly Occurs during
rDNA Transcription
RNA synthesis in the nucleus is invariably coupled with the
recruitment of specific proteins shortly after synthesis and
leads to the formation of large ribonucleoproteins (RNPs).
Strikingly, the fate of the RNA depends on the RNA poly-
merase synthesizing the transcript. Through their association
with the transcribing polymerase appropriate RNA-interact-
ing proteins are driven into the local proximity of the newly
synthesized RNA. The COOH-terminal domain (CTD) of
the largest subunit of Pol II is the best example of this mech-
anism [51]. The CTD can recruit the pre-mRNA capping,
splicing, and 3′-processing machinery, which are then teth-
ered together with the pre-mRNA. Often, the same factors
affecting early RNP assembly, maturation, and export also
regulate Pol II elongation, which effectively bridges these
processes [52, 53]. Cotranscriptional assemblies of RNP par-
ticles are well known to impact the fate of the transcribed
RNA. Even more important, polymerase elongation rates can
determine the nature of mature mRNA products, as shown
by alternative splicing that depends on the elongation rate
[54].
Pol I transcription provided the first example of cotran-
scriptional RNP particle assembly [3]. Paradoxically, the
intimate connection between early RNP assembly and Pol
I elongation has been suggested only recently. From Oskar
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Miller’s original 1969 description of a transcribed rRNA
gene as a Christmas tree, in which the nascent RNA co-
transcriptionally assembled with maturation factors that ap-
peared as decorating “terminal balls,” 33 years elapsed before
the molecular nature of the terminal balls in budding yeast
was fully unveiled by the laboratories of Ann Beyer and
Susan Baserga [3]. The terminal balls were renamed SSU
processomes [55] and are early preribosomal particles, which
contain U3 snoRNA and a set of proteins called the UTPs
(U three proteins). An intimate relationship between early
assembly and transcription was then suggested from a study
of a UTP subgroup, the tUTPs, for transcription-UTP [56].
The tUTPs form a complex with a protein composition
very similar to the UTP-A complex [57] with only one
distinction: the presence of either Utp5 or Pol5, respectively.
tUTP/UTP-A is recruited to the chromatin independently of
transcription; is required for efficient accumulation of Pol
I transcripts; has been suggested to be essential for Pol I
transcription in a run-on assay [56]. Alternatively, tUTP was
suggested to be required for early pre-rRNA stabilization. In
the absence of being complexed with tUTP/UTP-A, nascent
RNA transcripts are targeted by TRAMP (Trf4/Air2/Mtr4p
Polyadenylation) complex and degraded by the nuclear
exosome [58]. In human cells, recruitment of human tUTP
orthologs to NORs (nucleolus organizer regions) occurs inde-
pendently of transcription but depends on the protein UBF
[59]. Miller spreads have revealed that nascent rRNAs are
not only assembled cotranscriptionally with a large set of
proteins, but are also cleaved cotranscriptionally in E. coli
[60], Dyctiostelium [61], and budding yeast [62]. This co-
transcriptional rRNA cleavage has been independently con-
firmed and quantified using in vivo labeling approaches
[63]. Following tUTP/UTP-A recruitment, cotranscriptional
assembly is a stepwise and highly hierarchical process [64]
that utilizes preexisting autonomous building blocks. These
entities sequentially interact with the pre-rRNA and exhibit
different interdependencies with respect to each other. This
model has been validated and extended by different groups
[65].
4. Pol I Elongation Rate, rRNA
Cotranscriptional Maturation, and
Topological Stress
When driven by a strong Pol II promoter, ribosomal DNA
can be transcribed by Pol II [66]. Functional ribosomes can
ultimately be produced without Pol I, but this is accom-
panied by a drastic phenotype. Yeast lacking Pol I activity can
survive with such an artificial rDNA construct but grow very
poorly (i.e., have a doubling time 4 to 5 times longer than
normal) and have a massively altered nucleolar and nuclear
morphologies [67, 68]. Despite being not strictly essential,
the Pol I elongation rate must be properly controlled for
efficient ribosome production.
Biochemical purification of Pol I activity copurified a
large fraction of the rRNA maturation machinery [69]. Early
maturation factors such as Prp43, Nop56, Nop58, or Gno1
have been shown by two-hybrid assay to be physically teth-
ered to the Pol I-specific subunit Rpa34 [40]. The loading of
tUTP/UTP-A onto nascent transcripts is facilitated by its as-
sociation with Pol I promoters prior to pre-rRNA [56, 59]
and is required either for transcription or for stabilizing
nascent transcripts [58]. The first direct evidence that
elongation rate regulation is required for proper ribosomal
assembly came from a study of an elongation mutant by
David Schneider in the laboratory ofMasayasu Nomura [70].
In a mutant bearing a single substitution (rpa135-D784G) in
the second largest subunit of Pol I, near the active center of
the enzyme, rRNA processing was affected with the greatest
defect occurring in the 60S assembly pathway [70]. This sug-
gested that the stochiometric production of the 40S and 60S
subunits depends on the elongation rate of Pol I.
The structural analysis comparing the three nuclear
RNA polymerases revealed one feature that distinguished
Pol I from the other two (Pol II and Pol III): the presence
of the heterodimer Rpa49/Rpa34 [71]. Rpa49 and Rpa34
form a heterodimer that is structurally similar to the one
formed by two Pol II transcription factors, TFIIE and TFIIF.
The hPAF53/CAST heterodimer is the human ortholog
of Rpa49/Rpa34 [72]. We recently uncovered how Rpa49
releases Rrn3 from Pol I during elongation, despite the dia-
metric opposition of these proteins in the Pol I complex
[1, 71]. With such a configuration, Rpa49 and Rrn3 are un-
likely to interact directly with each other in the Pol I com-
plex. However, the very high loading rate of Pol I per
rRNA gene leads to extensive contact between adjacent Pol
I enzymes (Figure 1(d)). Interactions between adjacent Pol
I enzymes along the rDNA place Rpa49 and Rpa43 in close
proximity, thus allowing Rpa49 to interact with the Rpa43
subunit on a nearby Pol I to promote the release of Rrn3 from
Rpa43 [1]. In our model, the Pol I/Rrn3 complex dissociates
only after another Pol I starts transcribing rRNA and re-
flects cooperativity between Pol I enzymes (Figure 2(b)).
When we measured distribution of Pol I along rDNA using
Miller spreading, we observed a striking degree of en-
zyme clustering, with 60% of the enzymes in direct contact,
which is compatible with our model. Additionally, this clus-
tering was inhibited by deletion of the Rpa49 gene. What
are the consequences of this clustering? By opening the DNA
duplex, DNA in front of RNA polymerase becomes over-
wound, or positively supercoiled; the DNA behind the poly-
merase becomes underwound, or negatively supercoiled
[73]. Importantly, when multiple polymerases are in close
proximity, topological distortion of the DNA duplex in front
of and behind each adjacent polymerase would be compen-
sated, resulting in topological stress only in front of the
first polymerase, and after the last. Therefore, the absence
of clustering of adjacent polymerases in the rpa49Δ mutant
should lead to massive rDNA supercoiling. Indeed, Rpa49
deletion has a tight genetic relationship with the two type I
yeast topoisomerases: Top1 and Top3 [40, 74]. Top3, in com-
plex with Sgs1, is required for the stability of rDNA in vivo
and is genetically linked to Rpa49 [74, 75]. Top1 is also
involved in rDNA stability [76] and seems to be directly
involved in rRNA production. Rpa34 has also been found to
interact directly with Top1 in two-hybrid assays [40].
The extremely high transcription rate of Pol I should
lead to extensive torsional stress on the rDNA template.
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Is topological stress a selective feature of Pol I transcription? A
good answer to this question came from the study using acti-
nomycin D, a DNA-intercalating agent widely used in vivo
as a Pol I inhibitor in metazoan cells. The transcription
of rRNA genes in mammalian cells is about 50–100-fold
more sensitive to actinomycin D than the synthesis of small
RNAs and heterogeneous nuclear RNA [77]. However, Pol I-
selective inhibition by actinomycin D is not inherent to the
Pol I transcriptional machinery. Actinomycin D has no effect
at low concentrations in vitro or in a transfected reporter sys-
tem [78]. In fact, low levels of actinomycin D stimulate
Pol I rRNA initiation events in vivo; Pol I elongation, how-
ever, is strongly inhibited [79]. Such surprising activity can
be explained by the ability of low actinomycin D concen-
trations to stabilize DNA/topoisomerase interactions [80].
The specific inhibition of rRNA synthesis is at least in part
due to the close relationship between topoisomerase and Pol
I activities in vivo.
In yeast, a top1 deletion mutant led to the formation of
R-loops (DNA-RNA hybrids) within transcribed rRNA genes
[81]. These rRNA production defects, with accumulation of
rRNA intermediates ending in G-rich stretches of the 18S
rRNA, are similar to those observed in the Pol I elongation
mutants rpa135-D784G and rpa49Δ (discussed in [70, 81]).
Additionally, it was reported that the maximum transcrip-
tion rate of rDNA by Pol I in a top1 deletion mutant gener-
ates massive negative supercoiling of rDNA template, which
was revealed by the presence of DNA template melting in
an A-T-rich region of rDNA that was detectable in Miller
spreads [82]. Top2 is essential for growth, but top2 mutants
primarily succumb to mitotic failure. Top2 function in rRNA
transcription can be studied in Top2 mutants kept in G1
phase and prevented from entering mitosis. Top1 and Top2
cooperate in Pol I transcription [83] but in contrast to a
top1 deletion mutant, a top2-ts mutant accumulates posi-
tive supercoiling, which inhibits elongation by Pol I [82].
The difference between these Top1 and Top2 phenotypes is
surprising since both topoisomerases are able to relax posi-
tively and negatively supercoiled DNA. The differencemay be
related to the intrinsic properties of each enzyme and to the
ability of the chromatin to transiently absorb either negative
or positive torsional stress [84]. Top1 is a torque-sensitive
topoisomerase with a poor ability to relax chromatin. It func-
tions mainly in the relaxation of the negative supercoiling
produced in the wake of Pol I [85, 86]. In contrast, Top2 is
likely to bemore efficient in relaxing the positive supercoiling
produced ahead of Pol I, because no sink for torsional stress,
such as melting of the DNA template, exists in this case [84].
Finally, genetic interactions between Top1 and Trf4/Trf5, two
members of the TRAMP complex [87], have been reported
previously, and these might be explained by the presence of
unresolved R-loops that accumulate in the absence of nuclear
rRNA degradation machinery.
5. Epigenetic Regulation and Chromatin
Status of rDNA
In eukaryotes, rRNA genes are either organized in a closed
chromatin state in which they are transcriptionally inactive
in transcription or are in an open chromatin state [8]. In
mammals, inactive rRNA genes are subject to DNA methyla-
tion (for review, see [20]). In budding yeast, which lacks
DNA methylation, a proportion of rRNA genes is also tran-
scriptionally repressed.
Active rDNA with an open chromatin structure can be
distinguished from inactive rRNA genes by psoralen cross-
linking. Psoralen is an intercalating reagent which crosslinks
to DNA under UV irradiation. The nucleosomes associated
with inactive DNA lock the DNA topology and prevent
psoralens from crosslinking to DNA. When rDNA is sub-
jected to psoralen treatment and crosslinking, two types of
bands are detected: a slow- and a fast-migrating band [8,
88]. The molecular identity of the proteins associated with
both types of rDNA molecules was unambiguously estab-
lished using psoralen combined with ChEC (chromatin
endogenous cleavage) [89, 90]. In ChEC methods, rDNA-as-
sociated proteins are expressed as recombinant proteins
fused to micrococcal nuclease (MNase). After formaldehyde
crosslinking and psoralen treatment, MNase is activated
and cleaves either the fast- or slow-migrating rDNA band.
The fast-migrating band corresponds to transcriptionally
inactive rDNA, which is enriched in nucleosomes [90]. The
slow-migrating band is transcriptionally competent rDNA,
enriched in Pol I, depleted of histones (compared to genomic
DNA), and bound by Hmo1, a yeast protein similar to UBF
[90]. In budding yeast, the number of rRNA genes in open
chromatin seems not to be a major regulatory determinant
for Pol I activity [7]. rDNA copy number can change from
cell to cell as a result of unequal crossing over and ranges
between 100 and 200 repeats in a population [91]. Fob1
is required for this chromosomal instability [92]. In the
absence of Fob1, cell populations with a stable number of
rDNA repeats could be generated [7].With 42 copies, or even
more so with only 25 copies, most rRNA genes were active
and in an open chromatin state. With an rDNA copy number
as low as 25 actively transcribed rRNA genes, growth was not
affected, but more polymerases were loaded on each active
gene [7].
During the cell cycle, the ratio of open to closed rDNA
changes. Newly replicated rDNA becomes psoralen inaccess-
ible and shows nucleosome assembly on both strands after
the passage of the replication forks [93]. Following replica-
tion, the amount of open chromatin was found to steadily
increase at all stages of the cell cycle, including during cell
cycle arrest [94]. This increase required Pol I activity. The
maintenance of the open chromatin state did not require
Pol I activity, but Hmo1 inhibited replication-independent
nucleosome assembly [94].
In sharp contrast to ChEC data, chromatin immunopre-
cipitation (ChIP) analyses targeting H3 and H2B histones in
mutant strains harboring most rRNA genes in an open chro-
matin state (42 or 25 rDNA copies) strongly suggested that
significant quantities of histone molecules are present on
active rRNA genes [95] (Albert et al. Submitted).
Both ChIP and psoralen-ChEC have some intrinsic limi-
tations. ChIP is known to be sensitive to background bind-
ing, which can lead to false-positive detection. Conversely,
ChEC is prone to false-negative detection [89]. After MNase
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activation, MNase fusion proteins are released from genomic
DNA after cleavage of the DNA molecule. These released
proteins are then able to cleave genomic DNA at nonspecific
sites [89]. ChEC experiments must be performed in a care-
fully controlled time-course. Due to the abundance of hi-
stones molecules, cleavage time is kept bellow 15 minutes
[90]. Open rRNA genes appear more resistant to MNase di-
gestion than genes in closed rDNA or naked plasmid DNA,
but cleavage is detectable [90]. With such experimental lim-
itations, ChEC combined with psoralen can be used to com-
pare relative levels of histone enrichment, but cannot be used
to conclude whether histone is present or absent on open
chromatin.
Due to such intrinsic technical limitations, the exact
composition of rDNA in the open chromatin state is still
widely debated [90, 95]. The analysis of actively transcribed
versus untranscribed rDNA can also be performed using
Miller spreading (see Figure 1(c)). However, quantifying the
ratio of active versus inactive rRNA genes is intrinsically
biased, as it underestimates the fraction of inactive rDNA.
Transcriptionally inactive rRNA genes are not directly detect-
able, but can be indirectly visualized because they are flanked
by active rRNA genes. This method allows rRNA genes to be
characterized at the single-gene level. From such analyses,
two important conclusions were reached: nucleosomes are
not detectable on actively transcribed genes (data not shown)
and nucleosome structures are detectable on some inactive
rDNA genes but not all (Figure 3).
The presence of histones on open chromatin, as detected
by ChIP, contrasts sharply with the absence or strong deple-
tion of nucleosomes on open chromatin that is observed with
psoralen crosslinking, ChEC, and Miller spreading. These
observations are not incompatible if one considers that pso-
ralen crosslinking indicates the presence of canonical nucle-
osomes, whereas ChIP analysis reveals presence of histone
molecules. Histones might still be present on open rDNA
copies, but a large body of evidence establishes that they are
not arranged as canonical nucleosomes impermeable to pso-
ralen. Alternative nucleosome structures have been described
and occur specifically when DNA supercoiling is altered
[96]. This observation agrees with older biochemical studies
demonstrating that despite the absence of detectable beaded
nucleosomes on active rRNA genes, the protein constituents
of nucleosomes may still be present [8]. Moreover, by com-
bining reagent accessibility analyses and electron microscopy
of rDNA from Physarum polycephalum, the existence on
active rRNA genes of an alternative nucleosome structure
called the lexosome was suggested some time ago [97, 98].
The lexosome is an altered nucleosome specifically located on
actively transcribed regions, which has properties that facili-
tate transcription. In a lexosome configuration, the histone-
DNA interactions are different than those in intact nucleo-
somes and allow psoralen to access DNA. Therefore, even if
this alternative structure was not confirmed when tested for
in vitro transcription [99], the lexosome represents an attrac-
tivemodel that is consistent with the ChIP data, the psoralen-
crosslinking results, and the electronmicroscopy images pro-
duced in our studies as well as those of other research teams.
Similarly, the altered topology of actively transcribed rDNA
might lead to other alternative histone configurations [96].
6. Regulator of Pol I Elongation
To date, most factors known to regulate Pol I elongation
were characterized previously as Pol II elongation factors.
Such dual functions make interpretation of phenotype dif-
ficult, since an indirect effect via Pol II is difficult to ex-
clude. However, some Pol I elongation factors are now well
characterized.
Spt5 copurifies with Pol I and has been shown to be
associated with rDNA in vivo [100]. Spt5 is an evolutionarily
conserved elongation factor with homologs found in eubac-
teria (NusG) and in archaea (RpoE) [101, 102]. Multisubunit
RNA polymerases have the ability to stably interact with
DNA through a structural feature called the DNA clamp.
Prior to interacting with DNA, the DNA clamp must be in
an open configuration and closed for processive elongation.
Spt5/NusG can close the DNA clamp,making the polymerase
able to carry out processive elongation [103]. Spt5 interacts
with multiple Pol I subunits and Rrn3, and an Spt5 mutant
(spt5-C292R) suppresses the growth defect of the rpa49Δ Pol
I mutant [104]. Phenotypic analysis of rDNA transcription
in the Spt5 mutant suggested that it positively and negatively
regulates Pol I functions [105]. Other factors that interact
with Spt5, such as Spt4, Paf1 and Spt6, have also been sug-
gested to regulate Pol I. An spt4 deletion mutant led to de-
creased rDNA copy numbers, and an rRNA processing defect
[100]. The Paf1, complex interacts physically with Spt5 [106]
and is involved in stimulating Pol I elongation [107]. Spt6 is
a histone chaperone that might also be a good candidate to
regulate Pol I in vivo. In addition, the FACT complex stim-
ulates Pol I activity in human cells [108]. FACT consists
of Spt16 and Pob3, interacts with Spt5 in yeast [106], and
is genetically linked to rpa49Δ [109]. Another Pol II trans-
cription factor has been proposed to regulate Pol I: the Elon-
gator, a six-subunit complex, conserved between yeast and
mammals. In African trypanosomes, mutation or down-reg-
ulation of the Elp3b subunit of the complex results in in-
creased synthesis of rRNA by Pol I [110].
The growing list of Pol II elongation factors that also
regulate Pol I activity is interesting, but some mechanistic
insights are still lacking. The elongationmechanisms of Pol II
and Pol I are very different. Pol II carries regulators via inter-
actions with CTD [111]. With few Pol II enzymes acting
simultaneously on transcribed genes, the stoichiometric as-
sociation of elongation factors with Pol II results in a density
of about one elongation factor per gene. In contrast, a large
number of Pol I enzymes can transcribe a single rRNA gene.
Thus, it is difficult to imagine that Pol II elongation fac-
tors would be stochiometrically bound to each elongating
Pol I. Therefore, it seems unlikely that Pol II and Pol I com-
plexes use similar mechanisms of action or factor recruit-
ment strategies. It remains to be understood how the same
elongation factors can act in two very different transcription
systems.
One factor can now be defined as a bona fide Pol I elon-
gation factor, the nucleolin, called Nsr1 in budding yeast and
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Figure 3: Miller spreading of nontranscribed rDNA. Single-gene analysis of nontranscribed rRNA genes reveals nucleosomal (a) and
nonnucleosomal (b) organization. Chromatin spreading (upper panel) and a schematic representation of rDNA spreading (lower panel)
are shown from strain NOY1071, bearing 25 rDNA copies. Transcribed rRNA genes (green) are identified by high Pol I density, and nascent
rRNAs are shown in black. Non-transcribed regions are depicted in red. Intergenic spaces (IGSs) are short (600 nm) and can be easily
distinguished from inactive rRNA genes. Inactive genes are flanked by two IGSs. Due to the DNA wrapping around nucleosomes, non-
transcribed genes associated with nucleosomes appear shorter (2,100 nm − (2 × 600 nm) = 900 nm) than genes devoid of nucleosomes
(3,100 nm − (2 × 600) = 1,900 nm). With 15 nucleosomes detected and each wrapped around 146 bp, we observed a length reduction of
approximately 1,000 nm.
Gar2 in fission yeast. Following nucleolin’s first identification
as an abundant nucleolar protein, it has been implicated
in numerous cellular processes [112, 113]. Among them,
it is clearly involved in ribosome biogenesis. Nucleolin is
required for early rRNA-processing events [114] and for Pol I
activity through a nucleosomal template [115]. Nucleolin has
a histone chaperone activity and stimulates transcription by a
mechanism reminiscent of the activity of the FACT complex
[116]. Nucleolin is clearly an important factor to understand
the interplay between rDNA chromatin, Pol I transcription,
and cotranscriptional rRNA processing.
7. Concluding Remarks
In this paper, we tried to focus on the unanswered questions
of rRNA production, rather than make an exhaustive review
of the large body of work addressing regulation of this
complex multistep process. We still know little about how
cells adjust the production of each ribosomal constituent in
time and space to allow cotranscriptional assembly of preri-
bosomal particles. The answer to this question probably lies
in the existence of highly redundant pathways, which are all
designed to coregulate rRNA production by Pol I, ribosomal
protein production, and the availability of the ∼200 trans-
acting factors required to assemble eukaryotic ribosomes.
The discovery of redundant pathways has clearly resulted
from the extensive study of budding yeast. Most regulato-
ry pathways affecting rRNA production are not essential
for cell growth. Out of 14 Pol I subunits, four are not re-
quired for cell growth. However, when double inactivation
is performed, their functions can be revealed and studied
[74]. We have no doubt that important progress remains to
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be made in understanding how Pol I is regulated. Because
most of the complex interplay between rRNA production, as-
sembly, cleavage, and folding occurs during elongation, we
expect that most progress remaining to be made will uncover
how rRNA elongation is coupled to rRNA assembly [81]. The
central question of the exact structure and composition of
open rDNA chromatin remains a major challenge. Pol I elon-
gation is likely to be the most important step in controlling
how nascent rRNA is folded and cleaved to yield pre-60S
and pre-40S rRNA as they are being assembled into large
preribosomes. We propose that elongation is the most regu-
latable step in rRNA production, making elongation the first
target to regulate rRNA production.
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Rpa34 and Rpa49 are nonessential subunits of RNA polymerase I, conserved in species from Saccharomyces
cerevisiae and Schizosaccharomyces pombe to humans. Rpa34 bound an N-terminal region of Rpa49 in a
two-hybrid assay and was lost from RNA polymerase in an rpa49 mutant lacking this Rpa34-binding domain,
whereas rpa34 weakened the binding of Rpa49 to RNA polymerase. rpa34 mutants were caffeine sensitive,
and the rpa34mutation was lethal in a top1mutant and in rpa14, rpa135(L656P), and rpa135(D395N) RNA
polymerase mutants. These defects were shared by rpa49 mutants, were suppressed by the overexpression of
Rpa49, and thus, were presumably mediated by Rpa49 itself. rpa49 mutants lacking the Rpa34-binding domain
behaved essentially like rpa34 mutants, but strains carrying rpa49 and rpa49-338::HIS3 (encoding a form
of Rpa49 lacking the conserved C terminus) had reduced polymerase occupancy at 30°C, failed to grow at 25°C,
and were sensitive to 6-azauracil and mycophenolate. Mycophenolate almost fully dissociated the mutant
polymerase from its ribosomal DNA (rDNA) template. The rpa49 and rpa49-338::HIS3 mutations had a dual
effect on the transcription initiation factor Rrn3 (TIF-IA). They partially impaired its recruitment to the rDNA
promoter, an effect that was bypassed by an N-terminal deletion of the Rpa43 subunit encoded by rpa43-35,326,
and they strongly reduced the release of the Rrn3 initiation factor during elongation. These data suggest a dual
role of the Rpa49-Rpa34 dimer during the recruitment of Rrn3 and its subsequent dissociation from the
elongating polymerase.
Fast-growing Saccharomyces cerevisiae and Schizosaccharo-
myces pombe cells mobilize some 70% of their transcriptional
capacity to produce the 6.8-kb precursor of the 18S, 5.8S, and
25S rRNAs by transcribing the highly repeated ribosomal
DNA (rDNA) locus (44, 50). Genetic studies (43) have estab-
lished that this is the only role or, at least, the only essential
role of yeast RNA polymerase I (Pol I). rDNA transcription
starts with the binding of Pol I to its specificity factor Rrn3 (7,
39–41, 48, 57). The Rrn3-Pol I dimer is then directed to a
preinitiation complex residing at the rDNA promoter region.
This complex combines the TATA box-binding protein (also
operating in the Pol II and Pol III systems) with the core and
upstream activation factors that are specific to the Pol I system
(31, 32). In mammals, Pol I first binds transcription initiation
factor IA, akin to Rrn3 and functionally interchangeable with
that protein in vivo (7, 40, 41). The Pol I-transcription initia-
tion factor IA dimer is then targeted to the rDNA promoter by
interacting with SL1, a factor made of the TATA box-binding
protein associated with four protein subunits, TAFI95,
TAFI68, TAFI48, and TAFI41 (11, 22, 23, 40, 59); TAFI68 is
distantly related to the yeast core factor at the level of the core
factor’s Rrn7/TAFI68 subunit (9). Pol I is also associated with
the upstream binding factor (UBF; mammals) and Hmo1
(yeast) HMG box proteins, which stimulate rDNA transcrip-
tion by a still poorly understood mechanism (19, 46, 52).
Pol I has 14 polypeptide subunits in S. cerevisiae (20, 27) and
S. pombe (2, 28). Five of these subunits, including the two
largest ones, are akin to the bacterial core enzyme (58). Seven
others are related or even identical to subunits of the Pol II
and Pol III core structures (1, 16, 29) and are homologous to
archaeal RNA polymerase subunits (35, 55). Rpa49 and
Rpa34, on the other hand, are Pol I-specific subunits with
unknown functions (20, 36) that are also homologous to
PAF53 and PAF49 in the mammalian Pol I system (47, 56). We
show here that these subunits bind each other in the Pol I
structure and play an important role in transcription by im-
proving the recruitment of the Rrn3-Pol I complex to the
rDNA and by triggering the release of Rrn3 from the elongat-
ing Pol I.
MATERIALS AND METHODS
Tables listing the plasmids, yeast strains, and DNA primers used in this study
are included in the supplemental material. Yeast strains were constructed by
meiotic crossing, DNA transformation, and plasmid shuffling through selection
on fluoroorotic acid (FOA) medium with 0.1% 5-fluoroorotate (8). Null alleles
with KanMX4 insertions were obtained from EUROSCARF (http://web.uni
-frankfurt.de/fb15/mikro/euroscarf/index.html) and were checked by ad hoc PCR
amplifications. The rpa135(D395N) and rpa135(L656P) alleles were isolated
after UV mutagenesis of the rpa34::HIS3 strain OG1-1C transformed by plasmid
pOG1-A34 (20) and were selected by a method based on the lack of white
sectoring in the UV-mutagenized clones (33), which signals their inability to lose
pOG1-A34, therefore indicating that the rpa34::HIS3 allele is now essential for
growth.
Newly constructed plasmids were prepared from PCR-amplified DNA. In
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most cases, we used the Gateway cloning system with previously described
destination vectors (54). All inserts were resequenced to detect spurious muta-
tions generated by DNA amplification. Chimeras including the Rpa43 coding
sequences of S. cerevisiae and S. pombe were constructed by overlap extension
PCR using Pfu DNA polymerase. Primer sequences are available upon request.
Chromatin immunoprecipitation (ChIP) assays were systematically done on
three independent cultures of 100 ml harvested at an A600 of 0.6, with slight
modifications of a previously described experimental protocol (34) and with the
rDNA primers listed in the tables in the supplemental material. Yeast cells were
cultivated in yeast extract-peptone-dextrose (YPD) medium, except in experi-
ments involving mycophenolate, in which we used synthetic dextrose medium
supplemented with histidine, arginine, tryptophan, and adenine sulfate, each at
20 mg/liter, and leucine and lysine, each at 30 mg/liter (SDaa medium). rDNA
copy numbers were estimated by comparing the kinetics of PCR amplification on
rDNA primers and on PYK1 primers used as a single-gene control, giving an
average value ( the standard deviation) of 186  54 copies.
RESULTS
The Pol I-specific subunits Rpa49 and Rpa34 bind each
other in two-hybrid assays. Viable rpa49 mutants fail to grow
at 25°C and are sensitive to mycophenolate, and the rpa49
mutation is lethal in cells lacking the nonessential Rpa14 sub-
unit or the HMG box protein Hmo1 (13, 19, 20, 36). Rpa49 has
close homology to the human PAF53 protein (Fig. 1) and can
be replaced in vivo by Rpa51, its S. pombe counterpart (42). A
homology search revealed a gene for an Rpa49-like product in
most eukaryotic genomes, with conserved motifs scattered over
the entire subunit. In particular, all Rpa49-like subunits con-
tain a highly conserved C-terminal domain, located between
positions 326 and 371 in S. cerevisiae (detailed sequence align-
ments are provided in Fig. S1 in the supplemental material).
FIG. 1. Properties of the Rpa49 subunit. (A) Homology between Rpa49 (S. cerevisiae) and its S. pombe (Rpa51) and human (PAF53) counterparts,
shown by Blosum 62 matrices drawn at a 5/35 stringency. H. sapiens, Homo sapiens. (B) Two-hybrid screening with Gal4BD-Rpa34. Six Gal4AD-Rpa49
plasmids were isolated by genome-wide screening of a previously described two-hybrid library (17) by usingGal4BD-Rpa34. Vertical lines denote the limits
of the RPA49 inserts. -Galactosidase (-Gal) was tested as previously described (17). Data are shown for the Gal4AD::RPA49(36,119) plasmid and for
a reciprocal two-hybrid interaction between Gal4BD-Rpa34 and Gal4AD-Rpa49. The RPA49 open reading frame is shown with gray boxes representing
four conserved parts of Rpa49, corresponding to positions 60 to 89, 128 to 154, 201 to 216, and 326 to 371 in S. cerevisiae (see Fig. S1 in the supplemental
material). (C) Deletion mapping of the Rpa34-interacting domain on Rpa49. N-terminal and C-terminal deletion forms of Rpa49 were cloned as Gal4BD
fusions into the pVV213 vector (54) and tested against Gal4BD-Rpa34 in a two-hybrid assay.
FIG. 2. Association of Rpa34 and Rpa49 with Pol I in rpa34 or rpa49
mutants. ChIP assays were done on three independent cultures (comprising
100 ml of YPD) harvested at an A600 of 0.6. Pol I was revealed by polyclonal
anti-Rpa190 and anti-Rpa34 or anti-Rpa49 rabbit antibodies (49). DNA
occupancy was defined by the ratio between the immunoprecipitation (IP)
signal and the DNA input (IN) signal. The diagram at the bottom shows the
approximate positions of the primers used for reverse transcription-PCR
(RT-PCR) amplification. Arrows denote the start sites and transcription
orientations of the 5S and 35S rRNA transcripts. NTS1 and NTS2, nontran-
scribed spacers 1 and 2; nt, nucleotides. (Left panels) Effect of rpa49 muta-
tions on the binding of Rpa34 to Pol I. Strain D704-6C was transformed with
pVV200 plasmids bearing the mutant (rpa49-119,416) and wild-type (WT)
RPA49 alleles. (Right panels) Effect of rpa34 on the binding of Rpa49 in
YPH499 (WT) and T4-1C (rpa34).


















Proteins distantly related to Rpa34 have also been identified in
fission yeast, mice, and humans (2, 47). However, their se-
quence homology is restricted to two short conserved domains
and to C-terminal KKE/D repeats often found in nucleolar
proteins (21), and the mammalian subunit (PAF49) is much
larger than its fungal counterpart (see Fig. S2 and S3 in the
supplemental material).
Rpa49 and Rpa34 were fused to the binding domain of Gal4
(Gal4BD) and tested for two-hybrid interactions in a genome-
wide screen based on a library of genomic fragments fused to
the Gal4 activation domain (Gal4AD) (17, 18). The Gal4BD-
Rpa49 screen yielded two Gal4AD clones encoding the entire
Rpa34 subunit, whereas the Gal4BD-Rpa34 fusion yielded six
clones with products overlapping between positions 63 and 119
of Rpa49 (Fig. 1A). Subunits with N-terminal deletions (en-
coded by rpa49-63,416, rpa49-89,416, and rpa49-119,416) and
C-terminal deletions (encoded by rpa49-1,260 and rpa49-1,366)
were also fused to pVV213, a Gal4BD fusion vector based on a
FIG. 3. Growth phenotypes of RNA Pol I mutants. (A) Sensitivity of RNA Pol I mutants to low temperature (25°C), mycophenolate (MPA),
and 6-azauracil (AZA). Strains YPH499 (wild type [WT]), D704-6C (rpa49), D360-1A (rpa14), T4-1C (rpa34), OG36-1A [rpa135(L656P)],
SL46-1D [rpa135(D395N)], SL9-2C (rpa12), and D101-CHIM2 (rpa43-chim2) were serially diluted and spotted onto YPD and onto synthetic
complete medium lacking uracil but containing mycophenolate (10 g/ml) or 6-azauracil (20 g/ml). Plates were incubated for 3 days at 30°C. The
box on the right summarizes the synthetic growth defects seen in rpa14 and top1 strains as monitored by plasmid shuffle tests (8) based on the
counterselection of URA3 centromeric plasmids (with RPA12, RPA14, RPA34, or RPA49) on FOA medium. Lethality is indicated by a minus sign.
Mutant strains that grew on FOA were streaked onto YPD for 3 days at 30°C. The and () symbols denote a growth pattern identical or partially
impaired relative to that of the corresponding wild-type control tested before the FOA chase. (B) Suppression of the caffeine sensitivity of the
rpa34 mutant by RPA49 overexpression. The YPH499 wild type (WT), the isogenic mutant strain T4-1C (rpa34), and T4-1C transformed with
pGEN-A49 (rpa34 2 RPA49) were spotted onto YPD and onto YPD with caffeine at 1 g/liter and grown for 3 days at 30°C. (C) Suppression
of rpa34 synthetically lethal defects by RPA49 overexpression. Strains OG1-L656P [rpa135(L656P) rpa34], OG1-D395N [rpa135(D395N)
rpa34], and OG17-1C (top1 rpa34) bearing the pOG1-A34 plasmid (2m RPA34 URA3) were transformed with pGEN-A49 (2m RPA49
TRP1) by using pGEN as an empty vector control (). Suppression was detected by a plasmid shuffle assay on FOA, as described above.
(D) Suppression of the rpa14 rpa34 synthetic lethality by RPA49 overexpression. Strains Y11277 (rpa34::KanMX4) and D360-1A (rpa14::
HIS3) were crossed and transformed with pSLA49 (2m RPA49 URA3), and meiotic tetrads were isolated by microdissection. The results
presented show a tetratype with two parental and two recombinant segregants after replica plating onto 5-FOA, demonstrating that the rpa14
rpa34 strain (white frame) is unable to lose pSLA49. (E) Synthetic lethality of rpa49 with the RRN3::RPA43 fusion. Strains D781-10B [(RPA49
rpa43)/2m TRP1 RRN3::RPA43/CEN URA3 RPA43] and D780-6D [(rpa49 rpa43)/2m TRP1 RRN3::RPA43/CEN URA3 RPA43] were tested
for their ability to lose the YCpA43-12 (CEN URA3 RPA43) plasmid by using a plasmid shuffle assay on FOA. The white frame around the
D780-6D replica indicates the inability to lose YcpA43-12 in the rpa49 context.


















Gateway cassette. This new round of two-hybrid assays, done
with a slightly different vector, confirmed that the interaction
between Gal4BD-Rpa34 and Gal4BD-Rpa49 was lost through
the deletion of the N terminus of Rpa49 and was insensitive to
C-terminal deletions (Fig. 1B).
The genome-wide screening performed with Gal4BD-Rpa34
also yielded two Top1 clones (suggesting that the synthetic
lethality of rpa34 and top1 [20] may involve direct Top1-
Rpa34 binding) and four clones encoding Gno1 (two isolates),
Nop56, and Nop58. Like Rpa34, these three proteins are nu-
cleolar and contain KKD/E repeats that are commonly en-
countered in nucleolar proteins. Gno1 contributes to the first
cleavage steps of pre-rRNA processing (24). Nop56 and Nop58
are components of the U3 ribonucleoprotein complex required
for 18S rRNA biogenesis (14).
The N-terminal part of Rpa49 enables Rpa34 to bind Pol I.
A Pol I subform lacking Rpa34 and Rpa49 is catalytically active
on nonspecific DNA templates and can be chromatographi-
cally separated from the 14-subunit enzyme (27). Moreover,
Rpa49 dissociates from a highly purified preparation of Pol I in
rpa34 mutants (20), suggesting that Rpa49 and Rpa34 may
stabilize each other within the Pol I structure. We further
investigated this point by ChIP assays of rpa49 mutants. As
shown in Fig. 2, Rpa34 was entirely lost from the rDNA-bound
Pol I in an N-terminal deletion mutant (rpa49-119,416) lack-
ing the putative Rpa34-binding domain. A fortiori, it was
also lost in rpa49 mutants, which also displayed an overall
reduction in the amount of Pol I residing on rDNA (as
detected by anti-Rpa190 antibodies), consistent with the
slow growth of these mutants at 30°C. rpa34, on the other
hand, slightly reduced the Rpa49 signal but had no effect on
Pol I itself, in keeping with the wild-type growth rate of
rpa34 mutants (Fig. 2).
The adverse phenotypes of rpa34 mutants are suppressed
by Rpa49 overexpression. Unlike rpa49, rpa34 caused no
growth defect in its own right, and rpa34 mutants were not
particularly sensitive to mycophenolate or 6-azauracil (Fig.
3A). Like rpa49 mutants, however, rpa34 mutants were sen-
sitive to caffeine (trimethylxanthine), and the mutation was
synthetically lethal with rpa14 and top1 (Fig. 3B and C). It
should be noted that we previously obtained a viable top1
rpa49 double mutant (20), but further analysis has now shown
that this was an exceptional case, almost certainly due to some
unrecognized suppression.
Using an ad hoc procedure to select mutations that were
synthetically lethal with rpa34 (see Materials and Methods),
we obtained two additional Pol I mutants, the rpa135(L656P)
and rpa135(D395N) strains. These mutants grew like the wild
type but were moderately [rpa135(D395N)] or strongly
[rpa135(L656P)] sensitive to mycophenolate and 6-azauracil.
The rpa135(L656P) and rpa135(D395N) mutations were also
lethal with rpa49, but this synthetic lethality was specific to
the Rpa49 subunit since strains carrying the rpa135(L656P)
and rpa135(D395N) mutations combined with rpa12 and
rpa14 were viable (Fig. 3A and B). Intriguingly, the rpa135-
(L656P) mutation corresponds to a highly conserved position
shared by the archaeal and eukaryotic polymerases, and this
conservation extends to bacteria in the case of position D395
(Fig. 4). The equivalent positions belong to the lobe and ex-
ternal domains of the yeast Pol II crystal structure (12) and are
fairly close to the Rpb9 subunit paralogous to Rpa12.
rpa34 mutants, therefore, had a wild-type growth pattern
but were sensitive to caffeine and presented a small number of
synthetically lethal defects shared with rpa49mutants. Impor-
tantly, all the currently identified phenotypes associated with
the rpa34 mutation were suppressed when Rpa49 was over-
expressed from a multicopy plasmid (Fig. 3C). Together with
the above-cited data showing that rpa34 slightly reduced the
Rpa49 ChIP signal, these observations argue that Rpa34 alters
the spatial organization of the corresponding Rpa49, therefore
stabilizing this subunit in the Pol I structure, and that this
activity accounts for all the adverse effects currently associated
with rpa34. It should be noted that previous large-scale
screening for synthetically lethal yeast mutations had suggested
that Rpa34 might contribute to cell wall synthesis, due to
synthetic lethality occurring with rpa34 in chitin synthase-
defective mutants (53). However, we were unable to reproduce
these observations.
The conserved C terminus of Rpa49 is critical in vivo. Rpa49
mutants were constructed by progressive N- and C-terminal
deletions (Fig. 5A). Deleting the first 89 amino acids of Rpa49
(rpa49-63,416 and rpa49-89,416) had no adverse effects under
any conditions tested, despite the strongly conserved motif
between positions 60 and 90 (see Fig. S1 in the supplemental
material). The rpa49-119,416 mutation, which removed the
next 20 amino acids, also produced a wild-type phenotype but
FIG. 4. Positions of the rpa135(D395N) and rpa135(L656P) muta-
tions as deduced from the Pol II structure. Local sequence alignments
are shown for the second-largest subunit of the three yeast RNA
polymerases, for the corresponding archaeal subunits of Methanocal-
dococcus jannaschii (MjB and MjB	), and for the  subunit of Ther-
mus aquaticus (Taq ). Two views of the Pol II spatial structure
(Protein Data Bank coordinate 1WCM) are provided, showing the
positions of Rpa12 (blue ribbons) and of the lobe and external folds.
Asterisks indicate mutant positions.


















was nearly lethal with rpa14, consistent with the data dis-
cussed above (Fig. 2) showing that Pol I was unable to recruit
the Rpa34 subunit in the rpa49-119,416 mutant. We then
turned to the rpa49-338::HIS3 strain, a previously described
mutant (36) with a C-terminal insertion of the sequence en-
coded by the HIS3 cassette. This mutant forms a truncated
Rpa49 lacking the highly conserved C-terminal domain men-
tioned above (see Fig. S1 in the supplemental material). Since
the truncated Rpa49 subunit is still stably incorporated into the
multisubunit structure of RNA Pol I (36), the defects associ-
ated with rpa49-338::HIS3 directly result from the absence of
the Rpa49 C terminus.
The rpa49 and rpa49-338::HIS3 mutations produced the
synthetically lethal defects and caffeine sensitivity mentioned
above for rpa34 mutants but also engendered many pheno-
types of their own, causing an almost complete lack of growth
at 25°C, strong sensitivity to mycophenolate and 6-azauracil,
and synthetic lethality with hmo1 (Fig. 5A). A mutant with a
somewhat shorter C-terminal deletion, corresponding to rpa49-1,
366, also failed to grow at 25°C but had slightly milder drug
sensitivity, and a strain carrying rpa49-1,366 and hmo1 was
viable. The importance of the Rpa49 C-terminal domain was
also underscored by results from ChIP assays showing strongly
reduced Pol I occupancy of rDNA in rpa49 and rpa49-1,366
mutants (Fig. 5B).
rpa49 and rpa49-338::ITHIS3 have a dual effect on the
recruitment and release of Rrn3. Earlier ChIP assays have
shown that Rrn3 is present on the rDNA promoter but not on
the rDNA 3 end, as befits a Pol I-associated initiation factor
(5). Using Rrn3-hemagglutinin (HA)-tagged strains, we
showed that Rrn3 was strictly restricted to the promoter re-
gion. The rpa43-chim2 strain, a slow-growing mutant express-
ing a form of Rpa43 constructed by domain swapping with the
S. pombe subunit (F. Beckouet, S. Labarre-Mariotte, Y. Nogi,
and P. Thuriaux, unpublished results), exhibited strongly re-
duced Rrn3-HA occupancy at the rDNA promoter (Fig. 6A)
but little or no effect on the Rrn7 and Rrn9 subunits of the core
and upstream activating factors. This finding further supports
earlier data showing that Rpa43 is specialized in transcription
initiation and that Rrn3 needs to bind Rpa43 in order to be
FIG. 5. Mutagenesis of RPA49. (A) Growth defects of rpa49 mutants. Strain D704-7C (rpa49) was transformed with pVV200 plasmids (54)
bearing the relevant wild-type sequences and rpa49 mutations corresponding to progressive N- and C-terminal deletions. Plasmid pVV214 was used
as an empty vector control. Strain 49::HIS3 (see the tables in the supplemental material) was used to test the rpa49-338::HIS3 allele, in which the
HIS3 insertion interrupts the Rpa49 coding sequence at H338 with a sequence encoding a GSAARSCSLACT extension beyond H338 (36). Four
gray boxes represent conserved parts of Rpa49 (Fig. 1). Yeast cultures were serially diluted and spotted onto YPD (at 25 and 30°C and at 30°C
with 1 g of caffeine [CAF]/liter) and synthetic complete medium with or without mycophenolate (MPA) at 20 g/ml. Plates were incubated at 30°C
for 3 days. The synthetic lethality of rpa49 mutations was tested in strains D699-13C (rpa14 rpa49) and D684-2B (hmo1 rpa49) bearing the
pFB74 (RPA49 URA3) plasmid and transformed with the same plasmids indicated above. The resulting transformants were replica plated onto
FOA medium to chase pFB74. Synthetically lethal effects were revealed by the lack of growth on FOA (8). In the case of rpa49-338::HIS3, synthetic
lethality was deduced from meiotic crosses based on 12 tetrads. Lethality is indicated by a minus sign. () indicates very slow growth. The  and
() symbols denote a growth pattern identical or partially impaired relative to that of the corresponding wild-type control. (B) Effect of rpa49
mutations on rDNA occupancy by Pol I. ChIP assays were done on D704-6C (rpa49) transformed with the appropriate pVV200-derived plasmids.
Pol I was revealed by polyclonal anti-Rpa190 rabbit antibodies (49). DNA occupancy was defined by the ratio between the immunoprecipitation
(IP) signal and the DNA input (IN) signal. The diagram below shows the approximate positions of the primers used for RT-PCR amplification
(see the tables in the supplemental material). Arrows denote the start sites and transcription orientations of the 5S and 35S rRNA transcripts. WT,
wild type; NTS1 and NTS2, nontranscribed spacers 1 and 2.


















recruited to the rDNA promoter region as a preformed Rrn3-
Pol I complex (34, 48, 57). Rrn3 appears to be released from
rDNA (and therefore from Pol I) at the onset of transcription,
although we cannot rule out that it undergoes a dramatic
change in conformation that masks the Rrn3-HA tag at elon-
gation. These two possibilities cannot be distinguished in ChIP
assays, but the in vitro data of Bier et al. (5) strongly argue that
Rrn3 no longer binds the elongating Pol I.
Turning to the rpa49 and rpa49-338::HIS3 mutants, we also
found the Rrn3-HA signal at the promoter to be decreased,
but much less so than that in the rpa43-chim2 strain. However,
in contrast to the Rrn3 in the wild-type or rpa43-chim2 strain,
a substantial fraction of the Rrn3 in the rpa49 and rpa49-338::
HIS3 mutants remained bound to the elongating Pol I, with a
decreasing signal toward the 3 end of the transcript. The core
and upstream activating factors (Rrn7-HA and Rrn9-HA), on
the other hand, were still restricted to the promoter domain
(as shown in Fig. 6B for Rrn7-HA). Intriguingly, rpa49 and
rpa49-338::HIS3 were lethal when Rpa43 was replaced by an
Rrn3-Rpa43 fusion in which Rrn3 was, by construction, per-
manently associated with the elongating Pol I (34) and
which was previously shown to yield a viable strain when
introduced into a wild-type background (data for rpa49 are
shown in Fig. 7C).
The data cited above suggest that rpa49 and rpa49-338::
HIS3 have a dual effect on Rrn3, partially reducing its associ-
ation with the rDNA promoter but also impairing its release
from the elongating Pol I. We therefore anticipated that con-
ditions dissociating Pol I from its rDNA template should also
dissociate the Pol I-bound Rrn3 of rpa49 and rpa49-338::
HIS3 mutants, and we exploited the effect of mycophenolate
on the elongating Pol I to test this possibility. As shown in Fig.
7, mycophenolate increased the Pol I signal seen at the rDNA
promoter region, which may be due to a lower rate of elonga-
tion, and progressively decreased the amount of rDNA-bound
Pol I as the Pol I moved toward the 3 end of the rDNA,
indicating a processivity defect similar to the one recently de-
scribed for Pol II (38). In contrast, mycophenolate had no
effect on Rrn3 occupancy, indicating that Rrn3 leaves the pro-
moter before or shortly after the start of transcription (Fig. 8,
right panels).
rpa43-chim2 and rpa12 strains responded essentially like
the wild type when treated with mycophenolate (Fig. 7), con-
sistent with their normal (rpa43-chim2) and mildly increased
(rpa12) drug sensitivities in vivo. However, a very different
FIG. 6. Effect of RNA Pol I mutations on Rrn3-HA and Rrn7-HA
occupancy. (A) Rrn3 occupancy in rpa43-chim2, rpa49, and rpa49-338::
HIS3 strains. ChIP assays were done on strain SL97-17C (rpa43 Rrn3-
HA) bearing plasmid pGEN-A43 (wild type [WT]) or pGA43-chim2
(rpa43-chim2) and strains SL112-1C (rpa49) and D612-5A (rpa49-338::
HIS3) by using the same conditions described above. Rrn3-HA was
revealed with anti-hemagglutinin A mouse antibody (12CA5). A sche-
matic representation of the rpa43-chim2 strain is shown below. Num-
bers denote amino acid positions and correspond to the limits of the
domains swapped between S. cerevisiae and S. pombe. IP, immunopre-
cipitation signal; IN, DNA input signal. (B) Rrn7 occupancy. ChIP
assays were done on strains SL105-7A (rpa43 Rrn7-HA) and
SL111-4A (rpa49 Rrn7-HA) bearing the same plasmids and under
the same conditions described above.
FIG. 7. Effect of mycophenolate (MPA) on wild-type (WT),
rpa12, and rpa43-chim2 strains. Cells were cultivated in SDaa me-
dium until they reached an A600 of 0.2, treated (or left untreated) with
20 g of mycophenolate/ml, and further grown for 30 min. In the case
of Pol I, ChIP assays were done on strains SL97-17C [(rpa43::LEU2
Rrn3-HA)/YCPA43], used here as the wild-type control, SL9-2C
(rpa12), and D101-chim2 (rpa43-chim2). Pol I was revealed by poly-
clonal anti-Rpa190 rabbit antibodies (49). Five additional primers (5,
6, 7, 9, 10) were used for RT-PCR amplification and are listed in the
tables in the supplemental material. The diagram at the bottom shows
the approximate positions of the primers used for RT-PCR amplifica-
tion (see the tables in the supplemental material). Arrows denote the
start sites and transcription orientations of the 5S and 35S rRNA
transcripts. SC, synthetic complete medium; IP, immunoprecipitation
signal; IN, DNA input signal; NTS1 and NTS2, nontranscribed spacers
1 and 2.


















response by rpa49 and rpa49-338::HIS3 mutants was seen
(Fig. 8, left panels). These mutants were strongly sensitive to
mycophenolate, and their Pol I was almost entirely absent from
rDNA after 30 min of exposure to this drug. In addition, and
in sharp contrast to the wild-type situation, there was a massive
loss of Rrn3, even at the promoter region, supporting the view
that Rrn3 and Pol I were physically associated in these mutants
and that Rrn3 was therefore lost together with Pol I itself
(Fig. 8, right panels). As a control, these assays were also
done with a strain carrying rpa135(L565P), shown as de-
scribed above to cause sensitivity to mycophenolate and to
be synthetically lethal with rpa49 and rpa49-338::HIS3. As
shown in Fig. 8 (lower panels), there was an almost com-
plete loss of Pol I in rpa135(L565P) cells exposed to myco-
phenolate, but Rrn3 remained bound to the rDNA pro-
moter, as in the wild type.
An rpa43 mutation suppresses the cold-sensitive defect of
rpa49 mutants. In the course of this study, we observed that
the rpa43-35,326 mutation, yielding a wild type-like mutant
with a deletion of the nonconserved N terminus of Rpa43
(Beckouet et al., unpublished), acted as a gain-of-function
mutation suppressing the cold sensitivity of rpa49 mutants
(Fig. 9, upper panels). Consistent with this suppression, Pol
I occupancy was restored to a nearly wild-type level, which
coincided with better Rrn3 occupancy. However, rpa43-
35,326 had little or no effect on the mycophenolate sensi-
tivity of rpa49 mutants and did not change their defective
Rrn3 release (Fig. 9, lower panels). These data further ar-
gue that rpa49 and rpa49-338::HIS3 have a dual effect on
Rrn3, interfering with its recruitment during transcription
initiation and preventing its release from the elongating Pol
I. The former defect was suppressed by rpa43-35,326, thus
possibly reflecting a direct interaction of Rpa49 with the N
terminus of Rpa43. The defect in Rrn3 release, on the other
hand, was independent of rpa43-35,326 and correlated with
strong sensitivity to mycophenolate.
FIG. 8. Effect of mycophenolate (MPA) on rpa49, rpa49-338::HIS3, and rpa135(L656P) mutants. (Left panels) Effect on Pol I (Rpa190) in
wild-type (WT), rpa49, rpa49-338::HIS3, and rpa135(L656P) strains. Cells were cultivated in SDaa medium until they reached an A600 of 0.2,
treated (or left untreated) with 20 g of mycophenolate/ml, and further grown for 30 min. ChIP assays were done on strains SL97-17C [(rpa43::
LEU2 Rrn3-HA)/YCPA43], used here as the wild-type control, SL112-1C (Rrn3-HA rpa49), SL107-3b (Rrn3-HA rpa49-338::HIS3), and
OG36-1a [rpa135(L656P)]. Pol I was revealed by polyclonal anti-Rpa190 rabbit antibodies (49). (Right panels) Effect on Rrn3-HA. Cells were
cultivated in SDaa medium until they reached an A600 of 0.2, treated (or left untreated) with 20 g of mycophenolate/ml, and further grown for
30 min. ChIP assays were done on strains SL97-17C [(rpa43::LEU2 Rrn3-HA)/YCPA43], used here as the wild-type control, SL112-1C (Rrn3-HA
rpa49), SL107-3b (Rrn3-HA rpa49-338::HIS3), and D769-2C [Rrn3-HA rpa135(L656P)]. Rrn3-HA was revealed with anti-hemagglutinin A
mouse antibody (12CA5). SC, synthetic complete medium; IP, immunoprecipitation signal; IN, DNA input signal.



















Rpa49 and Rpa34 are noncatalytic components of Pol I (27),
and their genetic inactivation in S. cerevisiae yields viable
strains (20, 36). However, rpa49 mutants have severe growth
defects (19, 20), and the rpa49 mutation was identified in
genome-wide screening for mycophenolate-sensitive mutants
(13), a first clue to the importance of Rpa49 for transcript
elongation. We found here that Rpa34 and Rpa49 specifically
interacted in a two-hybrid assay, which assigned the main
Rpa34-binding domain to the N-terminal part of Rpa49. This
binding may recruit Rpa34 onto Pol I, as this subunit was lost
from Pol I in rpa49 mutants lacking the binding domain.
rpa34 had only a minor effect on the association of Rpa49
with Pol I, suggesting that Rpa49 directly binds the Pol I core
structure. Previous data suggested that Rpa34 and Rpa49 do
not make contact with each other in the Pol I envelope (6), but
results from recent structural studies support the idea that
Rpa34 directly binds Rpa49, and modeling data also suggest
that this binding operates at the level of the N-terminal domain
of Rpa49 (33a). In S. pombe, the C terminus of the Rpa49-like
subunit is critical in vivo (42), and we found here that a strain
carrying rpa49-338::HIS3, a premature-termination mutation
removing the last 28 amino acids of Rpa49, behaved like the
rpa49 null mutant. The most important part of the Rpa34-
Rpa49 dimer, therefore, appears to be the C terminus of
Rpa49, which is strongly conserved in all eukaryotes.
Our data indicate a dual effect of rpa49 and rpa49-338::
HIS3 on the recruitment of Rrn3 and on its binding to the
elongating Pol I. These two phenotypes were genetically dis-
sociated by rpa43-35,326, encoding an N-terminal deletion of
the Rpa43 subunit which specifically suppressed the recruit-
ment defect and also corrected the cold-sensitive growth defect
of rpa49 and rpa49-338::HIS3 mutants. This suppression im-
plies that Rpa43 and Rpa49 cooperate to load Pol I-Rrn3 onto
the rDNA promoter but does not necessarily call for direct
physical interaction between these two subunits. It may be, for
example, that Rpa49 favors the recruitment of the Pol I-Rrn3
complex by interacting with the core factor. Importantly,
rpa43-35,326 had no effect on the mycophenolate sensitivity of
rpa49 and rpa49-338::HIS3 mutants and did not affect their
defective release of Rrn3. However, the rpa49 and rpa49-338::
HIS3 mutations were lethal in strains carrying an RRN3::RPA43
fusion product in which Rrn3 was, by construction, perma-
nently associated with the elongating Pol I. Moreover, they
were synthetically lethal with top1 (yielding a strain lacking a
type I DNA topoisomerase) or hmo1, a mutation inactivating
Hmo1, an HMG box protein residing on rDNA (19, 25), and
these results suggest that the progression of the mutant Pol I
strongly depends on the topology (Top1) or spatial organiza-
tion (Hmo1) of rDNA. The findings of a recent study (Kuhn et
al., submitted) also indicate that a Pol I form lacking Rpa34
and Rpa49 has elongation defects in vitro.
rpa34 produced no growth defect of its own and led only to
synthetically lethal effects that were shared by rpa49 and were
suppressed by the overexpression of Rpa49. These findings
raise the question of whether Rpa34 has any role other than to
stabilize Rpa49 in the Pol I structure, thus optimizing the
biological role of that subunit. Indeed, the two-hybrid interac-
tion found here between Rpa34 and three other nucleolar
proteins, Gno1, Nop56, and Nop58, tentatively suggests that
FIG. 9. Suppression of rpa49 mutations by an N-terminal deletion of Rpa43 (rpa43-35,326). (Upper panels) Strains D710-8A (rpa43 rpa49)
and SL107-3B (rpa43 rpa49-338::HIS3) bearing the YCP43-12 (URA3 RPA43) plasmid were transformed with plasmids pGEN-RPA43 (TRP1
RPA43) and pFB63 (TRP1 rpa43-35,326). Transformants were replica plated onto FOA medium to chase YCP43-12, tested on YPD (25°C) and
synthetic complete medium with mycophenolate (MPA) at 0, 5, and 20 g/liter (30°C), and incubated for 3 days at 25°C, as described in the legend
to Fig. 3. Strain YPH500 was used as a wild-type (WT) control. (Lower panels) ChIP assays were done on strains SL97-17C (WT) and SL107-3b
(rpa49-338::HIS3) bearing plasmid pFB63 (rpa43-35,326) or pGEN-RPA43 (RPA43) by using the same conditions described above, except that
cells were cultivated in SDaa medium and were harvested at an A600 of 0.2. IP, immunoprecipitation signal; IN, DNA input signal.


















Rpa34 may have a function of its own by favoring the cotrans-
criptional recruitment of the pre-rRNA maturation machine to
the nascent transcript, since these putative partners intervene
in the early maturation of the 35S pre-rRNA (14, 21, 24).
Intriguingly, these proteins are also endowed with KKE/D
repeats, like Rpa34 itself, although the biological meaning of
these domains remains to be established.
Mammalian cells contain two Pol I-associated factors, PAF53
and PAF49, with strong homology to Rpa49 (PAF53) and
weaker homology to Rpa34 (PAF49) (26, 47). In vitro, PAF53
and PAF49 stimulate the faithful transcription of rDNA by Pol
I and may functionally and/or physically interact with UBF, an
HMG box protein associated with animal Pol I (3). The name
UBF, which stands for upstream binding factor, points to a role
in the preinitiation steps of rDNA transcription (3), but recent
evidence suggests that UBF contributes to promoter escape
(46) or may even modulate the progression of Pol I along its
rDNA template, since UBF actually binds the entire Pol I-tran-
scribed region (45, 51). rpa49 is suppressed by the overex-
pression of Hmo1, which is probably the yeast UBF (4, 19), and
is lethal in an hmo1 context. In other words, the existence of
Hmo1 explains why the rpa49 null allele still supports tran-
scription, albeit inefficiently. Hmo1 binds the whole Pol I-tran-
scribed unit and is also a Pol II factor that binds many mem-
bers of the ribosomal protein regulon (4, 25, 30). It is worth
noting that, in vitro, Hmo1 unwinds DNA in the presence of
DNA topoisomerase I (37) and that top1 and hmo1 are both
synthetically lethal with rpa49. The functional interplay be-
tween Rpa49-Rpa34 and Hmo1 needs to be investigated more
thoroughly, but we would be surprised if it did not reflect a
conserved mechanism operating in species from yeast to hu-
mans.
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Résumé des travaux de thèse 
 La production des ARN ribosomaux (ARNr) est une étape fondamentale dans la 
biogenèse des ribosomes et la croissance cellulaire. Elle représente près de 60% de 
l’activité transcriptionnelle. Cette activité a lieu au sein du nucléole qui est une 
structure dynamique variant de volume selon la croissance, et conservée dans le 
monde eucaryote. La production des ARNr et la formation du nucléole sont 
entièrement dépendantes de l’activité d’un unique complexe multiprotéique : l’ARN 
polymérase I (ARN pol I). Au cours de ma thèse nous avons étudié le 
fonctionnement de l’ARN pol I chez la levure de bière S. cerevisiae à différents 
niveaux allant du rôle des sous unités composant ce complexe multiprotéiques, à sa 
matrice d’ADN jusqu'à l’influence des gènes d’ADNr dans l’organisation 
tridimensionnelle du génome. 
Concernant l’étude des sous-unités de l’ARN pol I, nous avons focalisé notre 
attention sur le rôle de deux protéines qui sont spécifiques de l’ARN Pol I, c’est à dire 
qui n’ont pas d’équivalent dans les autres ARN pol eucaryote. Il s’agit de Rpa34 et  
de Rpa49. Le travail de Beckouet et al. en 2007, auquel nous avons participé, a 
permis de montrer que ces protéines forment un hétérodimère essentiel pour le bon 
fonctionnement de l’ARN pol I. Par la suite, nos donnés nous ont permis de montrer 
l’existence de contacts entre les ARN pol I en cours de transcription qui seraient 
abolis en absence de ces deux  sous unités spécifiques. Ces contacts seraient 
déterminants pour assurer le bon fonctionnement de l’ARN pol I au cours de 
l’élongation et l’intégrité du nucléole. 
 D’autre part, pour améliorer notre compréhension de la transcription par l’ARN pol I, 
nous avons également étudié les gènes d’ADN ribosomiques constituant la matrice 
ADN de l’ARN pol I. Nous avons centré notre étude autour de la fonction d’une 
protéine HMG retrouvée sur ces régions. Ainsi, nous avons proposé que cette 
protéine Hmo1 serait un facteur d’élongation de l’ARN polymérase I conservé chez 
les eucaryotes qui permettrait de modifier la structure chromatinienne des gènes 
d’ADNr sous une forme favorable à la transcription. De plus, nous avons apporté de 
nouveaux éléments concernant la structure et la composition protéique des gènes 
d’ADNr qui ont été discutés dans une revue publiée au cours de cette thèse. 
 Enfin, nous avons essayé de comprendre comment s’organise le chromosome qui 
contient ces régions les plus transcrites du génome, les gènes d’ADNr. Ainsi, nous 
avons étudié l’organisation du chromosome XII de levure S. cerevisiae qui porte 
l’ensemble des répétitions des gènes d’ADNr. Pour comprendre et caractériser cette 
organisation, il a fallu prendre en compte la nature fondamentalement dynamique de 
l’architecture chromatinienne. En raison du caractère stochastique de ces 
mouvements, les paramètres appropriés à la description de la chromatine sont des 
grandeurs statistiques. Dans ce sens, grâce à des approches quantitatives d’analyse 
d’image, nous avons obtenu in vivo une carte de l’organisation spatiale du 
chromosome XII au sein du volume nucléaire. Ces donnés contribuent directement à 
la compréhension de l’organisation tri-dimensionnelle des génomes eucaryotes et 
renforcent l’idée que la physique des polymères est au centre des lois régissant cette 
organisation. Ce dernier point, a été spécifiquement détaillé dans une deuxième 
revue rédigée dans le cadre de cette thèse. 

